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Résumé  
L’hypertension artérielle pulmonaire (HTAP) est une maladie mortelle caractérisée par un 
important remodelage vasculaire, principalement dû à l’hyperprolifération et à la résistance à 
l’apoptose des cellules du muscle lisse de l’artère pulmonaire (CML-AP).  
Récemment il a été montré que les CML-AP présentent un remodelage du métabolisme 
énergétique, avec une régulation négative de l’oxidation phosphorylante associée à une 
activation de la voie glycolytique, qui semble contribuer à leur phénotype particulier.  
La désacétylase sirtuine1 (SIRT1) est un important modulateur du métabolisme énergétique, 
notamment via son activation de peroxisome proliferator-activated receptor gamma 
coactivator-1 alpha (PGC-1α), régulateur clé de la biogenèse mitochondriale. Dans cette 
étude, nous montrons pour la première fois que la prolifération des CML-AP de rat et 
humaines est caractérisée par une réduction de l’activité de SIRT1, et est augmentée suite à 
l’inhibition pharmacologique ou la sous-expression spécifique de SIRT1. De plus, suite à 
hypoxie chronique, des souris génétiquement déficientes en SIRT1 présentent un remodelage 
vasculaire plus important que celui observé chez les souris contrôles, ce qui est associé à une 
augmentation accentuée de l’hypertrophie et de la pression systolique du ventricule droit. Au 
contraire, l’activation pharmacologique de SIRT1 inhibe fortement la prolifération des CML-
AP, et est associée à l’activation de la biogenèse mitochondriale.  
L’ensemble de ces résultats suggère que l'inactivation de SIRT1 joue un rôle causal dans 
l’hyperprolifération des CML-AP et cette enzyme pourrait être une nouvelle cible 
thérapeutique prometteuse pour le traitement de l’HTAP. 

Abstract 
Pulmonary arterial hypertension (PAH) is a lethal disease characterized by an intensive 
vascular remodelling, mainly due to hyper-proliferation and resistance to apoptosis of 
pulmonary artery smooth muscle cells (PASMCs).  
Recently it has been found that PASMCs, similarly to cancer cells, demonstrate a shift in 
energy metabolism from oxidative phosphorylation towards glycolysis thus contributing to 
their particular phenotype.  
The deacetylase sirtuin1 (SIRT1) is an important modulator of energy metabolism, 
particularly via its activation of peroxisome proliferator-activated receptor gamma 
coactivator-1 alpha (PGC-1α), the master regulator of mitochondrial biogenesis. Here we 
show for the first time that rat and human PASMC proliferation is characterised by a 
diminution of SIRT1 activity, and is potentiated by SIRT1 pharmacological inhibition or 
specific downregulation. Moreover, after chronic hypoxia exposure, SIRT1 KO mice display 
a more intense vascular remodelling compared to their control littermates and this is 
associated with an exacerbated increase in right ventricle systolic pressure and hypertrophy. 
Conversely, pharmacological SIRT1 activation strongly inhibits PASMC proliferation, and is 
associated with the activation of mitochondrial biogenesis.  
In general, the data obtained show that SIRT1 inactivation plays a causative role in PASMC 
proliferation and this enzyme could be a promising therapeutic target for PAH treatment. 
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Préambule 
L’hypertension artérielle pulmonaire (HTAP) est une maladie rare, avec une prévalence 

estimée à 15-50/million d’habitants, mais ayant un impact sociétal très important. Il s’agit en 

effet d’une pathologie mortelle, avec un taux de survie à 5 ans d’environ 50%, qui affecte des 

patients, en majorité féminin,  en âge de procréer et de travailler (entre les 30 et 50 ans), et qui 

coûte extrêmement cher en termes de traitement.  

L’HTAP est définie par une augmentation de la pression artérielle pulmonaire moyenne au 

delà de 25 mmHg au repos, et est caractérisée par une augmentation de la résistance 

vasculaire pulmonaire qui mène à une insuffisance cardiaque droite et à la mort précoce du 

patient. L’élévation de la résistance vasculaire est principalement due à un important 

remodelage de l’artère pulmonaire marqué par un épaississement de sa paroi qui engendre la 

réduction du diamètre de la lumière et, par conséquent, une surcharge du cœur droit. 

L’étiologie et la pathogenèse de l’HTAP idiopathique restent voilées de mystère ; son 

développement peut être déterminé par un fond génétique, par un large éventail de facteurs 

environnementaux et/ou par de mécanismes de déclenchement tel que l’inflammation. Les 

thérapies actuelles ne sont pas satisfaisantes puisqu’elles ne sont pas capables de faire 

régresser la maladie. En effet, il s’agit de vasodilatateurs qui ont été conçus pour le traitement 

de l’hypertension systémique et qui en conséquence ne sont pas spécifiques du système 

circulatoire pulmonaire. De plus, la communauté scientifique s’accorde désormais sur le fait 

que la diminution de la lumière vasculaire serait principalement causée non par la 

vasoconstriction, mais plutôt par l’altération de l’équilibre entre la prolifération et l’apoptose 

des cellules du muscle lisse de l’artère pulmonaire (CML-AP). De façon similaire aux cellules 

cancéreuses, les CML-AP hyperprolifèrent et sont résistantes à l’apoptose, conduisant ainsi à 

leur accumulation dans la paroi vasculaire, qui à la longue devient plus épaisse. Il est donc 

nécessaire d’identifier d’autres cibles thérapeutiques qui permettraient de traiter cette maladie 

mortelle plus efficacement.  

Récemment, il a été montré que les CML-AP dérivées de patients atteints d’HTAP partagent 

de nombreuses caractéristiques avec les cellules cancéreuses, en plus du phénotype 

hyperprolifératif et résistant à l’apoptose. Ces cellules présentent notamment un remodelage 

métabolique qui a été observé pour la première fois par Otto Warburg dans les cellules de 

cancer, à savoir une régulation négative du métabolisme mitochondrial associée à une 

augmentation du flux glycolytique même en présence d’oxygène. De façon intéressante, il a 
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été suggéré que ce remodelage métabolique pourrait contribuer au phénotype pseudotumorale 

des CML-AP, étant donné qu’il active plusieurs voies de signalisation qui aboutissent d’une 

part à une augmentation de la concentration de calcium intracellulaire, connu pour stimuler la 

prolifération, et d’autre part à une diminution du potassium intracellulaire et des facteurs pro 

apoptotiques libérés par les mitochondries, éléments déclenchant la mort cellulaire. Le 

rétablissement de la balance métabolique normale semblerait donc être une option 

thérapeutique possible pour le traitement de l’HTAP. En effet, de façon encourageante, la 

stimulation du métabolisme mitochondrial chez de modèles animaux d’HTAP a montré des 

effets bénéfiques. 

La désacétylase Sirtuine 1 (SIRT1) est un activateur très important du métabolisme 

mitochondrial, qui agit dans divers tissus modulant l’activité de plusieurs facteurs de 

transcriptions et co-activateurs transcriptionnels. Elle active notamment PGC-1α, régulateur 

clé de la production de nouvelles mitochondries dans la cellule, dont l’expression est 

diminuée dans les CML-AP des patients HTAP.  

Le projet de cette thèse consistait donc en l’exploration du rôle possible de SIRT1 dans la 

prolifération des CML-AP. Ceci a conduit à étudier diverses aspects tels que l’état 

d’activation de SIRT1 dans les CML-AP en hyperprolifération, son rôle dans la prolifération 

de ce type cellulaire, son importance dans le remodelage vasculaire in vivo, et sa capacité à 

activer le métabolisme mitochondrial dans les CML-AP. Ce travail a donc été réalisé au 

moyen de différentes approches allant de techniques classiques de biologie cellulaire et 

moléculaire et de biochimie, à des approches faisant appel à l’imagerie confocale, et ceci au 

moyen de plusieurs systèmes modèles incluant les CML-AP de rat, humaines et les souris 

déficientes en SIRT1.  
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 Introduction  

Chapitre I : Le système vasculaire pulmonaire  

A. Anatomie des vaisseaux sanguins  
 

La circulation pulmonaire est un circuit partant du cœur qui traverse les poumons avant de 

revenir à la pompe cardiaque. Le sang pauvre en oxygène est éjecté du ventricule droit pour 

atteindre les poumons en empruntant l’artère pulmonaire, et se jette enfin dans l’oreillette 

gauche via la veine pulmonaire. Le sang riche en oxygène est alors propulsé par le ventricule 

gauche dans le reste du corps via l’aorte et ses branches. Après passage dans les réseaux 

capillaires irrigant les différents organes, ce sang, alors devenu désoxygéné, effectue son 

retour à l’oreillette droite par les veines caves supérieure et inferieure (circulation systémique) 

(figure 1). 

 

 
Figure 1 : Représentation schématique du système circulatoire.  
La circulation systémique correspond à la circulation du sang oxygéné qui part du ventricule gauche et se rend 
à tous les organes du corps via l’aorte et ses branches. Elle inclut aussi le retour du sang désoxygéné provenant 
des organes à l’oreillette droite via la veine cave. La circulation pulmonaire correspond à la circulation du sang 
désoxygéné qui est propulsé par le ventricule droit et se rend aux poumons via l’artère pulmonaire et ses 
branches afin d'y être oxygéné à nouveau. Elle comprend aussi le retour du sang oxygéné des poumons à 
l’oreillette gauche via la veine pulmonaire.  
Adaptée de http://webschoolsolutions.com/patts/systems/lungs.htm 
 



 17 

Le sang s’écoule dans un réseau composé de vaisseaux sanguins. Il s’agit de structures 

dynamiques formées d’une paroi entourant une lumière dans laquelle le sang circule. Ces 

vaisseaux peuvent moduler la circulation sanguine en se contractant (vasoconstriction), en se 

relaxant (vasodilatation) et en proliférant (angiogenèse). Selon leurs structures et leurs 

fonctions, trois groupes sont distingués : les artères, les veines et enfin les capillaires.  

Les artères et les veines présentent une paroi composée de trois couches ou tuniques : 

l’intima, la média, et l’adventice [1], représentées en figure 2. L’intima consiste en un simple 

épithélium nommé endothélium qui agit comme une barrière semi-sélective entre la lumière 

vasculaire et le tissu entourant cette dernière en contrôlant le passage des matériaux. Cette 

tunique libère en outre des substances agissant sur la média qui peuvent moduler la pression 

artérielle via les mécanismes de vasoconstriction ou de vasodilatation. L’intima est séparée de 

la média par la lamina (ou limitante) élastique interne, une lame de fibre élastique constituée 

d’élastine. La média est constituée de couches d’élastine et de cellules musculaires lisses 

(CML), dont la contraction ou la relaxation est contrôlée par des neurofibres vasomotrices du 

système nerveux autonome, par des facteurs humoraux, et par l’endothélium, tel que 

mentionné précédemment. Enfin, l’adventice est composée par un mélange de matrice 

extracellulaire, de fibroblastes et de cellules nerveuses. Elle est caractérisée par la présence de 

fibres de collagène fortement liées les unes aux autres, qui permettent aux artères et aux 

veines de s’étirer pour éviter une sur-dilation due à la pression sanguine. Il faut noter que dans 

les artères de gros calibre, l’adventice et la média sont séparées par la lamina élastique 

externe, une couche élastique acellulaire. 

Malgré le fait que les parois artérielle et veineuse présentent la même structure à trois 

couches, l’épaisseur relative des ces dernières varie dans les deux types de vaisseaux (figure 

2), reflétant ainsi leur différente fonction. Les artères sont responsables du transport du sang 

provenant des ventricules, c’est à dire que ce sang est sous haute pression en raison de l’action 

de la pompe cardiaque. Pour faire face à ces poussées sanguines par le cœur, elles ont une 

paroi très épaisse, particulièrement riche en CML, qui confèrent force et élasticité. Les veines 

portent au contraire le sang sous basse pression depuis les organes et les tissus vers le cœur ; 

elles présentent, pour cette raison, des parois plus fines que celles des artères. De plus, elles 

possèdent une lumière plus large que celle des artères, et contiennent des systèmes de valves 

pour faire face à la pression artérielle faible et à la force de gravité, empêchant ainsi le reflux 

du sang.  

Au sein même du groupe des artères, celles-ci montrent des variations dans la structure de 

leur paroi, de sorte qu’elles peuvent être distinguées en trois catégories : les artères élastiques, 
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les artères musculaires et les artérioles. Les artères élastiques ont une paroi épaisse et sont 

situées à proximité du cœur, comme l’artère pulmonaire ; elles présentent un large diamètre 

(2.5-1 cm) ainsi qu’une forte élasticité, et opposent une faible résistance au sang circulant du 

cœur aux artères de taille moyenne. Leur paroi se dilate ou se contracte passivement quand le 

sang est éjecté du cœur, pour que le sang puisse avancer en continu et non par saccades, 

malgré les contractions cardiaques. Les artères musculaires présentent, pour leur part, un 

diamètre plus petit (0,3 mm-1 cm), et affichent la média la plus épaisse de tous les vaisseaux, 

étant ainsi davantage responsables de la vasoconstriction que les artères élastiques, mais étant 

également moins étirables. Enfin, plus loin du cœur, les artérioles sont les plus petites artères. 

Leur média est en majeure partie composée de CML, avec très peu de fibres élastiques, et leur 

adventice est réduite. La variation de leur diamètre (d'environ 30 µm) détermine l’efflux 

sanguin dans les capillaires : quand les artérioles se contractent, le sang évite les tissus 

qu’elles irriguent alors que lorsqu’elles se dilatent, le volume sanguin augmente dans les 

capillaires locaux.   

Les capillaires sont les plus petits vaisseaux de l’organisme, avec un diamètre qui varie de 8 à 

10 µm. Ils parcourent tous les organes et tissus en formant un réseau, et sont responsables de 

l’échange de substances telles que les gaz, les nutriments, les hormones, ou encore les déchets 

métaboliques, entre le sang et le fluide interstitiel entourant les cellules. Pour mieux accomplir 

leur fonction, la structure des capillaires est extrêmement différente de celle des artères et des 

veines : leur lumière est en effet entourée par une unique couche de cellules endothéliales.  

Les capillaires s’unissent pour former les veinules, dont le diamètre est compris entre 8 et 100 

µm. Ces veinules fusionnent ensuite pour former les veines, dont le diamètre augmente à 

mesure qu’on se rapproche du cœur. Grâce à leur grande lumière, les veines peuvent contenir 

un important volume sanguin, servant ainsi de réservoirs de sang. De plus, elles offrent une 

basse résistance au flux du sang, facilitant de cette façon son transport vers les oreillettes 

cardiaques.      
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Figure 2 : Comparaison de la structure des artères, des veines et des capillaires 
Les artères et les veines présentent la même structure à trois couches, mais l’épaisseur relative de ces dernières 
est différente entre les deux types de vaisseaux. La tunique média est épaisse dans les artères et relativement 
mince dans les veines, tandis que la tunique adventice est mince dans les artères et relativement épaisse dans les 
veines. De plus, ces dernières présentent une lumière plus large que celle des artères, et contiennent des valves 
pour empêcher le reflux du sang. La structure des capillaires diffère de celle des artères et des veines : leur 
lumière est en effet entourée par une unique couche de cellules endothéliales. 
Adapté de http://academic.kellogg.edu/herbretsonc/bio201_mckinley/f231_walls_de_an_arter_c.jpg.           

B. Physiologie des vaisseaux sanguins pulmonaires  
 
La circulation sanguine est fondamentale pour la vie de l’organisme. Chaque cellule a besoin 

d’énergie pour exécuter toutes ses fonctions, et ne peut la produire qu’en recevant du 

dioxygène (O2) et des nutriments. Ceux-ci sont transportés dans le sang oxygéné mis en 

mouvement par le cœur pour rejoindre l’aorte avant d’atteindre l’ensemble des cellules 

constituant l’organisme. Dans le même temps, les déchets produits en conséquence de 

l'oxydation du carbone sont transportés par le sang désoxygéné qui est envoyé aux poumons 

pour être réoxygéné et se décharger du dioxyde de carbone (CO2) qu’il contient.  

Au vu de l’importance de l’approvisionnement en sang de toutes les cellules du corps, il n’est 

pas surprenant que ce système complexe soit strictement régulé pour satisfaire les demandes 

de l’organisme. Nommément, la pression artérielle est un facteur qui doit être contrôlé et 

maintenu stable.   
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La pression artérielle pulmonaire est la pression exercée par le sang circulant sur les parois 

des artères pulmonaires. Au repos et en conditions physiologiques, la pression artérielle 

pulmonaire moyenne est d'environ 14 mmHg, avec une limite supérieure de 20,6 mmHg [2]. 

Elle est directement proportionnelle au débit cardiaque et à la résistance vasculaire. Le débit 

cardiaque est le volume de sang éjecté dans la circulation par les ventricules cardiaques en 

une minute : il est relativement stable, étant donné qu’il est dépendant du volume sanguin et 

de la fréquence cardiaque, qui ne changent pas chez un individu sain au repos. La résistance 

vasculaire est la résistance au flux qui doit être vaincue pour permettre la circulation du sang 

à travers le système cardiovasculaire, et est déterminée par la viscosité du sang ainsi que par 

la longueur et le diamètre des vaisseaux. Sachant que les deux premiers facteurs cités sont 

normalement constants, la résistance vasculaire est principalement dépendante du diamètre 

vasculaire, qui change fréquemment, puisqu’il est soumis à la vasoconstriction et à la 

vasodilatation des vaisseaux. La résistance vasculaire est notamment inversement 

proportionnelle à la quatrième puissance du rayon, qui est la moitié du diamètre : ainsi, même 

une très légère variation en termes de diamètre vasculaire a un impact fort sur la valeur de la 

pression artérielle.  

En comparaison avec leurs homologues systémiques, les artères et artérioles pulmonaires 

montrent une paroi plus fine et une lumière plus importante. Pour ces raisons, elles offrent une 

faible résistance au flux sanguin, demandant ainsi moins de pression pour faire circuler le 

sang que dans le circuit systémique. Par conséquent, la pression artérielle pulmonaire 

moyenne est beaucoup plus faible que la pression artérielle systémique moyenne qui est 

d'environ 90 mmHg. 

Une autre différence importante entre la circulation pulmonaire et la circulation systémique 

est la réaction à faibles niveaux d’O2 sanguin. En fait, tandis que les vaisseaux systémiques 

adultes se dilatent pendant l’hypoxie, les vaisseaux pulmonaires se contractent. Ces 

différentes réponses sont dues aux fonctions opposées des vaisseaux pulmonaires et 

systémiques, les premiers prenant l’oxygène et les deuxièmes le distribuant. La 

vasoconstriction pulmonaire hypoxique permet la redistribution du flux pulmonaire depuis les 

sites affichant une pression partielle d’O2 basse vers les sites présentant une importante 

disponibilité d’O2 ; au contraire, la vasodilatation hypoxique systémique permet une 

optimisation de la perfusion des tissus pour s’adapter à leur demande métabolique et ainsi la 

satisfaire.  La physiologie de la vasoconstriction pulmonaire hypoxique a été étudiée durant 

de nombreuses décennies, et il s’avère que les mitochondries, organites cellulaires qui feront 

l’objet du deuxième chapitre de l’introduction, y jouent un rôle essentiel [3]. En effet, en 
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qualité de senseurs d’O2, les mitochondries peuvent moduler leur production d’espèces 

réactives de l’oxygène, qui peuvent alors diffuser dans le cytoplasme et vers la membrane 

cellulaire et réguler des cibles sensibles à l’état oxydatif, pouvant à leur tour induire la 

contraction des CML. Par exemple, les canaux potassiques membranaires voltage-dépendants 

sont inhibés par les espèces réactives de l’oxygène mitochondriales, ce qui conduit à une 

dépolarisation membranaire, qui à son tour provoque l’activation des canaux calciques 

voltage-dépendants et, par conséquent, une augmentation du calcium (Ca2+) cytoplasmique 

[4]. Cette dernière déclenche la vasoconstriction et favorise la prolifération cellulaire, selon 

les mécanismes que qui seront détaillés ci-dessous.  

Les mitochondries des CML de l’artère pulmonaire (CML-AP) et celles des CML des 

vaisseaux systémiques présentent des différences, qui pourraient expliquer la différence de 

production basale d’espèces réactives de l’oxygène mitochondriales et les réponses opposées 

à l’hypoxie. Les mitochondries des CML-AP montrent, en effet, une diminution de 

l’expression et de la fonction de complexes I-III de la chaîne respiratoire et une augmentation 

de l’expression de l’enzyme antioxydante superoxyde dismutase en comparaison avec les 

CML des vaisseaux systémiques [5].   

Comme il a été mentionné ci-dessus, la pression artérielle dépend fortement du diamètre 

vasculaire, qui à son tour varie selon le tonus des vaisseaux. La vasoconstriction et la 

vasodilatation sont médiées par les CML par des mécanismes moléculaires qui seront décrits 

dans les sections suivantes. 

1. Contraction des CML 
 
La contraction des CML est induite par une augmentation de la concentration du Ca2+ dans le 

cytoplasme, selon le mécanisme représenté en figure 3.  Le Ca2+ libre lie la calmoduline, 

protéine capable de s’associer aux ions Ca2+, et le complexe Ca2+-calmoduline active ensuite 

la kinase de la chaine légère de la myosine, une enzyme qui phosphoryle les chaines légères 

de la myosine en présence d’ATP.  Les chaînes légères de la myosine sont des sous-unités 

régulatrices de 20 KDa situées sur les têtes de myosine ; leur phosphorylation détermine la 

stimulation de leur activité ATPasique, et, par conséquent, la formation de ponts d’union entre 

les têtes de myosine et les filaments d’actine, ce qui détermine la contraction des CML. 

Une augmentation de la concentration de Ca2+ cytosolique dans les CML-AP peut être 

produite soit par un flux augmenté de Ca2+ dans la cellule via des canaux calciques de la 
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membrane plasmique, soit via le libération de Ca2+ contenu dans le réticulum sarcoplasmique 

[6, 7].  

Le premier mécanisme implique de multiples canaux perméables au Ca2+, tels que (a) les 

canaux calciques voltage-dépendants, régulés par des changements du potentiel de membrane, 

(b) les ROC (receptor-operated calcium channels), activés par l’interaction des agonistes 

avec leurs récepteurs membranaires, et (c) les SOC (store-operated calcium channels), activés 

par la déplétion de Ca2+ dans les réserves intracellulaires [8, 9]. Le deuxième mécanisme est 

basé sur la sensibilité du réticulum sarcoplasmique à l’inositol triphosphate et à la ryanodine 

[6, 7]. 

La dépolarisation de la membrane plasmique engendre l’ouverture des canaux calciques 

voltage-dépendants [9] et, donc, l’influx de Ca2+ dans la cellule, et facilite également la 

production d’inositol triphosphate, qui stimule la libération de Ca2+ dans le cytosol par le 

réticulum sarcoplasmique [10]. 

Les ROC sont activés par la liaison de ligands libérés par les cellules endothéliales, tels que 

l’endothéline-1, la noradrénaline (aussi appelée norépinephrine), l’angiotensine II, la 

vasopressine, la sérotonine et le thromboxane A2 [9], à leurs récepteurs spécifiques liés à la 

membrane plasmique. Ces récepteurs sont couplés à une protéine Gq hétérotrimérique, qui, 

utilisant l’échange de GTP en GDP (d’où le nom de protéine G), stimule l’activité de la 

phospholipase C, déterminant ainsi la formation de deux seconds messagers : l’inositol 

triphosphate et le diacylglycérol. La liaison de l’inositol triphosphate aux récepteurs situés sur 

le réticulum sarcoplasmique déclenche la libération de Ca2+ dans le cytosol ; de l’autre coté, le 

diacylglycérol active la protéine kinase C, qui phosphoryle les canaux calciques voltage-

dépendants, favorisant la contraction. 

Pour leur part, les SOC sont activés par la déplétion du Ca2+ du réticulum sarcoplasmique 

[11], et contrôlent un influx de Ca2+ qui est fondamental pour le remplissage du réticulum 

sarcoplasmique et pour maintenir une concentration de Ca2+ cytosolique élevée. 

La fonction des SOC et ROC est dépendante de l’expression des gènes TRPC (transient 

receptor potential channel). Des gènes TRPC connus, TRPC1, 2, 4, 5 et 6 sont exprimées 

dans les CML-AP humaines [11], et TRPC1, 3, et 5 dans les cellules endothéliales de l’artère 

pulmonaire [12].  

La phosphorylation des chaînes légères de la myosine et, donc, la contraction des CML, est 

maintenue par des voies de transduction du signal initiées par des récepteurs couplés aux 

protéines G. Comme montré en figure 3, l’activation de la protéine Gq par des composés tels 

que la norépinephrine, l’angiotensine II, l’endothéline-1 et la vasopressine, au-delà de 
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stimuler la libération de Ca2+ par le réticulum sarcoplasmique (médiée par l’inositol 

triphosphate), active la Rho-kinase, qui inhibe la phosphatase de la chaîne légère de la 

myosine, cette dernière ayant une activité favorisant la relaxation.  

 
Figure 3 : Régulation de la contraction du muscle lisse. 
Divers agonistes lient des récepteurs spécifiques pour activer la contraction dans le muscle lisse. Cette liaison 
active la phospholipase C via l’intervention d’une protéine G. La phospholipase C produit deux secondes 
messagers à partir du lipide membranaire phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate: le diacylglycerol (DG) et 
l’inositol trisphosphate (IP3). L’inositol triphosphate se lie à des récepteurs spécifiques sur le réticulum 
sarcoplasmique, engendrant la libération du Ca2+. Le DG et le Ca2+ activent la protéine kinase C (PKC), qui 
favorise la contraction via la phosphorylation de canaux calciques, activés par une dépolarisation de la 
membrane, ou d’autres protéines qui régulent les glissements des têtes de myosine sur les filaments d’actine. Le 
Ca2+ se fixe à la calmoduline, activant ainsi la MLC kinase (myosin light chain kinase). Cette kinase phosphoryle 
en fait la chaîne légère de la myosine qui change de conformation, pouvant ainsi lier l’actine, initiant le 
raccourcissement de la cellule musculaire lisse. Cependant, la réponse contractile est transitoire, et son maintien 
est assuré par un mécanisme de sensibilisation au Ca2+ incluant l’inhibition de l’activité de la phosphatase de la 
myosine par la Rho kinase. Ce mécanisme est initié en même temps que l’activation de la phospholipase C, via 
la stimulation de la petite protéine liant le GTP RhoA. L’activation de RhoA par le récepteur couplé à la protéine 
G implique un facteur d’échange de nucléotides de guanine (RhoGEF) et la migration de RhoA à la membrane 
plasmique. Une fois activé, RhoA augmente l’activité de la Rho kinase, occasionnant l’inhibition de la 
phosphatase de la myosine. Cela favorise l’état contractile, étant donné que la chaîne légère de la myosine ne 
peut plus être déphosphorylée. De [13] 
 

2. Relaxation des CML  
 
La relaxation des CML a en effet lieu lorsque la phosphorylation des chaînes légères de la 

myosine est réduite. Cela peut être produit par 1) une diminution de la libération de Ca2+ par 

le réticulum sarcoplasmique ou de l’entrée de Ca2+ dans la cellule, 2) l’inhibition de la kinase 

de la chaîne légère de la myosine par une augmentation de la concentration intracellulaire de 

l’adénosine monophosphate cyclique (AMPc) et de la guanosine monophosphate cyclique 
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(GMPc), et 3) la déphosphorylation des chaînes légères de la myosine par la phosphatase de la 

chaîne légère de la myosine.  

Plusieurs mécanismes sont impliqués dans l’élimination de Ca2+, qui est soit remis en réserve 

dans le réticulum sarcoplasmique grâce à l’action d’une pompe calcique ATP-dépendante 

appelée SERCA (sarco-endoplasmic reticulum Ca2+-ATPase), soit expulsé à l’extérieur de la 

cellule par une pompe calcique ATP-dépendante et un échangeur Na+/Ca2+ tous deux localisés 

à la membrane plasmique (figure 4). 

L'activation des protéines Gs par des composés comme l’adrénaline (aussi appelée 

épinephrine), l’adénosine et la prostacycline augmente l’AMPc, qui active la protéine kinase 

A, qui à son tour phosphoryle la kinase de la chaîne légère de la myosine. Cette dernière est 

phosphorylée aussi par la protéine kinase G [14], qui est activée par le GMPc produit par la 

guanylate cyclase, stimulée à son tour par le vasodilatateur oxyde nitrique, libéré par les 

cellules endothéliales. La phosphorylation rend la kinase de la chaîne légère de la myosine 

moins sensible au complexe Ca2+-calmoduline, et ceci diminue ainsi son activité [15]. Par 

conséquent, la diminution de la phosphorylation des chaînes légères de la myosine conduit à 

la relaxation des CML.  

Enfin, la phosphorylation des chaînes légères de la myosine peut être diminuée suite à 

l’activation de la phosphatase de la chaîne légère de la myosine. Il a été démontré que cette 

phosphatase est stimulée par une voie dépendante de l’oxyde nitrique et de GMPc [16, 17]. 
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Figure 4 : Régulation de la relaxation du muscle lisse. 
La relaxation du muscle lisse a lieu suite au retrait du stimulus contractile ou l’action directe d’une substance qui 
stimule l’inhibition du mécanisme contractile. Dans les deux cas, le processus de relaxation nécessite une 
diminution de la concentration intracellulaire de Ca2+ et une augmentation de l’activité de la phosphatase de la 
chaîne légère de la myosine (MLC pour myosin light chain). Le réticulum sarcoplasmique et la membrane 
plasmique contiennent des Ca,Mg-ATPases qui pompent le Ca2+ du cytosol. Les échangeurs Na+/Ca2+ sont aussi 
localisés sur la membrane plasmique et participent à la réduction du Ca2+ intracellulaire. Durant la relaxation, les 
canaux calciques dépendants des ligands ou du voltage au niveau de la membrane plasmique sont fermés, 
causant donc une entrée réduite de Ca2+ dans la cellule. De [13]. 

C. Pathologie du système circulatoire pulmonaire: l’hypertension 
artérielle pulmonaire  

1. Définition et épidémiologie 
 
L’hypertension artérielle pulmonaire (HTAP) est un syndrome très complexe, défini 

hémodynamiquement par une pression artérielle pulmonaire moyenne supérieure à 25 mmHg 

au repos, mesurée par cathétérisme du cœur droit [18, 19]. Dans cette condition, la pression 

artérielle pulmonaire occluse, qui reflète la pression veineuse pulmonaire et, donc, la pression 

capillaire, est inferieure à 15 mmHg. Ces caractéristiques se présentent en absence de causes 

secondaires comme des maladies pulmonaires parenchymateuses ou thromboemboliques [20]. 

Il s’agit donc d’une maladie primaire des artères pulmonaires de moyenne et petite taille, qui 

subissent un important remodelage prolifératif, qui amène à la réduction progressive de leur 

lumière (figure 5). Cela conduit à une augmentation de la résistance vasculaire pulmonaire au-

delà de 3 unités Wood (1 Wood = 1 mmHg/min/L) et, par conséquent, de la pression artérielle 

pulmonaire [21]. Le ventricule droit après une brève hypertrophie compensatoire provoquée 
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par cette surcharge [22], progresse vers une phase de décompensation et une diminution du 

débit cardiaque. Les patients meurent d’insuffisance cardiaque droite, condition définie 

comme l’incapacité du ventricule droit à éjecter un volume suffisant de sang dans la 

circulation pulmonaire.  

 
Figure 5 : Le remodelage vasculaire dans l’HTAP. 
Ces sections histologiques des artères pulmonaires de taille moyenne montrent l’épaississement de la média 
caractéristique de l’HTAP, menant à la réduction de la lumière vasculaire. Adapté de [23] 

 

Etant donné que la circulation pulmonaire a une capacitance plus haute et une pression plus 

faible par rapport aux lits vasculaires systémiques, le remodelage vasculaire peut augmenter 

considérablement avant que les symptômes ne se manifestent. En conséquence, l’HTAP 

devient visible tardivement dans le développement de la maladie. De plus, les symptômes sont 

non spécifiques, car ils sont principalement dus à la réduction du débit cardiaque : 

essoufflement, faiblesse, et rétention des fluides [20].  

Le taux exact de survie des patients atteints d’HTAP est  encore inconnu. Des rapports récents 

semblent suggérer que la survie actuelle à 5 ans serait d’environ 50%, et la plus grande base 

de données REVEAL (Registry to Evaluate Early and Long-term PAH disease management) 

des Etas Unis indique une survie à 3 et 5 ans de 68% et 57%, respectivement [24]. 

Néanmoins, il faut souligner que des sous-populations de patients atteints d’HTAP associée à 

une sclérodermie ou à une infection par le virus de l’immunodéficience humaine (VIH) ont 

des taux de survie inferieurs, de 40% et 20% à 3 et 5 ans respectivement [20].  

L’HTAP est une maladie rare, avec une prévalence, c’est à dire le nombre des cas à un 

moment donné, estimée à 15-50/million d’habitants, même si cela peut être sous-estimé [25]. 

Cependant, pour certains groupes à haut risque, la prévalence est majeure : chez les patients 

présentant une infection par le VIH, la prévalence est de 0,5% [26], et chez les patients avec 

une sclérodermie la prévalence atteint 12% [27]. En France, l’incidence annuelle d’HTAP, 
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soit le nombre de nouveaux cas diagnostiqués en un an, est de 2,4 cas/million d’habitants 

[28].  

L’HTAP peut se développer à tout âge, avec une moyenne qui varie selon le sous types 

d’HTAP analysés, qui seront décrit ci-après : les patients atteints d’HTAP familiale, par 

exemple, sont les plus jeunes au moment du diagnostic (37±11 ans). L’âge au moment de la 

découverte de la présence d’HTAP chez les patients des autres sous-groupes est autour de la 

5ème décennie de vie [28, 29]. Les patients sont majoritairement des femmes, avec un ratio 

entre femmes/hommes touché(e)s qui varie de 1,9 à 10, selon le sous type d’HTAP et le 

registre des patients [30]. 

Bien qu’elle soit une maladie rare, son impact sur la société est très important : il s’agit en 

effet d’une maladie mortelle qui touche des patients relativement jeunes (entre les 30 et 50 

ans) et qui coûte extrêmement cher en termes de traitement [31, 32]. 

2. Classification Clinique  
 
L’HTAP est la forme la plus grave d’hypertension pulmonaire (HTP).  

L’HTP était précédemment distinguée en HTP primaire, dont les causes sont inconnues, et 

HTP secondaire, déterminée par une autre condition sous-jacente, comme une maladie du 

cœur gauche, des poumons, ou une chute persistante des niveaux d’oxygène (hypoxie 

chronique) [33]. Suite au 5ème Symposium Mondiale tenu en 2013 à Nice, en France, l’HTP 

est répartie dans les 5 classes suivantes [34]: 

1) hypertension artérielle pulmonaire (HTAP) 

L’HTAP peut apparaître seule ou associée à diverses conditions cliniques. Pour cela elle peut 

être distinguée en différentes classes : 

a) HTAP idiopathique, qui n’est associée à aucun facteur de risque ni aucun cas familial ; 

b) HTAP familiale, associée à une mutation génétique ; 

c) HTAP induite par des drogues et des toxines ; 

d) HTAP associée à différentes pathologies (maladies du tissu conjonctif, infection de VIH, 

hypertension portale, anémie hémolytique chronique, maladies cardiaques congénitales, 

schistosomiase). 

2) HTP causées par cardiopathies gauches :  

a) dysfonction systolique ; 

b) dysfonction diastolique ; 

c) maladie valvulaire. 
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3) HTP déterminée par des maladies des poumons et/ou hypoxie : 

a) maladie pulmonaire obstructive chronique ; 

b) maladie pulmonaire interstitielle ; 

c) autres maladies pulmonaires avec un mélange de motifs restrictifs et obstructifs ; 

d) respiration désordonnée lors du sommeil ; 

e) désordres d’hypoventilation alvéolaire ; 

f) exposition chronique à haute altitude ; 

g) anomalies de développement. 

4) HTP thromboembolique chronique  

5) HTP liée à mécanismes multifactoriels inconnus :  

a) désordres hématologiques : désordres myéloprolifératifs, splénectomie ; 

b) désordres systémiques, sarcoïdose, vascularite ; 

c) désordres métaboliques : maladie du stockage du glycogène, maladie de Gaucher, 

désordres de la thyroïde ; 

d) autres : obstruction tumorale, insuffisance rénale chronique en dialyse. 

3. Anatomie pathologique de l’HTAP 
 
L’HTAP est une pan-vasculopathie qui affecte surtout les petites artères pulmonaires (avec un 

diamètre < 500µm), appelées aussi artères de résistance car elles régulent le flux sanguin local 

dans le poumon. Dans cette pathologie, elles sont caractérisées par une vasoconstriction 

chronique et par des lésions souvent obstructives qui participent à l’augmentation de la 

résistance vasculaire pulmonaire et, par conséquent, de la pression artérielle pulmonaire. Ces 

lésions, schématisées en figure 6, comprennent une hypertrophie de la média des artères 

pulmonaires et une muscularisation des artères pulmonaires distales, une fibrose intimale 

concentrique et excentrique, différents dégrées d’inflammation, une prolifération de 

l’adventice, un remodelage de la matrice extracellulaire, des lésions plexiformes proprement 

dites (dont l’existence n’est pas obligatoire), des lésions thrombotiques, et la perte de petites 

artères précapillaires [35]. Ces événements conduisent finalement à la raréfaction capillaire 

due à l’occlusion des artères pulmonaires et à la dégénération microvasculaire des artères 

pulmonaires distales [36]. La compréhension de l’évolution des lésions vasculaires dans 

l’HTAP est limitée, car les biopsies sont rarement obtenues chez les patients adultes. 

Cependant, d’après des observations de formation de fibrose intimale et de lésions 

plexiformes chez des enfants atteints d’HTAP versus des patients adultes, certains proposent 
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que l’hypertrophie de la média soit une lésion plus précoce et réversible que la fibrose de 

l’intima ou l’artériopathie plexogénique [37].  

La vasoconstriction chronique occasionne une réduction de la lumière vasculaire, et est 

caractérisée par une lamina élastique interne profondément repliée, avec des cellules 

endothéliales confinées dans les plies.  

L’ hypertrophie de la média comporte une muscularisation augmentée des artères 

pulmonaires déjà muscularisés [38], ainsi qu’une augmentation de la matrice conjonctive et 

des fibres élastiques [39]. Elle est principalement due à l’hyper-prolifération et à la résistance 

à l’apoptose des CML-AP [38], phénomènes qui seront discutés en détail dans la section ci-

dessous. 

La néo-muscularisation des artérioles précapillaires distales consiste en l’apparition de CML 

dans ces vaisseaux normalement non-muscularisés. Diverses études ont proposé différentes 

sources cellulaires qui seraient responsables de l’excès de CML dans l’HTAP, telles que les 

cellules endothéliales, les fibroblastes, les péricytes, et les cellules hématopoïétiques [40–44]. 

Notamment, le processus via lequel les cellules endothéliales migrent vers la média et 

acquièrent un phénotype musculaire est appelé transition endothéliale-mésenchymateuse, dont 

l’existence dans l’HTAP humaine a été prouvé in situ [45]. Néanmoins, selon une étude très 

récente [46], ces sources de cellules non-musculaires ne fournissent qu’une contribution 

secondaire à l’apparition de CML dans les artérioles distales, qui serait plutôt due à la 

dédifférenciation de CML différenciées préexistantes. Ces cellules dédifférenciées, 

surexprimant le récepteur du facteur de croissance PDGF (platelet-derived growth factor), 

migrent à travers la frontière moyenne-distale des artérioles puis prolifèrent fortement. 

Ensuite, les cellules commencent à réduire l’expression du récepteur de PDGF et à augmenter 

celle de la chaîne lourde de la myosine. Finalement, l’artériole distale est muscularisée par des 

CML matures et différenciées [46].  

Les lésions plexiformes apparaissent dans les stades tardifs de la maladie [47]. Au niveau 

morphologique, elles consistent en des amas de vaisseaux désorganisés constitués de cellules 

endothéliales, de CML, de myofibroblastes et de cellules inflammatoires, en particulier 

macrophagiques. Ces lésions vasculaires proliférantes sont issues d’une artère parentale et se 

développent avec prédilection dans des zones de turbulence (divisions artérielles). Des 

facteurs de croissance ont été impliqués dans leur constitution et certains ont suggéré qu’elles 

seraient dérivées d’une prolifération monoclonale des cellules endothéliales, reflétant une 

dysfonction de la prolifération endothéliale [48]. Alternativement, les lésions plexiformes 

pourraient représenter une réponse angiogénique à l’ischémie ou hypoxie locales [49].  
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Au cours de l’artériopathie pulmonaire thrombotique, les lésions prédominantes sont 

endothéliales, sous la forme d’une fibrose intimale [50], qui peut être laminaire concentrique, 

excentrique, ou concentrique non laminaire. L’épaississement intimal laminaire concentrique, 

aussi appelé néointima, peut être soit cellulaire soit fibrotique. Les cellules néointimales 

présentent des caractéristiques des fibroblastes, des myofibroblastes, et des CML. Cependant, 

ces caractéristiques morphologiques ne permettent pas de conclure sur leur dérivation car des 

travaux récents ont montré la capacité des cellules endothéliales et des fibroblastes à acquérir 

un phénotype musculaire lisse [51]. L’épaississement excentrique et concentrique 

nonlaminaire sont pour la plupart composés de fibroblastes et de tissu connectif de la matrice 

[52]. 

Les lésions thrombotiques in situ sont des thrombus parfois recanalisés, dont la formation 

est favorisée par l’altération du processus de coagulation dans l’HTAP, caractérisée par une 

augmentation de l’activité de la thrombine [53], des plaquettes [54] et de l’expression du 

facteur tissulaire [55]. 

Le remodelage de la matrice extracellulaire contribue au microenvironnement aberrant 

dans la paroi vasculaire pulmonaire dans l’HTAP via la création d’un environnement  

péricellulaire/extracellulaire favorisant la prolifération, la survie et la migration cellulaire. 

Notamment, un remodelage inapproprié de la matrice extracellulaire peut faciliter le 

remodelage vasculaire via la génération de fragments de ses composants connus pour moduler 

directement la prolifération, la migration, et l’activation de protéases, ainsi que par le 

relargage excessif de facteurs de croissance et d’autres molécules qui y sont normalement 

enchâssées [56]. Dans l’HTAP, plusieurs études montrent un déséquilibre entre les protéases 

et les inhibiteurs des protéases, qui pourrait contribuer au remodelage de la matrice 

extracellulaire [57].  
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Figure 6 : Représentation de l’anatomie pathologique de l’HTAP. 
(A) La vasoconstriction pulmonaire semble être un événement précoce dans la pathogenèse de l’HTAP. Cette 
vasoconstriction pulmonaire excessive a été liée à une dysfonction ou une expression anormale des canaux 
potassiques dans les CML, ainsi qu’à une production réduite de vasodilatateurs (oxyde nitrique et prostacycline) 
et une surproduction de vasoconstricteurs (endothéline-1) par les cellules endothéliales. (B) Les cytokines 
proinflammatoires, les chémokines, la sérotonine, l’angiopoïétine, les facteurs de croissance, les membres de la 
superfamille TGF (transforming growth factor)-β, mais aussi la protéolyse de la matrice extracellulaire ainsi que 
l’auto-immunité, stimulent la prolifération et la migration des CML, des cellules endothéliales, des fibroblastes 
et des péricytes, et, par conséquent, le remodelage vasculaire. (C) La prolifération et la résistance à l’apoptose 
des cellules endothéliales, causées par la production excessive de facteurs de croissances angiogéniques, ainsi 
que par des anomalies génétiques dans la signalisation TGF-β, peuvent favoriser une angiogénèse aberrante dans 
l’HTAP. (D) L’artériopathie thrombotique est une caractéristique pathophysiologique importante de l’HTAP, 
due à la dysfonction endothéliale. De [35]. 

Hyperprolifération et résistance à l’apoptose des CML 
 
Une des caractéristiques prédominantes du remodelage vasculaire observé dans l’HTAP est, 

comme cité ci-dessus, l’hypertrophie de la média. En conditions physiologiques, l’épaisseur 

de la média de l’artère pulmonaire est maintenue à un niveau optimal par un équilibre entre la 

prolifération et l’apoptose des CML. Si cet équilibre est altéré vers une augmentation de la 

prolifération ou une diminution de l’apoptose, la média devient plus épaisse, réduisant et 

finalement obstruant la lumière vasculaire pour ainsi conduire à une augmentation de la 

résistance vasculaire pulmonaire [58].  

L’ hyperprolifération et l’hypertrophie des CML ont été impliquées dans le développement 

de l’HTAP idiopathique [59]. Il a été proposé que la prolifération cellulaire et la 

vasoconstriction partagent une voie commune. En effet, l’augmentation de la prolifération 
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semble être reliée, elle aussi, à une homéostasie altérée de la concentration de Ca2+ 

cytosolique dans les CML [60].  

Il a été montré que la concentration de Ca2+ cytosolique au repos est significativement élevée 

dans les CML en prolifération comparée à celle des cellules quiescentes, supportant l’idée 

qu’une élévation du flux de Ca2+ dans le cytoplasme est requise non seulement pour la 

contraction des CML mais aussi pour la prolifération cellulaire [61, 62].  

En effet, une concentration de Ca2+ cytosolique élevée pousse les cellules quiescentes à 

rentrer dans le cycle cellulaire, où elles se divisent par mitose [63]. Au moins quatre étapes du 

cycle cellulaire sont sensibles à l’activation par le complexe Ca2+/calmoduline: (a) la 

transition de la phase G0 à la G1 (d’un état de repos au début de la synthèse d’ADN), (b) la 

transition de la phase G1 à la S (synthèse d’ADN), (c) la transition de la phase G2 à la M 

(mitose), et (d) la mitose en soi.  

Des concentrations élevées de Ca2+ cytosolique engendrent une augmentation rapide de la 

concentration de Ca2+ nucléaire [64], qui est un composant essentiel de la prolifération des 

CML. En effet, une augmentation de la concentration de Ca2+ cytosolique est impliquée dans 

la stimulation de l’expression de gènes importants pour la prolifération cellulaire, dont le 

promoteur contient des éléments sensibles au Ca2+ [63]. 

De plus, certaines protéines cytoplasmiques de transduction de signal impliquées dans la 

prolifération cellulaire sont aussi Ca2+-dépendantes. Par exemple, la MAP (mitogen-activated 

protein) kinase II, une enzyme participant à la cascade de phosphorylation qui mène à 

l’activation du facteur qui soutient la synthèse d’ADN, est activée par une élévation de la 

concentration de Ca2+ cytosolique [65].  

De façon intéressante, il a été démontré qu’une quantité suffisante de Ca2+ dans le réticulum 

sarcoplasmique, et non seulement dans le cytoplasme, est requise pour la prolifération des 

CML. En effet, le Ca2+ emmagasiné dans le réticulum sarcoplasmique joue un rôle important 

dans l’initiation de la synthèse de l’ADN et la prolifération cellulaire. La réduction des 

réserves de Ca2+ sensibles à l’inositol triphosphate avec les inhibiteurs des Ca2+-Mg2+ ATPase 

du réticulum sarcoplasmique provoque l’inhibition de la prolifération cellulaire, alors que sa 

restauration via les pompes SERCA permet la reprise de la phase S du cycle cellulaire [66].  

Enfin, des concentrations élevées de Ca2+ cytosolique dans les cellules endothéliales sont 

aussi responsables de l’hyperprolifération des CML, en augmentant l’activité de liaison d’AP-

1 (activating protein-1), une famille de facteurs de transcription [67] codés par des gènes 

sensibles au Ca2+. Une élévation prolongée de la concentration de Ca2+ cytosolique active en 

fait leur expression [68]. Les gènes cibles d’AP-1, tels que l’endothéline-1 et PDGF, sont 
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impliqués dans la régulation de la prolifération cellulaire, la migration, et l’apoptose, et 

notamment sont oncogènes [69]. Leur expression est augmentée dans l’HTP induite par 

l’hypoxie chronique [70], qui provoque l’augmentation de la concentration de Ca2+ 

cytosolique dans les cellules endothéliales via l’activation de l’expression de TRPC4 

(transient receptor potential-canonical), une sous-unité d’un canal cationique perméable au 

Ca2+ [12].  

La résistance à l’apoptose a été démontrée dans le développement et la conservation de 

l’HTP sévère [71], alors que l’induction de l’apoptose provoque la régression de 

l’hypertrophie de la paroi pulmonaire chez des modèles animaux d’HTAP [72]. 

La diminution du volume cellulaire est un phénomène précoce du processus apoptotique [73]. 

Une concentration élevée de K+ cytoplasmique est requise pour maintenir un volume 

cellulaire normal [73, 74]. Les canaux potassiques voltage-dépendants de la membrane 

plasmique, qui régulent le flux de K+ dans la cellule, jouent donc un rôle essentiel dans la 

régulation de l’apoptose. En effet, il a été démontré que leur activation induit ou accélère 

l’apoptose via la facilitation de la perte de K+ cytoplasmique, alors que leur inhibition permet 

une concentration de K+ cytosolique suffisamment élevée pour ralentir la diminution du 

volume cellulaire et inhiber l’apoptose [75, 76]. 

De plus, une concentration de K+ cytosolique élevée est nécessaire pour l’inhibition des 

caspases et nucléases, qui sont les médiateurs finaux de l’apoptose [75, 77, 78]. Une 

diminution de l’expression et de la fonction des canaux potassiques voltage-dépendants dans 

les CML, comme observé dans l’HTAP idiopathique, affaiblie l’apoptose inhibant la 

diminution du volume cellulaire et l’activité des caspases cytoplasmiques, ce qui amène à 

l’hypertrophie de la média [71].  

La protéine antiapoptotique B cell limphoma 2 (Bcl-2) inhibe les canaux potassiques 

dépendants du voltage [79] et augmente le survie cellulaire. Bcl-2 attenue l’apoptose aussi en 

inhibant la libération du cytochrome c de l’espace intermembranaire mitochondrial dans le 

cytosol [80], prévenant ainsi la formation de l’apoptosome et, donc, l’activation des caspases 

effectrices, processus qui seront décrits dans le chapitre II de l’introduction. De plus, il inhibe 

la chute du potentiel de la membrane mitochondriale qui précède l’apoptose en régulant le 

flux des protons dans les mitochondries [81]. La surexpression de Bcl-2 dans les CML 

diminue l’expression des sous-unités du canal potassique voltage-dépendant, réduisant ainsi la 

perte de K+ et, donc, l’apoptose [79, 82]. Dans les tissus pulmonaires des patients atteints 

d’HTAP idiopathique ou d’HTAP familiale l’expression de l’ARN messager (ARNm) de Bcl-

2 est activée [83]. De plus, l’apoptose médiée par les protéines BMP (bone morphogenetic 
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protein), qui diminuent l’expression de Bcl-2, est fortement inhibée dans les CML des 

patients HTAP idiopathique [71]. Etant donné que des mutations dans le gène du récepteur de 

BMP, BMPR2 (bone morphogenetic protein receptor 2) sont associées avec l’HTAP 

idiopathique et l’HTAP familiale [84], il paraît raisonnable de formuler l’hypothèse que la 

surexpression de Bcl-2 dans les CML des patients HTAP idiopathique peut être en partie due 

aux mutations du gène BMPR2 et/ou à la dysfonction de la signalisation contrôlée par BMP.  

4. Bases moléculaires de l’HTAP 
 
L'étiologie et la pathogenèse de l’HTAP sont très complexes. Son développement peut être 

déterminé par un fond génétique (mutations ou changements épigénétiques), par un large 

éventail de facteurs environnementaux (par exemple l’hypoxie, les agents anorexiques et les 

virus), et/ou par de mécanismes de déclenchement, comme l’inflammation, qui dans 

l’ensemble influencent différentes voies de signalisation. Pendant les 20 dernières années, un 

important investissement de la recherche fondamentale visant à mieux comprendre cette 

(encore) mystérieuse maladie mortelle a permis d’identifier de nombreuses voies de 

signalisation altérées chez les modèles expérimentaux et les patients et, par conséquent, une 

myriade de cibles thérapeutique potentielles a émergé [85].   

a) La prédisposition génétique  
 
Des études génétiques ont démontré qu’au moins 70% des patients avec l’HTAP familiale, et 

que 3,5 à 40% des patients atteints d’HTAP idiopathique, sont hétérozygotes pour une 

mutation du gène codant pour BMPR2, récepteur de type 2 de BMP [86]. BMPR2, membre 

de la superfamille des récepteurs aux facteurs de croissance TGF (transforming growth 

factor)-β, est exprimé de façon ubiquitaire et sa signalisation permet l’inhibition de la 

prolifération de CML-AP [87] et l’induction de la mort cellulaire des cellules endothéliales de 

l’artère pulmonaire [88]. Des études chez des modèles animaux et des patients HTAP ont en 

outre montré que l’HTAP d’étiologies diverses est associée à une diminution de l’expression 

de BMPR2 [86]. Cependant, seulement 20% des personnes qui portent une mutation 

hétérozygote de BMPR2 sont atteintes d’HTAP, ce qui suggère que, pour déclarer la maladie, 

plusieurs facteurs environnementaux ou génétiques sont requis.  

Plus rarement, des mutations des gènes de l’activin receptor-like kinase 1 ALK1 (récepteur 

dans la voie de signalisation TGF-β), de la cavéoline-1 (protéine membranaire d’assemblage 

qui interagit, entre autres, avec le récepteur 1 du TGF-β [89]) et de KCNK3 (protéine du canal 
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potassique qui intervient dans la vasoconstriction induite par l’endothéline [90]) sont 

impliquées dans le développement de la maladie.  

Pour finir, quelques cas d’HTAP associée à des mutations des gènes de l’endogline 

(glycoprotéine faisant partie du complexe du récepteur TGF-β) et Smad 1/5/8 (protéines 

intracellulaires permettant la transduction du signal des ligands TGF-β au noyau) ont été 

reportés [91].  

b) La prédisposition épigénétique 
 
Diverses études ont montré que, en plus de mutations de la lignée germinale, l’HTAP présente 

des changements épigénétiques. Par exemple, une surexpression spécifiquement pulmonaire 

de l’ADN méthyltransférase 3b a été observée, associée à une hyper méthylation inhibant la 

transcription du gène de la superoxyde dismutase (SOD2), responsable de la conversion de 

l’ion superoxyde (O2
−) mitochondrial en peroxyde d’hydrogène (H2O2), une entité chimique 

plus stable [92].  

Il a été montré que les tissus pulmonaires des patients HTAP présentent aussi une 

augmentation de l’expression des histones désacétylases. Elles sont peut être impliquées dans 

la signalisation inflammatoire, étant donné que leur inhibition conduit à une diminution de 

l’expression de l’interleukine 6, et PDGF-β [93]. 

Enfin, il a été décrit que le processus de production des micro-ARN est altéré dans l’HTAP 

[91] ; différents micro-ARN ont été démontrés comme étant impliqués dans l’HTAP 

expérimentale et clinique, certains étant augmentés ou encore d’autres diminués dans les 

tissus des patients au regard des tissus contrôles [85, 91].  

c) La voie de l’endothéline 
 
L’endothéline-1 est un peptide de 21 acides aminés produit par l’endothélium vasculaire (et, 

en petite partie, par les CML-AP et les fibroblastes pulmonaires) à partir d’un précurseur de 

39 acides amines, la proendothéline-1, via l’action d’une enzyme membranaire. 

L’endothéline-1 étant un puissant vasoconstricteur avec propriétés mitogéniques, elle a été 

indiquée comme un contributeur possible de l’augmentation du tonus de l’artère pulmonaire 

et de la prolifération des CML-AP observée chez les patients HTAP. 

En effet, il a été montré que l’HTAP présente une forte augmentation de l’expression de 

l’endothéline-1 dans le plasma des patients HTAP, et en particulier dans le plasma artériel 

systémique, suggérant une production de l’endothéline-1 au niveau des poumons [94]. Cette 
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hypothèse a été vérifiée et confirmée par Giaid et ses collaborateurs, qui ont démontré une 

augmentation de l’endothéline-1 dans les cellules endothéliales de l’artère pulmonaire [95] 

(figure 7). 

Comme déjà mentionné, les effets contractiles induits par l’endothéline-1 impliquent 

l’activation de récepteurs à la surface cellulaire couplés à des protéines G spécifiques. Il y a 

deux types de récepteurs de l’endothéline-1: ETA et ETB. Ces récepteurs sont tous deux 

présents à la membrane plasmique des CML vasculaires, alors que les cellules endothéliales 

présentent uniquement les récepteurs ETB. Les récepteurs exprimés au niveau des CML 

servent d’intermédiaires pour la vasoconstriction. Les récepteurs ETB localisés sur les  

cellules endothéliales, quant à aux, stimulent la libération d’oxyde nitrique et des 

prostacyclines, et participent à l’élimination de l’endothéline-1 circulante, même si cet effet 

n’a qu’un petit impact sur l’induction de la relaxation de la paroi vasculaire [96]. 

d) La voie de l’oxyde nitrique 
 
Si l’endothéline-1, qui est un vasoconstricteur, est augmenté chez les patients HTAP, l’oxyde 

nitrique, puissant vasodilatateur et suppresseur de la prolifération des CML, est au contraire 

diminué (figure 7). En effet, les cellules endothéliales de l’artère pulmonaire des patients 

HTAP présentent des quantités réduites d’oxyde nitrique, ce qui peut être expliqué par les 

hauts niveaux d’arginase, enzyme qui catalyse l’hydrolyse d’L-arginine en L-ornithine et 

urée, dans le sérum et les cellules endothéliales de l’artère pulmonaire des patients HTAP 

[97]. En fait, l’L-arginine est un substrat de l’eNOS (endothelial nitric oxide synthase), 

enzyme essentielle pour la production d’oxyde nitrique [98], dont l’activité et expression sont 

diminuées dans les cellules endothéliales de l’artère pulmonaire des patients HTAP [99]. 

Etant donné que l’oxyde nitrique est un activateur de la guanylate cyclase, il est naturel de 

supposer que sa diminution engendre une baisse de l’activation de cette enzyme. En effet, il a 

été démontré que l’activation de la guanylate cyclase inverse les changements 

hémodynamiques et structuraux dans des modèles animaux d’HTAP [100, 101]. De façon 

intéressante, dans l’HTAP idiopathique, de même que dans des modèles expérimentaux, la 

guanylate cylase est surexprimée par rapport aux sujets contrôles [102]. Cette augmentation 

pourrait refléter un mécanisme de compensation aux niveaux élevés des guanylate cyclases 

non-fonctionnelles.  

En conséquence de la diminution de l’activité de la guanylate cyclase, les niveaux de GMPc, 

produit de la réaction de cette enzyme, sont diminués. Le GMPc possède une activité 

antiproliférative et vasodilatatrice. Il active notamment les protéines kinases G qui, en 
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déclenchant une cascade de phosphorylation sur diverses protéines cibles, contrôlent 

l'ouverture des canaux potassiques voltage-dépendants avec l'efflux du K+ hors de la cellule, 

entraînant ainsi l'hyperpolarisation de la membrane cellulaire [103]. Par ailleurs, les protéines 

kinases G phosphorylent également certaines protéines, comme la phospholamban, qui sont 

impliquées dans les mouvements de recapture et/ou d'expulsion du Ca2+ entre les 

compartiments intracellulaires et le cytosol [104]. La voie finale commune de ces réactions de 

phosphorylation dépendantes des protéines kinases G est la diminution de la concentration de 

Ca2+ cytosolique qui constitue le phénomène intracellulaire indispensable à la vasodilatation 

et à la suppression de la prolifération.  

La concentration intracellulaire de GMPc dépend aussi d'une autre famille d'enzymes, celle 

des phosphodiestérases, dont l'isoforme 5 agit de façon spécifique sur le GMPc en le 

transformant en GMP [105]. Contrairement au GMPc, le GMP semble dépourvu d'effets sur 

les protéines contractiles de la cellule musculaire lisse [106]. De façon intéressante, il a été 

montré que la phosphodiestérase 5 est surexprimée dans l’HTAP [107].   

e) La voie de la prostacycline 
 
Un autre puissant vasodilatateur (qui de plus montre des propriétés anti-thrombotiques) est la 

prostacycline PGI2 (prostaglandine I2), qui est produite à partir de l’acide arachidonique dans 

les cellules endothéliales et agit sur les CML voisines et aussi sur les plaquettes et cellules 

circulantes. Les patients atteints d’HTAP idiopathique présentent un déséquilibre dans le 

métabolisme de l’acide arachidonique avec une augmentation du thromboxane A2 et une 

diminution de PGI2 [108] (figure 7). De plus, l’enzyme responsable de la synthèse de PGI2, 

la PGI2 synthase, est moins exprimée dans les artères pulmonaires des patients HTAP par 

rapport aux patients contrôles [109]. Les effets induits par PGI2 dépendent de sa liaison aux 

récepteurs situés à la surface cellulaire ou aux récepteurs PPAR (peroxisome proliferator-

activated receptors) nucléaires. Quand PGI2 se lie à ses récepteurs en surface, elle provoque 

l’activation des protéines G qui stimulent l’adénylate cyclase, qui à son tour détermine 

l’augmentation d’AMPc intracellulaire [110] et, donc, l’inhibition de la kinase de la chaîne 

légère de la myosine. Par conséquent, le niveau de phosphorylation des chaînes légères de la 

myosine diminue, ce qui entraine la relaxation des CML. Quand elle se lie aux récepteurs 

PPAR, PGI2 engendre l’activation de l’expression de plusieurs gènes ayant de fonctions 

antiprolifératives, antithrombotiques et anti inflammatoires [111–113]. 
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Figure 7 : Représentation schématique des voies de l’endothéline, de l’oxyde nitrique et de la 
prostacycline.  
L’ endothéline (ET-1) est obtenue suite à l’action de l’enzyme endothelin converting enzyme (ECE) sur son 
précurseur proET-1, produit par les cellules endothéliales (CE). L’endothéline-1, une fois libérée par les CE, lie 
ses récepteurs spécifiques ETA et ETB localisés au niveau de la membrane des cellules musculaires lisses (CML), 
déclenchant ainsi des voies menant à la vasoconstriction et à la prolifération cellulaire. L’oxyde nitrique (NO) 
est produit par l’enzyme endothelial NO synthase (eNOS), dont la L-arginine est un substrat. La L-arginine est 
convertie en urée et en L-ornithine par l’action de l’enzyme arginase. Le NO libéré par les CE engendre 
l’activation de la guanylate cyclase (GC) dans les CML, menant ainsi à une augmentation de la concentration de 
GMPc. Ce dernier active la protéine kinase G (PKG) qui, via la phosphorylation de plusieurs cibles, occasionne 
la vasodilatation et la diminution de la prolifération cellulaire. Le niveau de GMPc est diminué par l’action de la 
phosphodiestérase 5 (PDE5), qui le convertie en GMP, molécule n’ayant pas d’effet sur le tonus cellulaire. La 
prostacycline (PGI2) est produite par la PGI2 synthase dans les CE, à partir de l’acide arachidonique (AA). Une 
fois libérée, elle se lie à ses récepteurs spécifiques sur les CML, provoquant ainsi l’activation de l’adénylate 
cyclase (AC) et, donc, l’augmentation de l’AMPc. Ce dernier active la protéine kinase A (PKA) qui, comme la 
PKG, a des effets vasodilatateurs et antiprolifératifs. Les flèches rouges montrent les altérations observées chez 
les patients atteints d’HTAP. 

f) La voie de la sérotonine 
 
Des niveaux élevés de sérotonine et de son transporteur ont été impliqués dans la pathologie 

de l’HTAP expérimentale et clinique. Pour preuve, des souris déficientes pour le gène du 

récepteur de la sérotonine sont relativement protégées alors que des souris le surexprimant de 

façon ubiquitaire ou spécifiquement dans les CML développent une HTAP induite par 

hypoxie chronique plus sévère [114]. Des patients atteints d’HTAP idiopathique montrent un 

stockage altéré de la sérotonine par les plaquettes, entrainant une augmentation du taux de 

sérotonine dans le plasma [115]. 

La sérotonine se lie à son récepteur, déterminant la génération d’espèces réactives de 

l’oxygène, ce qui induit la phosphorylation de p42/44 ERK (extracellular signal-regulated 
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kinase) MAP Kinases [116]. Toutefois, la prolifération induite par la sérotonine nécessite 

aussi l’activation de la kinase ROCK (Rho-associated protein kinase) par les récepteurs 5-

HT1B/D
 [117]. Cela permet la translocation nucléaire d’ERK et l’activation de voies de 

transcription impliquées dans la favorisation de la prolifération [117, 118]. L’activation de 

ROCK favorise aussi la vasoconstriction pulmonaire hypoxique [119], ce qui explique les 

propriétés vasoconstrictrices de la sérotonine [120]. 

g) La voie de RhoA/Rho kinase (ROCK)  
 
Comme anticipé ci-dessus, la voie RhoA/ROCK joue un rôle important dans la 

vasoconstriction et le remodelage vasculaire, suite à son activation par différentes molécules 

en amont, telles que la sérotonine, le PDGF, l’endothéline-1 et l’angiotensine II [121]. RhoA 

est une petite protéine G qui est active dans sa conformation liant une molécule de GTP. Son 

activation détermine l’activation de ROCK, qui phosphoryle différents cibles, comme la 

phosphatase de la chaîne légère de la myosine et/ou la protéine inhibitrice de la phosphatase 

de la chaîne légère de la myosine, CPI-17 (C-kinase potentiated protein phosphatase-1 

inhibitor of 17 kDa) [122]. Dans les deux cas, l’effet est le même, à savoir l’inhibition de la 

phosphatase de la chaîne légère de la myosine ayant pour conséquence l’hyper 

phosphorylation de la chaine légère de la myosine et, donc, l’augmentation de la contraction. 

L’expression de ROCK et l’activité de RhoA sont doublées dans les poumons des patients 

HTAP par rapport aux poumons des patients contrôles [123]. De plus, des effets bénéfiques 

de l’inhibition de ROCK ont été observés dans différents modèles animaux d’HTAP [124–

128]. 

h) La voie du peptide intestinal vasoactif 
 
Le peptide intestinal vasoactif est un neuromédiateur ayant un important rôle vasodilatateur 

dans la circulation pulmonaire et inhibiteur de la prolifération des CML-AP. Les patients 

HTAP montrent une déficience de ce peptide dans les sérum et tissus pulmonaires, et 

l’inhalation du peptide a un effet thérapeutique bénéfique sur ces patients [129]. De plus, des 

souris males déficientes pour le gène du peptide intestinal vasoactif développent 

spontanément une HTAP modérément sévère, qui est atténuée par l’administration de ce 

peptide [130]. 

i) L’inflammation chronique et l’auto-immunité  
 



 40 

L’ inflammation  semble jouer un rôle important dans l’HTAP, comme indiqué par la  

prévalence relativement élevée d’HTAP dans des maladies du tissu conjonctif, comme par 

exemple la sclérose systémique, et dans des conditions inflammatoires comme l’infection du 

VIH [131]. 

Il a été montré que des cytokines et chémokines pro-inflammatoires, ainsi que des facteurs de 

croissance et des cellules inflammatoires, sont présents dans les infiltrats cellulaires 

inflammatoires retrouvés dans la plupart de formes d’HTAP, suggérant leur implication dans 

la pathogenèse de cette maladie [132, 133]. 

En particulier, une augmentation des concentrations des interleukines 1 et 6 a été observée 

dans le sérum et les tissus pulmonaires des patients atteints d’HTAP idiopathique et HTAP 

associée à la sclérose systémique [134]. De façon intéressante, des modèles animaux d’HTAP 

sont aussi associés à une surexpression de l’interleukine 6 [135, 136].  

Les chémokines semblent aussi participer au développement de l’HTAP : la fractalkine, par 

exemple, surexprimée par les cellules endothéliales et détectée à hauts niveaux dans le sérum 

des patients d’HTAP sévère [133], agit en tant que facteur de croissance pour les CML in 

vitro [137]. 

Plusieurs facteurs de croissance ont été impliqués dans la pathogenèse de l’HTAP, tels que 

PDGF et EGF (epidermal growth factor) [132]. PDGF est relargué par les CML vasculaires, 

les cellules endothéliales, et les macrophages [138], et est impliqué dans le remodelage 

vasculaire qui amène à l’HTAP, puisqu’il facilite la prolifération et la migration des CML et 

des fibroblastes [139]. La surexpression de PDGF et des ces récepteurs a été détectée chez des 

patients avec une HTAP sévère, principalement dans les cellules endothéliales et certaines 

cellules inflammatoires périvasculaires [140]. L’implication d’EGF dans la modulation de la 

prolifération cellulaire et le remodelage vasculaire a aussi été démontrée [141].  

Enfin, des infiltrats de cellules inflammatoires, composés de lymphocytes T et B, 

macrophages, mastocytes et cellules dendritiques sont présents autour des artères pulmonaires 

remodelées des patients atteints d’HTAP [142].  

Le lien entre auto-immunité et HTAP, soupçonné de longue date [143], a été renforcé 

récemment grâce à la détection d’auto-anticorps dans le sérum de patients atteints d’HTAP 

idiopathique ou HTAP associée à la sclérose systémique. Les auto-anticorps identifiés 

comprenaient les anticorps anti-cellules endothéliales [144, 145] et anti-fibroblastes [146]. 

Les anticorps anti-cellules endothéliales semblent pouvoir jouer un rôle dans la pathogenèse 

de l’HTAP, étant donné que ces anticorps, qui sont associés à une incidence majeure d’HTAP 

chez les patients atteints de sclérose systémique [147], activent les cellules endothéliales in 
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vitro, induisant l’expression de molécules d’adhésion [148] et l’apoptose des cellules 

endothéliales [149].  

l) Drogues et toxines 
 
Diverses substances ont été associées au développement de l’HTAP. L’aminorex et les 

dérivés de la fenfluramine, par exemple, ont donné lieu à des épidémies d’HTAP dans les 

années 70 et 90 respectivement, durant les périodes de commercialisation de ces anorexigènes 

[150, 151].   

Plus récemment, un ester du benzoate qui présente des caractéristiques structurales et 

pharmacologique similaires à celles de la fenfluramine, le benfluorex, a été associé au 

développement de l’HTAP [152].  

Aux substances anorexigènes s’ajoutent d’autres classes. Par exemple, le dasatinib, un 

inhibiteur des tyrosines kinases utilisé dans le traitement de patients atteints de leucémie 

myéloïde chronique, a été signalé pour sa capacité à augmenter le risque d’HTAP [153]. Les 

interférons de type 1, glycoprotéines de la famille de cytokines produites en présence d’une 

double hélice d’ADN étranger, ont aussi suscité de l’intérêt pour leur étroite association avec 

l’HTAP [153, 154].  

Enfin, l’abus de composés comme la cocaïne et l’amphétamine a aussi été associé à l’HTAP 

[155]. 

m) Genre et métabolisme des œstrogènes 
 
L’œstradiol 17β, qui est l’œstrogène circulant le plus abondant, augmente la prolifération de 

CML-AP, et une synthèse ou un métabolisme anormaux de cet œstrogène ont été associés au 

développement de l’HTAP [156–158]. Une expression réduite de BMPR2 à partir de l’allèle 

normal peut distinguer, entre les membres familiaux qui portent une mutation sur le gène de 

BMPR2, ceux qui sont atteints d’HTAP de ceux qui ne le sont pas [159], et cela semble être 

dépendant des œstrogènes [160].  

n) Métabolisme cellulaire 
 

Des études récentes ont montré que les cellules vasculaires pulmonaires dérivées de patients 

HTAP présentent, de façon similaire aux cellules cancéreuses, un remodelage métabolique, 

avec une sous-régulation de l’oxydation phosphorylante mitochondriale (qui sera décrite dans 

le deuxième chapitre de l’introduction) et une augmentation de la glycolyse même en 
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normoxie [23, 161–164], modulations métaboliques définies comme l’effet de Warburg. Les 

cellules vasculaires pulmonaires dérivant de patients HTAP, tout comme les cellules 

cancéreuses, sont caractérisées par une réduction de l’activité du complexe enzymatique 

mitochondrial pyruvate déshydrogénase [165, 166] et de la production d’H2O2 [92]. Dans les 

deux types cellulaires, ce remodelage métabolique, qui en conditions physiologiques a lieu en 

réponse à l’hypoxie permettant la vasoconstriction pulmonaire hypoxique [3], crée un 

environnement pseudohypoxique avec l’activation en normoxie de HIF-1α (hypoxia-inducible 

factor-1α) et, par conséquent, une prédominance de la glycolyse [176, 177]. En effet, ce 

facteur de transcription stabilisé en hypoxie active de nombreux gènes, tels que les enzymes 

glycolytiques, pour favoriser la survie dans des conditions où les niveaux d’O2 sont faibles. 

Ce remodelage métabolique inhibe l’expression des canaux potassiques dépendants du 

voltage KV1.5, menant à la dépolarisation de la membrane cellulaire et à l’augmentation des 

concentrations de K+ et  Ca2+
 cytosoliques [43]. Cela conduit les cellules vasculaires de 

patients HTAP et les cellules cancéreuses à  un phénotype hyperprolifératif et résistant à 

l’apoptose. 

 
Figure 8 : Schéma des voies de signalisation altérées dans l’HTAP. 
L’HTAP est une pathologie très complexe dont le développement peut être influencé par un large éventail de 
facteurs. Des altérations dans les voies de signalisation illustrées dans cette figure ont été mises en évidence dans 
cette maladie. Toutes participent à divers degrés au remodelage vasculaire qui est la signature de l’HTAP. 
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5. Traitements 
 
Avant le développement des récentes options thérapeutiques, l’HTAP idiopathique avait une 

évolution rapide et conduisait brièvement à l’insuffisance cardiaque droite et à la mort. Durant 

les dernières 20 années, de nouveaux traitements ont permit de prolonger la vie des patients 

atteints d’HTAP, ainsi que d’en améliorer la qualité. Cependant, aucun traitement est 

réellement capable de complètement soigner cette maladie [85, 169]. 

Les traitements actuellement disponibles peuvent être distingués selon qu’ils sont spécifiques 

et non spécifiques. Les traitements non spécifiques incluent les diurétiques, les 

anticoagulants oraux et les bloqueurs des canaux calciques. Les diurétiques réduisent les 

signes de la surcharge et améliorent la symptomatologie, les anticoagulants oraux (warfarine) 

permettent de diminuer la mortalité des patients souffrant d’HTAP, probablement en réduisant 

les phénomènes de thrombose in situ, et les bloquants des canaux calciques (diltiazem, 

nifédipine, amlodipine), pour leur part, aident à élargir ou à dilater les artères rétrécies des 

personnes atteintes d’HTAP de manière à faciliter la circulation du sang et à réduire l’effort 

fourni par le cœur [170]. 

Les traitements spécifiques ciblent la voie de l’endothéline, de l’oxyde nitrique, et des 

prostacyclines [169].  

Les traitements qui visent la voie de l’endothéline incluent le bosentan, l’ambrisentan et le 

macitentan qui sont tous des antagonistes du récepteur de l’endothéline. 

Parmi les traitements ciblant la voie de l’oxyde nitrique, le sildenafil, le tadalafil et le 

vardenafil, qui sont des inhibiteurs de la phosphodiestérase 5, ainsi que le riociguat, activateur 

de la guanylate cyclase, peuvent être cités. 

Les traitements ciblant la voie des prostacyclines comprennent l’époprosténol (une 

prostacycline injectée en continu par voie intraveineuse), le treprostinil, le beraprost et 

l’iloprost (des analogues des prostacyclines), et enfin le selexipag (un agoniste du récepteur 

de la prostacycline dont l’autorisation de la mise sur le marché est à l’étude). 

Si les médicaments ne permettent pas de contrôler l'HTAP, la chirurgie à cœur ouvert peut 

être une option. En atrioseptostomie, une ouverture est réalisée entre les chambres gauche et 

droite du cœur afin de diminuer les pressions droites pour améliorer le débit cardiaque [171]. 

Cependant, l’atrioseptostomie peut avoir des complications graves, y compris des troubles du 

rythme cardiaque (arythmies). Ensuite, la transplantation bipulmonaire ou cardio-pulmonaire 

représente l’ultime recours en cas d’HTAP sévère qui n’est pas améliorée par un traitement 

médicamenteux maximal [172]. 
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6. Modèles expérimentaux 

a) Modèles in vivo 
Les modèles animaux principalement utilisés pour l’étude de l’étiologie de l’HTAP sont les 

modèles d’hypoxie chronique et de lésion induite par la monocrotaline. 

L’ hypoxie chronique en condition normo- et hypobare est fréquemment utilisée pour induire 

l’HTAP chez plusieurs espèces animales ; les effets sont très reproductibles au sein d’une 

espèce, alors qu’il y a beaucoup de variabilité de réponse entre les différentes espèces. La 

réponse diffère aussi selon l’âge, les individus plus jeunes étant plus susceptibles au stimulus 

[173]. 

Les espèces les plus utilisées sont le rat et la souris ; de toute façon, chez tous les mammifères 

jusqu’à maintenant étudiés, l’hypoxie chronique provoque des changements très similaires 

dans la structure des vaisseaux. En effet, une muscularisation des petites artères non 

musculaires au niveau de la paroi alvéolaire apparait rapidement.  

Par la suite, un épaississement de la paroi des artères pulmonaires précapillaires est observé. 

Cela est dû à l’hyperprolifération des CML-AP et à leur hypertrophie. L’inflammation aussi 

joue un rôle important dans ce modèle : l’apparition de certains récepteurs chémokine-

chémokine précède celle de cellules inflammatoires, surtout mononucléaires. De plus, des 

infiltrats inflammatoires et la présence de cytokines et de molécules d’adhésion dans la paroi 

vasculaire sont observés. Les infiltrats cellulaires contiennent des précurseurs des cellules 

mésenchymateuses qui semblent jouer un rôle clé dans le remodelage, étant donné que leur 

élimination le prévient [174].  

De plus, un épaississement significatif et une fibrose des artères pulmonaires proximales ont 

été documentés, en plus de leur raidissement [175].  

Après deux semaines d’hypoxie chronique, les rats développent une légère HTAP avec un 

doublement de la pression artérielle pulmonaire ; même si une hypertrophie du ventricule 

droit est observée, une insuffisance cardiaque droite n’a pas été signalée [173].  

La lésion due à la monocrotaline est un autre modèle, très utilisé, pour induire l’HTAP chez 

l’animale. La monocrotaline est un alcaloïde pyrrolizidinique toxique présent dans la plante 

Crotolaria spectabilis. Cette substance doit être activée in vivo par différentes oxydases au 

niveau du foie pour former l’agent de réticulation monocrotaline pyrrole, qui cause la lésion 

vasculaire [173].  

Une injection unique de monocrotaline sous-cutanée ou intra péritonéale est suffisante pour 

induire la maladie, ce qui rend ce modèle très attractif pour sa simplicité. Cependant, la 
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réponse à la monocrotaline varie beaucoup selon les espèces, et même selon les individus, en 

raison de différences de métabolisme hépatique par le cytochrome P-450. Tout de même, 

l’espèce la plus utilisée pour ce type de modèle d’HTAP est le rat.  

Bien que le mécanisme exacte d’action de la monocrotaline soit inconnu, une partie de la 

communauté scientifique croit qu’elle détermine une lésion endothéliale, qui entraine 

progressivement un développement de la maladie vers une HTAP sévère et, finalement, létale 

[176]. 

Un autre modèle d’HTAP, très largement utilisé actuellement, est l’hypoxie chronique 

associée au Sugen 5416. Ce composé inhibe le récepteur du facteur de croissance de 

l’endothélium vasculaire, très important pour le maintien et la différenciation des cellules 

endothéliales. Le Sugen 5416 provoque une HTP modérée et un remodelage vasculaire 

pulmonaire chez des rats en normoxie, mais une HTP sévère, associée à une prolifération 

endothéliale dans les artères pulmonaires précapillaires chez des rats en hypoxie chronique 

[177]. Les animaux injectés avec Sugen 5416 présentent aussi une augmentation de la 

prolifération des CML [177], suggérant que cette dernière peut être régulée par les récepteurs 

du facteur de croissance de l’endothélium vasculaire des cellules endothéliales.  

L’hypoxie chronique associée au blocage du récepteur du facteur de croissance de 

l’endothélium vasculaire provoque une HTP sévère, qui persiste et progresse même après que 

les animaux ont été enlevés du stimulus hypoxique [177]. La persistance et la progression de 

la maladie pulmonaire vasculaire et l’insuffisance cardiaque droite associée à la mort de 

certains animaux seulement est similaire à la progression inexorable de l’HTP humaine.  

Au niveau moléculaire, l’injection de Sugen 5416 associée à l’hypoxie chronique pendant 2 

semaines induit une forte augmentation de l’expression des ARNm de molécules pro-survie, 

telles que Bcl-2 et Bcl-xL (B cell limphoma-extra large protein) [177].  

b) Modèles in vitro 
Les cultures cellulaires d'artère pulmonaire sont utiles aux études s’intéressant aux voies de 

signalisation, spécifiques ou croisées. Davantage de données expérimentales animales et 

humaines restent nécessaires afin de préciser les mécanismes moléculaires impliqués dans la 

pathogenèse de l’HTAP.  

Les CML-AP humaines peuvent être cultivées in vitro pour étudier les effets d'agents 

mitogènes et de thérapies à potentiel antiprolifératif [107, 178]. Notamment, les CML isolées 

à partir d'artère pulmonaire de patients HTAP présentent un phénotype prolifératif, avec des 

réponses anormales à différents agents, tels que les BMP et TGF-β [87, 179]. Eddahibi et ses 
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collaborateurs [180] ont montré que ce phénotype prolifératif des CML s'accentuait en 

présence de surnageant de culture de cellules endothéliales également isolées à partir d'artère 

pulmonaire de patients HTAP [180], et que les médiateurs de ce dialogue croisé sont le 

facteur de croissance angiopoїétine-1 du muscle lisse, et la sérotonine et l’endothéline-1 

endothéliales, libérées par l'action de l'angiopoїétine-1 sur son récepteur [180, 181]. Un 

phénotype prolifératif a été démontré aussi pour les fibroblastes adventitiels de l’artère 

pulmonaire de rongeurs hypoxiques. Ces fibroblastes prolifèrent davantage in vitro que des 

fibroblastes contrôles provenant d'artère pulmonaire d'animaux normoxiques, ou d'artères 

systémiques [182]. Cette observation paraît liée à une anomalie de la signalisation de la 

sérotonine [183]. 

Chapitre II : Les mitochondries 

A. La structure des mitochondries 
 

Selon l’hypothèse de l’endosymbiose, les mitochondries sont des organites dérivant d’une 

symbiose primitive d’eubactéries aérobies avec des eucaryotes primordiaux anaérobies ; cet 

événement coïncide probablement avec l’origine des cellules eucaryotes [184].  

Ainsi, les mitochondries possèdent leur propre système génétique, qui présente des 

caractéristiques généralement rencontrées chez les procaryotes, telles qu’un génome circulaire 

compact, des transcrits multigéniques ou encore une sensibilité de l’appareil traductionnel aux 

antibiotiques comparable à celle des bactéries.  

L’ADN mitochondrial ne porte que 37 gènes codant pour 13 protéines des complexes I, III, 

IV et V de la chaîne respiratoire, dont l’importance sera discutée ci-dessous, ainsi que 22 

ARN de transfert et 2 ARN ribosomiaux nécessaires pour la traduction de ces entités. En 

effet, la plupart des gènes des bactéries procaryotes originelles ont été transférés vers le 

génome nucléaire durant l’évolution [185, 186]. 

La théorie de l’endosymbiose repose également sur le fait que la mitochondrie possède une 

double membrane, qui définie deux compartiments distincts: l’espace intermembranaire et la 

matrice.  

La membrane mitochondriale externe sépare les mitochondries du cytoplasme, et la 

membrane mitochondriale interne délimite la matrice de l’espace intermembranaire. La 

membrane mitochondriale externe est relativement perméable, en raison de la présence de 

canaux anioniques dépendants de voltage, VDACs (Voltage-Gated Anion Channels), qui 

permettent le mouvement d’ions, de métabolites et de petites molécules entre le cytoplasme et 
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les mitochondries. La membrane mitochondriale interne est au contraire fortement 

imperméable et constitue ainsi un très bon isolant électrique. D’une surface bien plus 

importante que la membrane mitochondriale externe, elle présente de nombreuses 

invaginations, appelées crêtes, qui délimitent les jonctions des crêtes, un compartiment 

additionnel qui communique avec l’espace intermembranaire à travers des goulots 

d’étranglement (figure 9). 

  
Figure 9 : Représentation schématique de la compartimentation mitochondriale. 
La mitochondrie présente un système à double membrane qui définie deux compartiment bien distincts : l’espace 
intermembranaire et la matrice. La membrane mitochondriale externe sépare la mitochondrie du cytoplasme, 
alors que la membrane mitochondriale interne sépare l’espace intermembranaire de la matrice. La membrane 
mitochondriale interne, à la différence de la membrane mitochondriale externe, est hautement imperméable et 
présente de nombreuses invaginations, appelées crêtes, qui délimitent un troisième compartiment, les jonctions 
des crêtes, qui communique avec l’espace intermembranaire via des goulots d’étranglement. Adaptée de 
http://micro.magnet.fsu.edu/celluleules/mitochondria/mitochondria.html 
 

B. La physiologie mitochondriale  
 

Les mitochondries jouent un rôle critique dans la vie et la mort des cellules eucaryotes 

puisqu’elles sont entre autres directement impliquées dans la production d’énergie, dans 

l’équilibre réduction-oxydation, dans l’homéostasie de Ca2+, dans l’apoptose. 

1. Fonctions énergétiques des mitochondries 
 
En ce qui concerne la production d'ATP, les mitochondries utilisent principalement les deux 

sources de substrats que sont les carbohydrates et les acides gras. Les carbohydrates (glucose, 

glycogène ou lactate) sont transformés, dans le cytosol, en pyruvate qui peut être transporté à 

travers la membrane mitochondriale interne pour accéder à la matrice. Les acides gras 

cytosoliques, pour leur part, dérivent soit des acides gras circulants, soit des triglycérides. 

Pour être oxydés, les acides gras à longue chaîne (ayant un nombre de carbones supérieur à 

10) doivent préalablement être activés, c’est-à-dire qu’ils sont transformés en acyl-coenzyme 
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A (acyl-CoA). Ces substances formées au niveau de la membrane mitochondriale externe ne 

traversent pas directement la membrane mitochondriale interne. Pour ce faire, le groupe acyl 

est lié de façon transitoire à la L-carnitine par l’enzyme carnitine palmitoyltransférase 1, et 

l'acyl-carnitine, ainsi formé, est transporté à travers la membrane mitochondriale interne via la 

carnitine-acylcarnitine translocase. L'acyl-CoA est ensuite régénéré grâce à l’action de la 

carnitine palmitoyltransférase 2, puis libéré dans la matrice. Les acides gras à courte chaîne 

peuvent en revanche être directement transportés dans la matrice mitochondriale pour y être 

activés. Le pyruvate et les acyl-CoA ayant pénétré la matrice sont ensuite transformés en 

acétyl coenzyme A (acétyl-CoA), intermédiaire métabolique crucial, sous l’action d'enzymes 

matricielles. Le pyruvate est ainsi converti en acétyl-CoA par la pyruvate déshydrogénase, 

alors que les acyl-CoA mènent à la génération d’acétyl-CoA à travers une série de réactions 

nommée β oxydation des acides gras. Les groupements acétyl de l’acétyl-CoA sont alors 

oxydés dans la matrice via le cycle de l’acide citrique (appelé aussi cycle de Krebs), qui 

génère des électrons à haute énergie et convertie les atomes de carbone de l’acétyl-CoA en 

CO2, relargué ensuite par la cellule en tant que déchet métabolique. Ces électrons sont 

transférés à la chaîne respiratoire par les équivalents réduits que sont le nicotinamide adénine 

dinucléotide (NADH) et la flavine adénine dinucléotide (FADH2), qui sont respectivement 

oxydés en NAD+ et FAD (figure 10).  
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Figure 10 : Schéma des mécanismes mitochondriaux pour la production d’énergie. 
Le pyruvate et les acides gras entrent dans la mitochondrie, sont convertis en acétyl-CoA puis métabolisés par le 
cycle de l’acide citrique (cycle de Krebs), qui réduit le NAD+ en NADH (et le FAD en FADH2, non représentés 
sur la figure). Durant l’oxidation phosphorylante, les électrons à haute énergie sont transférés du NADH (et 
FADH2) à travers la chaîne respiratoire jusqu’à l’O2. Ce transport d’électrons forme un gradient de protons à 
travers la membrane mitochondriale interne, qui permet la production d’ATP par l’ATP synthase. 
De http://www.ju.edu.jo/sites/Academic/tamimi/Material/photo%20et%20res.pdf. 
 
Située au niveau de la membrane mitochondriale interne, la chaine respiratoire est constituée 

de 4 complexes (complexes I à IV). Le complexe I (NADH-ubiquinone oxydoréductase) 

catalyse le transfert de deux électrons du NADH au Coenzyme Q. Le Coenzyme Q peut aussi 

être réduit par le succinate à travers une réaction catalysée par le complexe II (succinate 

déshydrogénase). Le complexe III (ubiquinone-cytochrome réductase) permet le transfert des 

électrons du Coenzyme Q réduit au cytochrome c. Le complexe IV (cytochrome c oxydase) 

est enfin responsable de l’étape finale de la chaine de transport d’électrons qui consiste au 

transfert de 4 électrons du cytochrome c à l’O2, en le réduisant pour conduire à la production 

d’eau (H2O).  

Ce passage d’électrons du NADH et du FADH2 à l’O2 dégage de l’énergie qui est utilisée par 

les complexe I, III et IV pour pomper des protons à travers la membrane mitochondriale 

interne. Etant donné que cette dernière est hautement imperméable, un gradient de protons est 

établi. Ce dernier permet la synthèse d’ATP par un cinquième complexe, l’ATP synthase, 

également enchâssée dans la membrane mitochondriale interne : les protons circulent le long 

de leur gradient électrochimique à travers ce complexe, qui catalyse alors la synthèse d’ATP 
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énergie-dépendante à partir de l’adénosine di phosphate (ADP) et du phosphate inorganique 

(figure 11). 

Le gradient protonique généré à travers la membrane mitochondriale interne permet ainsi 

d’utiliser l’énergie des électrons du NADH (ou du FADH2) pour créer la liaison à haute-

énergie de phosphate de l’ATP. Ce mécanisme chimiosmotique de synthèse d’ATP, proposé 

par P. Mitchell en 1961 [187], est appelé oxydation phosphorylante, car il implique le 

couplage entre la consommation d’O2 et l’addition d’un groupement phosphate à l’ADP pour 

former l’ATP. 

 

 
Figure 11 : Représentation simplifiée de la chaîne respiratoire mitochondriale 
Les électrons dérivant du NADH et FADH2 sont transférés à travers les complexes de la chaîne respiratoire 
(complexes I-IV), pour réduire l’oxygène moléculaire en eau. L’énergie libérée par ce transfert est exploitée pour 
générer un gradient électrochimique de protons à travers la membrane mitochondriale interne. Les protons 
circulent le long de leur gradient électrochimique à travers le complexe V, qui catalyse alors la synthèse d’ATP à 
partir de l’adénosine di phosphate (ADP) et du phosphate inorganique (Pi). La composition en sous-unités de 
différents complexes est spécifiée dans les cadres situés dans la partie inférieure de la figure.  
De http://www.bioscience.org/2009/v14/af/3509/fulltext.asp?bframe=figures.htm&doi=yes 
 

L’autre processus cellulaire permettant la production d’ATP est la glycolyse qui, elle, a lieu 

dans le cytoplasme. Ce processus convertie le glucose en pyruvate via l’intervention 

successive de différentes enzymes. Ceci mène à la génération de 2 molécules d’ATP 

seulement par molécule de glucose ce qui paraît bien maigre au regard du rendement que les 

mitochondries affichent. Dans ces organites, le métabolisme du sucre est complet, et l’énergie 

dégagée est si efficacement exploitée qu’environ 30 molécules d’ATP sont produites pour 

chaque molécule de glucose oxydé.  
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La β oxydation des acides gras, qui se déroule dans la matrice mitochondriale, produit aussi 

une quantité importante de NADH et de FADH2, permettent la production de nombreuses 

molécules d’ATP via l’oxydation phosphorylante.  

2. L’équilibre d’oxydoréduction  
 
Le maintien à l’équilibre de la balance réduction-oxydation est une fonction mitochondriale 

très importante, étant donné qu’elle détermine la concentration cellulaire des espèces réactives 

de l’oxygène via la régulation de deux processus opposés, à savoir la production d’espèces 

réactives de l’oxygène et la défense antioxydante. Les mitochondries, avec le complexe 

enzymatique membranaire nicotinamide dinucléotide phosphate (NADPH) oxydase et de 

l’oxydoréductase xanthine oxydase, représentent la principale source d’espèces réactives de 

l’oxygène ; d’un autre côté, elles contiennent des enzymes antioxydantes qui protègent la 

mitochondrie contre une concentration trop élevée d’espèces réactives de l’oxygène, qui 

conduit à un stress oxydant. 

Dans les mitochondries, les espèces réactives de l’oxygène sont produites durant l’oxydation 

phosphorylante : quand les électrons passent à travers la chaîne respiratoire, ils peuvent 

réduire l’O2 prématurément et de façon incomplète pour former l’ion superoxyde O2
- au 

niveau de sites précis dans les complexes I, II, et III. Alors que les complexes I et II 

produisent O2
- seulement dans la matrice, le complexe III peut le libérer des deux côtés de la 

membrane mitochondriale interne. Puisque l’O2
- ne peut pas traverser librement les 

membranes, cette production dans l’espace intermembranaire facilite son accès au cytosol 

[188]. Cependant, il a récemment été démontré que l’O2
- peut passer dans le cytosol aussi en 

passant par VDAC [189]. 

Une fois formé, l’O2
- peut être réduit en H2O2 par l’action des superoxyde dismutases SOD 

présentes dans les mitochondries (SOD2) et également dans le cytosol (SOD1). L’H2O2 est 

une molécule plus stable et, par conséquent, moins réactive que l’O2
-; cependant, en présence 

de fer, elle peut être à l’origine de la production, via la réaction de Fenton, du radical 

hydroxyle (HO•), une espèce extrêmement réactive. Ainsi, une deuxième défense visant à 

empêcher une accumulation d’H2O2 est constituée des catalases, des glutathion peroxydases et 

des peroxyrédoxines, enzymes qui le réduisent en eau (H2O). Les catalases catalysent 

notamment la conversion d’H2O2 en O2 et H2O, alors que les glutathion peroxydases et les  

peroxyrédoxines permettent la réduction d’H2O2 pour générer deux molécules d’H2O, via 

l’oxydation de deux molécules de glutathion monomérique et de la peroxyrédoxine réduite, 
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respectivement. Les glutathion réductases complètent le cycle des glutathion peroxydases, 

catalysant la régénération de glutathion monomérique du glutathion disulfure  via l’oxydation 

de NADPH. Pour ce qui concerne les peroxyrédoxines, leur forme réduite est régénérée via 

l’oxydation de la thiorédoxine, qui a son tour est réduite via l’oxydation de NADPH par les 

thiorédoxine réductases (figure 12).  

 

  
Figure 12 : Les principales réactions qui mènent à la génération des espèces réactives de l’oxygène. 
Le dioxygène (O2) peut être prématurément réduit au niveau de la chaîne respiratoire, menant à la formation de 
l’ion superoxyde (O2

-), espèce très réactive. Les superoxyde dismutases (SOD) permettent sa conversion en 
peroxyde d’hydrogène (H2O2), espèce moins réactive ; néanmoins, en présence de fer (Fe2+), elle peut être à 
l’origine, via la réaction de Fenton, de la formation du radical hydroxyle (HO●) qui est extrêmement réactif 
Ainsi, les catalases (CAT) permettent la conversion d’H2O2 en eau (H2O) et en O2, et les glutathion peroxydases 
(GPx) et les peroxyrédoxines (Prx) le convertissent en deux molécules d’H2O via l’oxydation de deux molécules 
de glutathion monomérique (GSH) et de la Prx réduite (Prxréd), respectivement. Ensuite, la régénération de GSH 
à partir du glutathion disulfure (GSSH) est assurée par les glutathion réductases (GR), alors que la forme réduite 
de la Prx est obtenue suite à l’oxydation de la thiorédoxine réduite (Trxréd). Cette dernière est enfin régénérée 
grâce à l’action de la thiorédoxine réductase (TR).   
 

Historiquement, les espèces réactives de l’oxygène étaient considérées comme des déchets 

métaboliques menant à des modifications non-spécifiques délétères des lipides, des protéines, 

et des acides nucléiques. Des études plus récentes montrent, au contraire, que les espèces 

réactives de l’oxygène sont d’importants intermédiaires de voies de signalisation cellulaires. 

Selon la théorie de la signalisation cellulaire par la balance réduction-oxydation [190], des 

dommages non-spécifiques et irréversibles des composants cellulaires ne se vérifient que dans 

le cas de niveaux très élevés d’espèces réactives de l’oxygène dans la cellule. En revanche, de 

faibles quantités d’espèces réactives de l’oxygène mitochondriales activent de multiples voies 

impliquées dans la régulation de la prolifération et de la différenciation cellulaire, une 

augmentation dans la production d’espèces réactives de l’oxygène peut activer des 
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programmes adaptifs tels que la surexpression transcriptionelle de gènes antioxydants, et une 

augmentation encore plus importante peut déclencher la sénescence et l’apoptose.   

Il a été montré que les espèces réactives de l’oxygène régulent ces processus cellulaires à 

travers l’activation de cibles spécifiques, comprenant les tyrosine phosphatases, les tyrosine 

kinases, des facteurs de transcription, des canaux ioniques et des MAP (mitogen-activated 

protein) kinases [188, 190]. 

3. L’homéostasie du Ca2+  
 
En conditions physiologiques, les mitochondries participent à l’homéostasie calcique via 

l’activité de canaux et de transporteurs localisés dans la membrane mitochondriale interne et 

la membrane mitochondriale externe, de même que par leur interaction avec le réticulum 

sarco/endoplasmique (figure 13). Par exemple, dans les CML, l’ouverture des récepteurs de 

l’inositol triphosphate déclenchée par l’inositol triphosphate engendre la libération du Ca2+ 

contenu dans le réticulum sarco/endoplasmique ; le canal mitochondrial VDAC contrôle alors 

la diffusion de Ca2+ à travers la membrane mitochondriale externe et facilite son accumulation 

dans l’espace intermembranaire. Le Ca2+ peut ensuite être transporté dans la matrice via un 

uniport électrogénique (mitochondrial calcium uniporter, MCU), en suivant son gradient 

électrochimique stabilisé par l’action de la chaine respiratoire. Quand la concentration de Ca2+ 

cytosolique revient à des valeurs plus basses, le Ca2+ est expulsé des mitochondries via 

l’action d’échangeurs mitochondriaux et la SERCA2b permet sa réaccumulation dans le 

réticulum sarco/endoplasmique.  

Le pore de transition de perméabilité mitochondrial, qui est un megacanal perméable aux 

solutés d’une masse moléculaire inférieure à 1500 Da, joue différents rôles dans 

l’homéostasie du Ca2+, son ouverture brève permettant une sortie rapide de Ca2+ vers le 

cytosol, alors que son ouverture prolongée mène au processus de la mort cellulaire [191]. 
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Figure 13 : Rôle de la mitochondrie dans l’homéostasie du Ca2+ 
La signalisation mitochondriale du Ca2+ dépend des canaux et des transporteurs des membranes mitochondriales 
externe et interne et de l’interaction entre le réticulum sarco/endoplasmique et la mitochondrie. L’ouverture des 
récepteurs de l’inositol triphosphate (IP3R) cause la libération de Ca2+ par le réticulum sarco/endoplasmique 
(RS/RE). Le canal VDAC (voltage dependent anion channel) contrôle la diffusion de Ca2+ à travers la membrane 
mitochondriale externe, facilitant ainsi l’accumulation de Ca2+ dans l’espace intermembranaire mitochondriale. 
Ensuite, les mitochondries accumulent le Ca2+ dans la matrice via un uniport de Ca2+electrogénique (MCU), 
localisé dans la membrane mitochondriale interne, selon le gradient électrochimique généré par la chaîne 
respiratoire. Quand la cellule revient aux conditions physiologiques, les échangeurs Na+/Ca2+ et H+/Ca2+ 
permettent l’extrusion du Ca2+ de la cellule. Le Ca2+ est aussi réaccumulé dans le réticulum sarco/endoplasmique 
par l’ATPase SERCA (Ca2+-ATPase). L’ouverture du PTP (pore de transition de perméabilité) joue différents 
rôles : sa brève ouverture permet la libération rapide de Ca2+, alors que son ouverture prolongée cause la mort 
cellulaire. D’après [191]. 

4. L’apoptose 
 
L’apoptose, ou mort cellulaire programmée, est un processus hautement régulé qui permet 

l’élimination de cellules non désirées ou non-fonctionnelles. La mort par apoptose est 

caractérisée par un rétrécissement cellulaire, une fragmentation nucléaire, la condensation de 

la chromatine, et la fragmentation de l’ADN chromosomique. Les caspases jouent un rôle clé 

dans ce processus : il s’agit de cystéines protéases cellulaires, qui peuvent être soit initiatrices 

soit effectrices, selon leur point d’entrée dans la voie apoptotique. Les initiatrices, comme leur 

nom le suggère, sont les premières à être activées au cours du programme de mort cellulaire, 

de manière à activer les caspases effectrices, qui clivent un large éventail de substrats, menant 

ainsi au démantèlement de la cellule.  

L’équilibre entre les protéines pro-apoptotiques et anti-apoptotiques constitue également un 

facteur essentiel de la cascade apoptotique. BAX (Bcl2-associated X protein), BID (BH3 

interacting domain death agonist), et BAK (Bcl-2 antagonist killer) appartiennent à la 
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première classe,  Bcl-2 et Bcl-xL (B cell limphoma-extra large protein) quant à eux font 

partie de la deuxième. 

L’apoptose peut être déclenchée via une voie intrinsèque ou une voie extrinsèque. Les 

mitochondries sont essentielles dans la première voie, mais sont également impliquées dans la 

deuxième en amplifiant la signalisation apoptotique (figure 14). La voie intrinsèque est 

déclenchée par un stress cellulaire, comme un dommage à l’ADN (induit, par exemple, par la 

lumière ultraviolette ou la chimiothérapie) ou un choc thermique. Dès lors que le signal de 

stress est reçu, les protéines pro-apoptotiques cytosoliques, BAX et BID, se lient à la 

membrane mitochondriale externe et induisent alors une perméabilisation complète de cette 

dernière. Cet événement cause la libération du cytochrome c de l’espace intermembranaire 

dans le cytoplasme [192]. BAK, une autre protéine pro-apoptotique qui est localisée dans les 

mitochondries, est aussi requise pour permettre une libération complète du cytochrome c. 

Dans le cytosol, ce dernier forme un complexe avec l’ATP et la protéine adaptatrice Apaf-1 

(apoptotic peptidase activating factor 1), qui active la caspase-9, une protéine initiatrice. La 

caspase-9 agit avec le complexe constitué du cytochrome c, de l’ATP et d’Apaf-1 pour former 

un apoptosome, qui ensuite active la caspase-3, la protéine effectrice qui commence la 

dégradation. Lors de l’apoptose, la migration du cytochrome c de la mitochondrie vers le 

cytosol n’est pas un cas isolé ; d’autres protéines apoptogéniques sont libérées de l’espace 

intermembranaire, comme les protéines Smac (small mitochondria-derived activator of 

caspases)/DIABLO, qui inhibent les protéines inhibitrices de l’apoptose, favorisant ainsi la 

mort cellulaire.  

En ce qui concerne la voie extrinsèque, des signaux moléculaires, libérés par ou liés à 

d’autres cellules, se fixent à des récepteurs de mort transmembranaires exprimés par la cellule 

cible et induisent l’apoptose. Par exemple, la liaison du ligand FasL (Fetal alcohol syndrome 

ligand) aux récepteurs de mort Fas déclenche l’agrégation de plusieurs de ces récepteurs, 

menant au recrutement d’une protéine adaptatrice appelée FADD (Fas-associated death 

domain protein) du côté cytoplasmique des récepteurs [193, 194]. FADD, à son tour, recrute 

la caspase-8, une protéine initiatrice [195] qui, ainsi activée, peut donc activer directement la 

caspase-3 pour commencer la dégradation de la cellule; de plus, elle clive la protéine BID 

générant la forme tronquée tBID (truncated BID), qui agit comme un signal sur la membrane 

des mitochondries pour faciliter la libération du cytochrome c dans la voie intrinsèque [196]. 
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Figure 14 : Les voies de signalisation intrinsèque et extrinsèque de la mort cellulaire par apoptose. 
La voie intrinsèque de la mort cellulaire est activée par un stress tel que la lumière ultraviolette (UV) ou la 
chimiothérapie menant à l’activation des protéines cytosoliques pro-apoptotiques BAX et BID, qui se lient à la 
membrane mitochondriale externe induisant la libération du cytochrome c et de protéines apoptogéniques telles 
que les protéines Smac (small-mitochondria-derived activator of caspases)/DIABLO, qui inhibent les protéines 
inhibitrices de l’apoptose (IAP). Le cytochrome c libéré dans le cytosol forme un complexe, appelé apoptosome, 
avec Apaf-1, l’ATP (non illustré) et la caspase-9, une protéine initiatrice. Cette dernière, ainsi activée, active la 
caspase-3, qui commence le démantèlement de la cellule. Dans la voie extrinsèque, des ligands de mort tels que 
FASL se lient à leurs récepteurs spécifiques sur la membrane cellulaire, menant au recrutement de la protéine 
adaptatrice FADD (FAS-associated DEATH domain protein), qui à son tour recrute et active la caspase-8, une 
protéine initiatrice. La caspase-8 active alors la caspase-3 et clive la protéine BID. La forme tronquée de cette 
dernière facilite ensuite la libération du cytochrome c dans la voie intrinsèque. Adaptée de [197]. 

C. Le cycle de vie mitochondrial  
 

Pendant les années 80, les scientifiques ont réalisé que dans la cellule, les mitochondries ne 

sont pas ces petits organites ronds isolés qui sont récupérés après isolement à partir de tissu. 

Dans les cellules saines, elles constituent un réseau hautement dynamique, qui est remodelé 

en continu en réponse aux stimuli environnementaux, à l’état du développement, et à la 

demande énergétique des cellules [198].  

Les mitochondries s’engagent dans un cycle de vie qui commence avec la croissance et 

division d’organites préexistants, via un processus appelé la biogenèse mitochondriale, et 

termine avec l’élimination sélective d’organites non-fonctionnels ou non nécessaires via le 

processus autophagique sélectif nommé la mitophagie. Au cours de la vie de l’organite, la 

morphologie mitochondriale change fréquemment sous l’action de deux événements opposés : 

la fusion et la fission, constituant collectivement la dynamique mitochondriale. La présence 

de plusieurs mitochondries isolées ou d’un réseau réticulaire de mitochondries fusionnées est 

dictée par les conditions physiologiques cellulaires [199] (figure 15).  
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Figure 15: Représentation schématique du cycle de vie mitochondrial 
Les mitochondries sont générées au moyen d’un processus appelé biogenèse mitochondriale, consistant en la 
croissance et en la division de mitochondries préexistantes. Pendant leur vie, ces organites changent de forme en 
continu, sous l’action de deux événements opposés : la fusion, qui permet la formation d’un réseau bien connecté 
à partir d’organites séparés, et la fission, qui occasionne la séparation d’une mitochondrie en plusieurs organites 
dinsticts. La fission est essentielle pour isoler les mitochondries dysfonctionnelles, pour qu’elles soient 
sélectivement dégradées par mitophagie. Adaptée de [199]. 

1. La biogenèse mitochondriale 
Les mitochondries ne peuvent être formées de novo; elles prolifèrent par croissance et 

division de mitochondries préexistantes, processus appelé biogenèse mitochondriale. Ce 

mécanisme permet d’ajuster le nombre, la structure et les fonctions de ces organites aux 

demandes cellulaires, via la synthèse de nouveaux composants mitochondriaux.  

Les mitochondries se divisent pendant la mitose de manière à apporter un échantillon 

conséquent d’organites à chacune des cellules filles. Cependant, il a été montré que les 

mitochondries prolifèrent aussi dans des conditions qui ne sont pas corrélées au cycle 

cellulaire. Par exemple, la masse mitochondriale est augmentée dans le muscle squelettique 

adulte en réponse à l’exercice [200] ou à une stimulation électrique chronique [201], très 

probablement pour faciliter l’utilisation de l’O2, permettant une production d’énergie accrue 

dans des muscles se contractant plus et demandant donc plus d’énergie. En outre, il a été 

démontré que la biogenèse mitochondriale est aussi stimulée par d’autres voies, comme les 

espèces réactives de l’oxygène, l’oxyde nitrique, les flux de Ca2+, et l’hypoxie [202]. 

Dans un chapitre précédent, il a été mentionné que l’ADN mitochondrial ne comprend qu’une 

petite fraction des gènes nécessaires pour la fonction biologique et la structure de ces 

organites. Les mitochondries ne sont ainsi qu’en semi-autonomie sur le plan génétique 

puisqu’elles dépendent fortement de l’expression de gènes nucléaires pour accomplir leurs 

fonctions. L’architecture du réseau mitochondrial est donc dépendante d’un dialogue entre la 

mitochondrie et le noyau finement contrôlé afin de satisfaire les demandes énergétiques 

cellulaires [185, 186, 203, 204].  
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La génération de nouveaux composants mitochondriaux demande l’importation de protéines 

codées dans le noyau, l’incorporation de lipides synthétisés par la mitochondrie, 

l’amplification du génome mitochondrial, et la traduction de protéines codées par l’ADN 

mitochondrial. Ceci nécessite donc une coordination parfaite qui est notamment permise par 

l’action conjuguée de plusieurs facteurs de transcription.  Dans le noyau, les facteurs de 

transcription NRF-1 (nuclear respiratory factor 1) et GAPB (GA-binding protein), ainsi que 

ERRα (estrogen-related receptor α) activent les promoteurs des gènes codant pour des 

protéines mitochondriales.  

NRF-1 a été identifié comme étant le facteur de transcription capable de lier un site de 

reconnaissance palindromique situé dans la région de control du cytochrome c [205]. Des 

sites d’ancrage spécifiques de NRF-1 ont ensuite été identifiés dans les promoteurs de 

plusieurs gènes nucléaires requis pour la fonction métabolique mitochondriale [206, 207], 

comprenant la plupart des gènes codant les sous-unités des cinq complexes respiratoires 

[208]. NRF-1 lie ses sites de reconnaissance et fonctionne comme un régulateur positif de la 

transcription [209, 210], présentant un domaine d’activation transcriptionelle C-terminal 

[211]. Il semble coordonner l’expression des sous-unités respiratoires avec celle de la 

machinerie de transcription mitochondriale. En effet, il lie et active les promoteurs du facteur 

de transcription mitochondrial TFAM (mitochondrial transcription factor A) [212], ainsi que 

des deux gènes codant les isoformes de TFB (mitochondrial transcription factor B), TFB1 et 

TFB2 [213], dont les produits sont les régulateurs majeurs de la transcription mitochondriale. 

NRF-1 participe aussi à l’expression de deux enzymes clé dans la voie de biosynthèse de 

l’hème, un cofacteur essentiel pour la fonction des transporteurs d’électrons [264, 234], et 

d’une sous-unité clé du récepteur TOM (the outer membrane multisubunit receptor complex) 

[216], étant requise pour l’importation de milliers de protéines mitochondriales [217].  

De façon intéressante, un site de reconnaissance de NRF-1 a été identifié dans le promoteur 

du gène humain VHL (von Hippel–Lindau tumor suppressor) [218]. VHL est un régulateur 

négatif de HIF-1, un activateur transcriptionnel de plusieurs gènes notamment impliqués dans 

la voie glycolytique, tels que le transporteur de glucose (GLUT) et la pyruvate 

déshydrogénase kinase 1. Cette kinase inhibe la pyruvate déshydrogénase, responsable de la 

conversion du pyruvate en acétyl-CoA, causant ainsi une diminution de l’oxydation des 

carbohydrates. De plus, HIF-1 inhibe l’activité transcriptionelle de c-myc [219], qui est un 

régulateur positif des gènes mitochondriaux codés par l’ADN nucléaire [220]. Il est donc 

raisonnable de formuler l’hypothèse que NRF-1 pourrait induire le métabolisme oxydatif 

mitochondrial en partie via l’activation de l’expression de VHL (figure 16).  
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GABP, quant à lui, a été identifié sur la base de sa liaison spécifique au promoteur de la sous-

unité IV de la cytochrome c oxydase [186]. Le facteur GABP humain est constitué de cinq 

sous-unités, comprenant une sous-unité qui lie l’ADN (sous-unité α) et quatre autres sous-

unités (β1, β2, γ1, et γ2). Ces dernières forment des complexes avec l’ADN mais sans le lier 

directement, et présentent un domaine d’activation de la transcription similaire à celui de 

NRF-1 [211]. 

Comme observé pour la sous-unité IV de la cytochrome c oxydase, la transcription de la sous-

unité Vb est également activée par GABP, suggérant que GABP est un activateur général de 

l’expression des gènes codant pour les sous-unités de la cytochrome c oxydase [221]. En 

effet, plusieurs études montrent un rôle direct de GABP dans l’expression des 10 sous-unités 

de la cytochrome c oxydase codées par le noyau [222, 223].  

TFAM , dont la transcription, comme énoncé précédemment, est régulée par NRF-1, est le 

premier facteur de transcription des mitochondries de vertébrés à avoir été bien caractérisé 

[224]. Il est un régulateur clé de la transcription d’une part, mais aussi de la réplication de 

l’ADN mitochondrial in vivo, ce qui est essentiel pour la biogenèse mitochondriale et le 

développement embryonnaire [225]. Il lie son site de reconnaissance sur l’ADN 

mitochondrial pour favoriser la transcription bidirectionnelle en facilitant l’interaction 

symétrique avec d’autres composants transcriptionnels [226]. La fonction d’activation 

transcriptionelle de TFAM réside dans son domaine d’activation C-terminal, qui est 

nécessaire aussi pour son ancrage spécifique aux sites de reconnaissance sur le promoteur 

[227]. De façon intéressante, il a été montré qu’il lie également des sites de façon non-

spécifique, suggérant qu’il peut jouer un rôle dans la stabilisation et le maintien du génome 

mitochondrial [228]. Etant donné qu’il est responsable de la réplication de l’ADN 

mitochondrial, les niveaux de TFAM sont associés au nombre de copies du génome 

mitochondrial. En effet, des souris hétérozygotes pour TFAM montrent un nombre réduit de 

copies d’ADN mitochondrial et des déficiences de la chaîne respiratoire dans le cœur, tandis 

que l’oxydation phosphorylante est totalement abolie chez les souris totalement déficientes en 

TFAM [225].  

ERRα, pour sa part, appartient à une famille de récepteurs nucléaires orphelins, incluant 

ERRβ et ERRγ ; bien qu’il ressemble aux récepteurs aux estrogènes, il ne lie pas d’estrogènes 

ou d’autres ligands. Sa fonction consiste notamment en la régulation du métabolisme 

oxydatif : il est en effet fortement exprimé dans les tissus oxydatifs comme le rein, le cœur et 

la graisse brune. Ce facteur permet notamment la transcription de la déshydrogénase MCAD 

(medium-chain acyl-coenzyme A) qui est une enzyme clé de l’oxydation des acides gras [229]. 
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Les souris ayant un déficit d’expression de ERRα ont une masse grasse réduite et sont 

résistantes à l’obésité induite par le régime riche en graisse, suggérant des défauts dans le 

métabolisme des lipides [230]. PPARα (peroxisome proliferator-activated receptor α), un 

autre facteur de transcription activé par PGC-1α, permet aussi la régulation de l’oxydation des 

acides gras. En effet, il contrôle la transcription des transporteurs des acides gras et des 

enzymes catalysant leur oxydation [231].  

ERRα a aussi été impliqué dans l’induction de la biogenèse mitochondriale par PGC-1α : ce 

co-activateur transcriptionnel, qui sera décrit ci-dessous, cible ERRα conjointement avec 

GABP pour réguler des gènes respiratoires tels que le cytochrome c et la β-ATP synthase 

[232, 233].  

Au regard des connaissances qui ont été accumulées dans un premier temps, il est apparu 

qu’un nombre relativement faible de facteurs de transcription nucléaires contrôlent la 

coordination de l’expression de protéines nucléaires et mitochondriales ; ceci a soulevé la 

question de leur intégration dans le programme complexe de la biogenèse mitochondriale. La 

réponse a été amenée par la découverte de la famille de co-activateurs transcriptionnels PGC-

1 (peroxisome proliferator-activated receptor (PPAR)-γ-coactivator-1), qui comprend PGC-

1α, PGC-1β et PRC (PGC-1 related co-activator). PGC-1α est le premier membre de cette 

famille à avoir été découvert ; il a été identifié sur la base de son induction durant la 

thermogenèse adaptative dans le tissu adipeux brun et de son interaction avec PPARγ, qui est 

un important régulateur de la différenciation des adipocytes [234]. Il ne montre pas d’activité 

de modification d’histone lui même, mais il interagit, via un puissant domaine d’activation 

transcriptionelle N-terminal, avec des cofacteurs dotés d’une activité intrinsèque de 

remodelage de la chromatine [235]. Des motifs de signature de co-activateur des récepteurs 

aux hormones nucléaires adjacents au domaine d’activation sont essentiels pour la co-

activation via certains récepteurs nucléaires. Enfin, un couplage de la transcription au 

processus de maturation de l’ARN par PGC-1α se produit à travers des motifs de 

reconnaissance de l’ARN et un C-terminal riche en arginine/serine [236], qui ressemblent à 

ceux trouvés dans les facteurs d’épissage de l’ARN. En plus de PPARγ, PGC-1α lie un large 

éventail de facteurs de transcription et de récepteurs hormonaux nucléaires. Parmi ceux qui 

sont directement liés à la fonction respiratoire mitochondriale, PPARα, NRF-1 et ERRα 

peuvent notamment être cités. Liant ces facteurs de transcription nucléaires il peut trans-

activer leur gènes cibles qui sont impliqués dans la respiration mitochondriale, la transcription 

et réplication de l’ADN mitochondrial, l’oxydation des acides gras, et la machinerie 

d’importation et d’exportation des protéines mitochondriales [202] (figure 17). Il a été 
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démontré que l’expression de PGC-1α est activée en réponse aux demandes énergétiques 

cellulaires. Par exemple, une hausse prolongée de la concentration de Ca2+ cytosolique, 

provoquée par une augmentation de l’activité contractile, conduit à une augmentation du 

contenu mitochondrial dépendante de PGC-1α, permettant ainsi une meilleure réponse de la 

cellule au changement de conditions [237].  

Dans les cellules en culture, l’expression ectopique de PGC-1α augmente les niveaux 

protéiques de la sous-unité IV de la cytochrome c oxydase et du cytochrome c ainsi que le 

niveau d’ADN mitochondrial à l’équilibre [238]. Chez les souris, la surexpression 

cardiospécifique de PGC-1α résulte en l’augmentation massive du contenu en mitochondrie 

des cardiomyocytes, ceci menant à une cardiomyopathie dilatée [239].  

De façon surprenante, des souris présentant une délétion de PGC-1α dans la lignée germinale 

sont viables et affichent une masse et une morphologie mitochondriales normales dans le foie 

ou le gras brun [240, 241]. Cependant, en condition de stress physiologique, ces souris 

présentent des phénotypes plus sévères tels qu’une incapacité à maintenir leur température 

corporelle et une réduction de la production d’ATP dans le cœur [240–242]. D’autres souris, 

ayant quant à elles une délétion de PGC-1α spécifiquement dans le muscle squelettique, 

présentent plusieurs défauts musculaires tels qu’une tolérance réduite à l’effort et des 

anomalies dans le maintien de la composition des fibres musculaires [243]. L’ensemble des 

résultats mis en avant par ces différentes études doit être interprété en gardant à l’esprit qu’il 

ne peut être exclu que la déficience en PGC-1α pourrait être compensée par PGC-1β, une 

autre protéine de la même famille. 
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Figure 16 : Réseau dirigé par PGC-1α pour réguler les fonctions mitochondriales. 
Parmi les cibles du co-activateur transcriptionnel PGC-1α, les facteurs de transcription NRF-1 (nuclear 
respiratory factor 1)  et GABP (GA-binding protein), ERRα (estrogen related receptor α) et PPARα 
(peroxisome proliferator-activated receptor α) peuvent être cités. En activant les gènes contrôlés par NRF1, par 
GABP et par ERRα, PGC-1α active le processus de la biogenèse mitochondriale. En effet, NRF1 stimule 
l’expression de la plupart des sous-unités de la chaîne respiratoire et celle des facteurs de transcription 
mitochondriaux TFAM (mitochondrial transcription factor A), TFB1 et TFB2 (mitochondrial transcription 
factor B1 and 2). GABP active l’expression des sous-unités de la cytochrome oxydase et ERRα contrôle, 
conjointement avec GABP, l’expression de gènes respiratoires tels que le cytochrome c et la β-ATP synthase. La 
stimulation de l’activité transcriptionelle d’ERRα mène aussi à la régulation de l’oxydation des acides gras. En 
effet, ERRα contrôle l’expression de la déshydrogénase MCAD (medium-chain acyl-coenzyme A), enzyme clé 
de l’oxydation des acides gras. PGC-1α active cette voie métabolique aussi via la trans-activation de PPARα, 
régulateur de l’expression des gènes codant les protéines de transport des acides gras et les enzymes impliquées 
dans leur oxydation. Enfin, PGC-1α régule, de façon négative cette fois, une autre voie énergétique, la glycolyse, 
via l’activation de NRF1 qui contrôle l’expression de VHL (Von Hippen Lindau), régulateur négatif d’HIF-1α. 
Ce facteur de transcription, responsable de l’activation des gènes glycolytiques pour la survie de la cellule en 
présence de faibles concentrations d’O2, est donc inhibé suite à l’activation PGC-1α-dépendante de NRF1. 
 
PGC-1β partage une similarité de séquence avec PGC-1α sur toute sa longueur. Il présente en 

effet un domaine d’activation N-terminal, des signatures de co-activateur des récepteurs aux 

hormones nucléaires, et un motif C-terminal de reconnaissance de l’ARN [244, 245]. 

Cependant, il ne présente pas le domaine riche en arginine/serine associé à l’épissage de 

l’ARN. L'expression en ARNm de PGC-1β est calquée sur celle de PGC-1α avec des niveaux 

plus élevés dans le tissu adipeux brun, le cœur et le muscle squelettique, tissus caractérisés par 

un haut contenu en mitochondries et un métabolisme oxydatif. De même que PGC-1α, PGC-

1β lie aussi NRF-1 et GABP et est un puissant co-activateur des gènes cibles de NRF-1 

menant à une augmentation de l’expression des gènes mitochondriaux [202].  

Néanmoins, PGC-1α et -β présentent de différences : PGC-1β n’est pas induit dans le tissu 

adipeux brun après exposition au froid, et il induit faiblement l’expression des gènes 

gluconéogéniques dans les hépatocytes et foie [246]. Il est donc reconnu que PGC-1β 

participe au maintien de la fonction mitochondriale en condition basale, alors que PGC-1α 
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agit en augmentant la masse mitochondriale, permettant ainsi l’adaptation du tissu à une 

demande énergétique élevée.  

Deux lignées de souris invalidées pour le gène de PGC-1β [247, 248] et une lignée 

homozygote d’une variante hypomorphe qui maintient en partie la capacité de trans-activation 

via ERRα [249], ont été générées de façon indépendante. Dans les trois cas, les souris sont 

viables et fertiles [247, 249]. Néanmoins, toutes ces souris présentent des dysfonctions 

mitochondriales et notamment lorsqu’elles sont sujettes à un stress. En effet, les ARNm 

codant plusieurs protéines respiratoires sont sous-exprimés et les animaux présentent des 

problèmes de thermorégulation. De façon intéressante, le contenu mitochondrial est réduit 

dans le muscle squelettique oxydatif et dans le cœur, et cela est associé à de modestes 

réductions de l’expression des gènes respiratoires. Cependant, les mitochondries montrent une 

structure interne normale et la fonction respiratoire des mitochondries isolées est impossible à 

distinguer entre les souris sauvages et les souris invalidées pour PGC-1β [247–249].  

Une redondance fonctionnelle partielle entre PGC-1α et β a été récemment révélée via la 

construction et l’analyse de souris ayant un déficit d’expression pour les deux co-activateurs 

[250]. Malgré que ces souris soient viables à la naissance, la majorité meurt d’insuffisance 

cardiaque dans les 24 heures suivant la naissance et aucune souris ne survit au-delà de 

14 jours. Contrairement aux souris déficientes pour un seul co-activateur, la densité 

mitochondriale dans le tissu adipeux brun des ces souris est fortement réduite, et les 

mitochondries présentent une diminution de la densité des crêtes coïncidant avec une 

expression réduite de plusieurs gènes respiratoires. Chez ces souris déficientes en PGC-1α et 

β, l’insuffisance cardiaque est en outre accompagnée d’anomalies mitochondriales dans le 

cœur, caractérisées par une réduction du nombre et de la taille des mitochondries, ainsi que 

par la présence de vacuoles internes associées à une diminution du nombre de crêtes [251]. 

L’expression de gènes impliqués dans l’oxydation des acides gras et l’oxydation 

phosphorylante, tels que des gènes cibles d’ERRα et d’ERRγ, sont également diminuée chez 

ces animaux [250].  

PRC est une autre protéine qui partage de nombreuses caractéristiques avec PGC-1α et –β. Il 

lie NRF-1, trans-activant ainsi ses gènes cibles, il présente un domaine d’activation N-

terminal qui est fortement similaire à celui de PGC-1α et il est requis pour la trans-activation 

dépendante de NRF-1. Pourtant, à la différence de PGC-1α et –β, l’expression de PRC n’est 

pas particulièrement élevée dans des tissus hautement oxydatifs riches en mitochondries, et 

n’est pas induite après exposition au froid [252]. PRC est plus exprimé dans les cellules en 

prolifération que dans les cellules quiescentes [251, 252], et est rapidement induit après un 
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traitement avec du sérum et ce en absence de synthèse protéique de novo, suggérant une 

induction à partir de facteurs préexistants [251]. De façon importante, l’induction de PRC 

avec du sérum est accompagnée d’un profil d’expression génique qui est qualitativement 

similaire à celui observé après induction de PGC-1α [253], a savoir une augmentation de 

l’expression de l’ARNm de TFAM et des sous-unités respiratoires codées par l’ADN 

nucléaire et l’ADN mitochondrial [202].  

 

 
Figure 17 : Mécanisme schématisé de la biogenèse mitochondriale. 
La biogenèse mitochondriale commence avec l’activation de NRFs et ERRα induite par PGC-1α, déterminant 
ainsi la transcription des gènes nucléaires codant les protéines mitochondriales telles que des sous-unités des 
complexes de la chaîne respiratoire et le facteur de transcription mitochondrial TFAM. Ce dernier, tout comme 
les autres protéines mitochondriales codées par le noyau, est importé dans la mitochondrie grâce à la machinerie 
de transport des membranes externe et interne (TOM et TIM, respectivement). TFAM permet alors la 
transcription et la réplication du génome mitochondrial. De nouveaux organites sont formés après division de 
mitochondries préexistants, via l’action de protéines comme dynamin-related protein 1 (DRP1), mitochondrial 
fission protein 1 (FIS1), mitochondrial fission factor (Mff) et mitochondrial dynamics proteins of 49 and 51 KDa 
(MiD49 et MiD51). Une organisation correcte du réseau mitochondrial est assurée par la coordination de ces 
événements de fission avec ceux de la fusion, faisant intervenir optic atrophy 1 protein (OPA1) et les 
mitofusines (MFNs). Adapté de [231]. 
 

2.  La dynamique mitochondriale: fission et fusion  
 

Il a précédemment été mentionné que, durant leur vie, les mitochondries sont sujettes à de 

fréquents changements de morphologie via l’action opposée des deux événements que sont la 

fusion et la fission, conjointement désignés sous le terme générique de « dynamique 

mitochondriale ». La fission correspond à la division d’une mitochondrie en deux. Sachant 

que les mitochondries ne peuvent pas être crées de novo, ce processus est indispensable pour 
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assurer la transmission d’un  nombre de mitochondries suffisant à chacune des cellules filles 

lors de la mitose. Elle est aussi fondamentale pour éliminer les mitochondries vieillissantes 

et/ou endommagées de la cellule par la mitophagie, permettant ainsi le renouvèlement 

mitochondrial [199].  

Les protéines responsables de la fission comprennent Dynamin related protein 1 (DRP1), 

mitochondrial Fission protein 1 (FIS1), mitochondrial fission factor (MFF) et mitochondrial 

dynamics proteins of 49 and 51 KDa (MiD49 et MiD51).  

DRP1 appartient à la famille des dynamines GTPasiques. A différence de la dynamine-1, 

DRP1 ne présente pas de domaine pour la liaison à la membrane, exigeant ainsi de récepteurs 

membranaires pour être recrutée à la membrane mitochondriale externe, où elle accomplie ses 

fonctions [254]. Après son recrutement, DRP1 se rassemble en complexes multimériques 

annulaires au niveau de sites de scission sur la surface externe des mitochondries ; ces 

anneaux ainsi formés se resserrent suite à l’hydrolyse du GTP pour permettre la scission de la 

double membrane (figure 18). Puis, DRP1 est à nouveau libéré dans le cytosol [255].  

Une des protéines proposée pour le recrutement de DRP1 est FIS1, qui est uniformément 

localisée sur la membrane mitochondriale externe ancrée par un unique domaine 

transmembranaire C-terminal [254]. En prenant en considération le fait que DRP1 peut encore 

être recrutée à la membrane mitochondriale externe après la sous-expression de FIS1, il a été 

suggéré que d’autres protéines contribuent probablement à l’assemblage de DRP1 au niveau 

des mitochondries. MFF  et MiD49 et MiD51 sont des candidats qui ont été proposés pour 

accomplir cette fonction. La surexpression de ces protéines entraîne en effet la translocation 

de la fraction cytosolique de DRP1 à la membrane mitochondriale externe ; à l’inverse, la 

sous-expression de MFF cause une élongation mitochondriale et une réduction de DRP1 à la  

surface mitochondriale [255].  

Différentes modifications post-traductionnelles de DRP1, telles que la phosphorylation, la S-

nitrosylation, l’ubiquitination, et la sumoylation, ont été proposées pour réguler ce processus 

complexe. Durant la mitose, DRP1 est activé par la phosphorylation par le complexe constitué 

de la kinase 1 dépendante de la cycline (CDK1) et la cycline B ; ceci mène alors à la 

fragmentation mitochondriale [256]. Au contraire, la phosphorylation de la Ser637 par la 

protéine kinase A engendre l’inhibition de l’activité GTPasique de DRP1, et par conséquent 

une diminution de la  fission mitochondriale [257]. Au contraire, la phosphatase calcineurine 

déphosphoryle DRP1 sur la Ser637 en réponse à une augmentation chronique de la 

concentration de Ca2+ cytosolique, favorisant ainsi son recrutement sur les mitochondries et, 
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par conséquent, une fragmentation généralisée qui peut être associée à la fission 

mitochondriale apoptotique [258].   

Il a été montré que la S-nitrosylation de DRP1 par l’oxyde nitrique induit la dimérisation de 

DRP1, stimulant ainsi l’activité GTPasique de DRP1 et par conséquent la fission 

mitochondriale [259]. D’un autre coté, l’ubiquitine ligase de la membrane mitochondriale 

externe s’associe avec DRP1 et l’ubiquitinyle, l’orientant ainsi vers sa dégradation par le 

protéasome. Enfin, la sumoylation régule positivement la fission en protégeant DRP1 de la 

dégradation [255]. 

 

 
Figure 18: Représentation schématisée de la fission mitochondriale. 
La fission nécessite le recrutement de la GTPase cytosolique DRP1 (dynamin-related protein 1) à la membrane 
mitochondriale externe. L’assemblage de DRP1 à la surface mitochondriale engendre la constriction de la 
mitochondrie, qui a pour conséquence la division de l’organite en deux entités distinctes. Chez les 
mammifères, il existe quatre récepteurs de DRP1, à savoir FIS1 (mitochondrial fission 1), MFF (mitochondrial 
fission factor), MID49 et MID51 (Mitochondrial dynamics protein of 49 kDa and 51 kDa), qui sont tous 
localisés au niveau de la membrane mitochondriale externe. MFF, MID49 et MID51 ont un rôle essentiel dans la 
fission ; quant à FIS1, il ne semble jouer qu’un rôle marginal. Adapté de [260]. 
 
La fusion est un processus complexe qui implique la fusion des deux membranes lipidiques : 

la membrane mitochondriale interne et la membrane mitochondriale externe. Les protéines 

responsables de ce mécanisme sont les Mitofusines (MFNs) [261], et OPA1 (optic atrophy 1 

protein) [262].  

Il a été démontré que la fusion est un processus essentiel chez les mammifères. Les souris 

présentant un déficit d’expression de MFN1 ou de MFN2 meurent in utero [263]. En effet, les 

événement de fusion sont nécessaires à une fonction respiratoire normale dans les cellules, et 

sont un processus de base permettant l’inter-complémentation de l’ADN mitochondrial [264]. 

Les MFNs sont de grosses GTPases conservées, localisées sur la membrane mitochondriale 

externe. Chez les mammifères, il y a deux homologues étroitement apparentés, MFN1 et 

MFN2. La génération de souris ayant des mutations punctiformes a montré leur rôle 

fondamental dans la fusion mitochondriale. Des fibroblastes embryonnaires déficients en 

MFN1 ou MFN2 présentent des niveaux réduits de fusion mitochondriale, menant à une perte 

complète des tubules mitochondriaux [263]. 
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La MFN1, ancrée dans la membrane mitochondriale externe, présente un domaine en 

superhélice au niveau de la partie C-terminale, qui est impliqué dans la liaison de deux 

mitochondries adjacentes à travers une structure dimérique [265] homotypique (MFN1-

MFN1) ou hétérotypique (MFN1-MFN2) [263, 265]. Ce domaine semble être important pour 

les événements de fusion : des mutations ont été signalées comme étant responsables de la 

perte de la capacité d’ancrage de la membrane [265], empêchant l’agrégation périnucléaire 

mitochondriale qui est observée suite à la surexpression de MFN1 [266]. La fusion 

mitochondriale dépend aussi de l’activité GTPase. En effet, des mutations dans le domaine 

GTPasique altèrent la capacité des mitochondries de s’allonger ou de fusionner [263, 266].   

La MFN2,  ancrée elle aussi dans la membrane mitochondriale externe, présente les mêmes 

domaines fonctionnels que MFN1. Les parties N- et C-terminales peuvent interagir, suggérant 

la formation de cis-oligomères de MFN2 [267]. Les homologues de MFNs ont une activité 

biochimique très similaire. En effet, MFN1 et MFN2 peuvent se remplacer fonctionnellement 

: des cellules déficientes en MFN1 peuvent être « sauvées » par la surexpression de MFN2, et 

vice versa. Cependant, dans des fibroblastes en culture, il a été montré que MFN1 joue un rôle 

plus actif. MFN2 présente une activité GTPase plus faible et a une plus grande affinité pour le 

GTP, comparé à MFN1. De plus, il a été montré que la fonction d’OPA1 dépend de MFN1 

mais pas de MFN2 [254]. 

OPA1 est une GTPase de la famille des dynamines localisée dans l’espace intermembranaire 

et associée avec la membrane mitochondriale interne. Comme les MFNs, OPA1 est 

indispensable à la fusion mitochondriale. Sa sous expression cause la fragmentation 

mitochondriale, en raison d’une incapacité des mitochondries à fusionner, et entraîne 

d’importantes aberrations structurales des crêtes. Le contrôle de la morphologie des crêtes 

mitochondriales semble être une caractéristique spécifique d’OPA1, étant donné que le déficit  

de MFN1 et/ou de MFN2 n’affecte pas leur géométrie [267]. 

La biogenèse d’OPA1 est régulée au niveau transcriptionnel et post traductionnel. L’épissage 

alternatif de pre-ARNm d’Opa1 conduit à la génération de huit isoformes exprimées de façon 

tissu-dépendante [268] et pouvant moduler différentes fonctions d’OPA1 [269]. La présence 

des deux sites de clivage protéolytique introduit un autre niveau de complexité [270]. La 

protéolyse au niveau de ces sites occasionne la perte du domaine transmembranaire d’OPA1 

et mène à la formation de formes courtes d’OPA1 (short OPA1, S-OPA1). A l’état basal, 

OPA1 mature subit cette proteolyse, conduisant à l’accumulation de formes longues, non-

clivées d’OPA1 (long OPA1, L-OPA1) et de S-OPA1. La fusion mitochondriale dépend de la 

présence de L- et S-OPA1 [271], qui se rassemblent en complexes oligomériques qui 
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maintiennent la structure des crêtes [272, 273]. De nombreuses conditions de stress, telle que 

la stimulation apoptotique, détruisent ces complexes et induisent la conversion complète de L-

OPA1 en S-OPA1, inhibant ainsi la fusion mitochondriale [270, 271, 274]. Les événements de 

fission fragmentent alors le réseau mitochondrial, permettant la suppression sélective de 

mitochondries endommagées par mitophagie ou la progression de l’apoptose [275]. La 

protéolyse d’OPA1 est donc cruciale pour garantir l’intégrité et le contrôle de qualité 

mitochondriales. 

Tout comme la fission, la fusion consiste en un processus à plusieurs étapes, qui est dependent 

du potentiel de la membrane mitochondriale et du GTP. Ce mécanisme commence avec la 

liaison des membranes externes de deux mitochondries voisines par la dimérisation de 

MFN1/2. Ceci est ensuite suivi par une étape d’amarrage de deux membranes de façon GTP-

dépendante avant que la fusion ne soit finalisée (figure 19). 

Les fusions de la membrane mitochondriale externe et de la membrane mitochondriale interne 

constituent deux étapes distinctes. Toutefois, la détection des MFNs et OPA1 au sein d’un 

même complexe protéique a suggéré une coordination et une co-régulation de ces deux étapes 

qui permettrait de maintenir la compartimentalisation mitochondriale [199, 254]. 

 
Figure 19 : Représentation schématisée de la fusion mitochondriale. 
La fusion mitochondriale prévoit la fusion des membranes mitochondriales externes de deux mitochondries, 
suivie par la fusion des membranes mitochondriales internes. La fusion des membranes mitochondriales externes 
est régulée par les Mitofusines 1 (MFN1) et 2 (MFN2), deux GTPases de la famille des dynamines localisées au 
niveau de l’OMM. La fusion des membranes mitochondriales internes, pour sa part, est contrôlée par une autre 
GTPase de la famille des dynamines, OPA1 (optic atrophy 1 protein). Cette dernière existe sous deux formes: 
une forme longue, qui est fortement associée à la membrane mitochondriale interne, et une forme courte (non 
illustrée), qui est dirigée à l’espace intermembranaire. Adaptée de [260]. 

3. La mitophagie 
 
Les mitochondries nécessitent un mécanisme du contrôle permettant d’en assurer la qualité et 

la quantité optimale pour satisfaire les besoins de la cellule qui varient en fonction des 

changements bioénergétiques and environnementaux [276, 277]. 

Ce mécanisme est la balance entre la biogenèse mitochondriale et la mitophagie (ou 

autophagie mitochondriale), qui définie la dégradation sélective des mitochondries 

dysfonctionnelles par les lysosomes [278].  
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Des travaux récents sur deux gènes mutés dans la maladie familiale de Parkinson, PINK1 

(PTEN-induced putative kinase 1) et Parkin, ont contribué à étayer un mécanisme moléculaire 

de ce processus (figure 20). L’expression de la kinase PINK1 est réprimée de manière 

constitutive dans les mitochondries saines via son importation dans la membrane 

mitochondriale interne et sa dégradation. Quand une mitochondrie est dépolarisée, 

l’importation des protéines dans la membrane mitochondriale interne devient alors 

impossible. PINK1 s’accumule ainsi à  la membrane mitochondriale externe des 

mitochondries endommagées, et recrute alors l’E3 ligase Parkin cytosolique via son activité 

de kinase. Ainsi, Parkin ubiquitinyle les protéines de la membrane mitochondriale externe qui 

constitueront alors un signal pour orienter ces mitochondries coiffées de chaînes de 

polyubiquitine vers l’élimination autophagique [279]. 

La mitophagie semble être intimement liée à la fission et à la fusion mitochondriales. En effet, 

une étude de la dynamique mitochondriale dans des fibroblastes a montré qu'une 

mitochondrie sur cinq mitochondries filles est dépolarisée et éliminée par mitophagie [280]. 

Dans la plupart des événements de fission, une mitochondrie fille est transitoirement hyper 

polarisée alors que la mitochondrie « sœur » est hypopolarisée, suggérant que la fission est un 

« test de stress » qui peut pousser une mitochondrie fille à une dépolarisation complète si elle 

ne fonctionne pas de façon optimale. La mitophagie peut être entravée par un mutant 

dominant-négatif de DRP1, suggérant que la fission est nécessaire pour le processus 

mitophagique [280].  

L’importance de ce processus est démontrée par l’accumulation de mitochondries gonflées et 

défectueuses dans des cellules dérivants de souris affichant un déficit d’expression pour des 

gènes clé de l’autophagie [281, 282].  
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Figure 20 : Mécanisme moléculaire proposé pour la mitophagie induite par Parkin. 
La protéine PINK1 (PTEN-induced putative kinase 1) est normalement dégradée au niveau de la membrane 
mitochondriale interne, ce qui limite la quantité de cette kinase à la surface des mitochondries saines. Quand une 
mitochondrie est endommagée et présente alors une dépolarisation membranaire, l’importation de PINK1 à la 
membrane mitochondriale interne et, donc, sa dégradation sont inhibées, causant ainsi sa séquestration et son 
accumulation sur la membrane mitochondriale externe. PINK1 phosphoryle alors MFN2 (mitofusin 2), ce qui 
permet le recrutement du cytosol de l’E3 ligase Parkin. Parkin transfère l’ubiquitine (Ub) à diverses protéines sur 
la membrane mitochondriale externe. Les protéines ubiquitinées sont reconnues par la protéine adaptatrice p62 
liant l’ubiquitine et LC3 (microtubule-associated protein 1A/1B-light chain 3), induisant ainsi l’engloutissement 
de la mitochondrie par l’autophagosome. Ce dernier se fusionne ensuite avec le lysosome, engendrant ainsi la 
dégradation de la mitochondrie dysfonctionnelle (non illustré). D’après [275]. 

D. La dysfonction mitochondriale de l’HTAP 
 
La minoration du métabolisme des mitochondries observée dans les cellules vasculaires 

dérivant des patients atteints d’HTAP, discutée dans le premier chapitre, a poussé plusieurs 

chercheurs à centrer leur attention sur ces organites cellulaires essentiels. De part leur rôle de 

régulateurs métaboliques et leur implication dans différentes fonctions cellulaires, les 

mitochondries participent à la régulation de plusieurs voies de signalisation de la prolifération 

et de la mort cellulaire. Il n’est donc pas surprenant qu’elles ont été considérées comme des 

facteurs potentiellement importants dans le remodelage vasculaire pulmonaire caractéristique 

de l’HTAP, et que plusieurs dysfonctions, schématisées en figure 21, ont été mises en 

évidence [283].  

1. Le cycle de vie mitochondriale est perturbé dans l’HTAP 
 
Il a été démontré que le cycle de vie mitochondrial est profondément perturbé dans l’HTAP. 

Dans les CML-AP des patients HTAP, les mitochondries apparaissent hautement fragmentées 

[284], suggérant un déséquilibre vers la fission mitochondriale. En effet, la protéine 
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responsable de la fission mitochondriale DRP1 est hyperactive dans les cellules de malade 

[284].  

Si la fission mitochondriale est exacerbée dans les CML-AP de patient HTAP, son 

antagoniste, la fusion, est diminué : l’expression de MFN2 est en effet diminuée dans les 

CML-AP de patient et des modèles animaux d’HTAP [285]. De façon intéressante, 

l’expression de MFN2 est strictement liée à celle de son co-activateur transcriptionnel, PGC-

1α : ainsi, dans les CML-AP des patients atteints d’HTAP, la diminution d’expression de 

MFN2 est associée à celle de PGC-1α [285]. Ce dernier étant le régulateur majeur de la 

biogénèse mitochondriale, il est fascinant de formuler l’hypothèse que cet autre aspect 

important du cycle de vie mitochondrial pourrait aussi être affecté dans l’HTAP. 

Très récemment, Haslip et ses collaborateurs [286] ont conduit une étude qui suggère que la 

mitophagie est également affectée dans l’HTAP. En effet, une diminution de l’expression de 

la protéine découplante UCP2 (uncoupling protein 2), régulateur du potentiel de la membrane 

mitochondriale, et une augmentation d’une des protéines clés de la mitophagie, PINK1, sont 

observées dans les cellules endothéliales issues de l’artère pulmonaire de patients HTAP 

[286]. 

2. La production d’espèces réactives de l’oxygène mitochondriales est altérée 
dans l’HTAP 
 
Les espèces réactives de l’oxygène produites par les complexes mitochondriaux I et III 

semblent jouer un rôle important dans le remodelage pulmonaire ; cependant, il n’est pas clair 

si les espèces réactives de l’oxygène sont augmentées ou diminuées dans l’HTAP [283, 287], 

d'autant plus que l'augmentation d'une espèce peut être associée avec la diminution d'une 

autre.  

L’expression de l’enzyme mitochondriale antioxydant SOD2 est diminuée dans l’HTAP [92]. 

Cela favorise une accumulation des ions superoxydes O2
- au niveau des mitochondries mais 

diminue dans le même temps la production de peroxyde d’hydrogène H2O2. Etant donné que 

l’H 2O2 déstabilise HIF-1α, sa sous-production entraîne la stabilisation de ce facteur de 

transcription, qui active l’expression de gènes impliqués dans le transport du glucose 

(GLUT1) et dans la  production du lactate (lactate déshydrogénase). Au-delà de son effet sur 

la stabilité de HIF-1α, H2O2 régule aussi le tonus vasculaire pulmonaire via l’activation du 

canal potassique dépendant du voltage KV1.5. Les niveaux plus faibles de H2O2  déterminent 

en effet une inhibition de ces canaux, dont l’activité est déjà réduite en raison d’une baisse de 

leur expression chez les patients HTAP et chez les modèles animaux d’HTAP [168, 288]. 
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Cela conduit à une augmentation de la concentration de K+ cytosolique, qui inhibe les 

caspases et les nucléases déclenchant l’apoptose [76, 289]. En même temps,  l’augmentation 

d’ions chargés positivement à l’intérieur de la cellule cause une dépolarisation de la 

membrane cellulaire, qui entraine l’activation des canaux calciques voltage-dépendants, qui à 

leur tour causent une augmentation de l’entrée de Ca2+. Ce dernier est ensuite impliqué dans 

la stimulation de la contraction  et prolifération des CML-AP [61, 288].  

3. Le métabolisme mitochondriale est sous-régulé dans l’HTAP 
 
La pyruvate déshydrogénase, enzyme clé pour la conversion de pyruvate en acétyl-CoA, est 

centrale dans l’effet de Warburg. Tout comme dans le cancer, cette enzyme est inhibée dans 

l’HTAP [165, 166]. L’inhibition de la pyruvate déshydrogénase est induite par différentes 

voies. Son inhibiteur enzymatique, la pyruvate déshydrogénase kinase, peut être activé par 

l’axe des tyrosines kinases et par des facteurs de transcription comme HIF-1α, les deux étant 

surexprimés dans l’HTAP [168]. La pyruvate déshydrogénase peut aussi être inhibée en 

présence de faibles niveaux de Ca2+ mitochondrial, caractéristique de l’HTAP, étant donné 

qu’elle est activée par une phosphatase Ca2+-dépendante [290]. Enfin, la pyruvate 

déshydrogénase peut être activée par la désacétylase mitochondriale sirtuine 3 (SIRT3), qui 

est sousexprimée dans les CML-AP des patients HTAP [291]. 

De plus, l’activité de la chaine respiratoire est aussi dérégulée : les cellules endothéliales de 

l’artère pulmonaire dérivées des patients HTAP idiopathique présentent une consommation 

d’oxygène réduite en comparaison avec les cellules contrôles, et cette diminution est associée 

à une moindre activité du complexe IV [292].  

Une carence en fer sans anémie a été observée chez les patients atteints d’HTAP idiopathique, 

associée à une capacité réduite d’exercice  et une diminution de la survie [293] ; en parallèle, 

elle est aussi liée à une augmentation du risque de développer un cancer [294]. De façon 

intéressante, plusieurs complexes importants pour la fonction mitochondriale sont dépendants 

du fer ; par exemple, les complexes I et II de la chaine respiratoire ont de multiples groupes 

fer-soufre [295]. Cela suggère qu’une carence en fer pourrait affecter la fonction 

mitochondriale ; en effet, il a été montré qu’elle induit un remodelage métabolique, avec une 

diminution de l’oxydation du glucose et une augmentation de la glycolyse [296]. Une étude 

récente a montré que des rats nourris pendant 4 semaines avec un régime dépourvu en fer 

développent une HTAP ; fait intéressant, une réduction de l’activité du complexe I 
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mitochondrial a été observée dans les mitochondries dérivées des artères pulmonaires de ces 

rats [297].  

4. Les mitochondries dans l’HTAP présentent faibles niveaux de Ca2+ 

 
A la fin des années 80, il a été montré que les principales enzymes limitantes du métabolisme 

mitochondrial sont toutes activées par le Ca2+ [298]: notamment, la pyruvate déshydrogénase, 

enzyme très peu active dans l’HTAP, est activée, comme énoncé dans la section précédente, 

via une déphosphorylation par une phosphatase Ca2+-dépendante [290]. Plus récemment, la 

transfection de cellules avec la luciférase de luciole a permit une démonstration claire et non 

équivoque que la capture de Ca2+ mitochondriale augmente la production mitochondriale 

d’ATP [299]. En effet, il a été montré que le complexe V de la chaine respiratoire 

mitochondriale, responsable de la production d’ATP, est activé par le Ca2+ [300].  

La présence de faibles niveaux de Ca2+ mitochondrial est une caractéristique de l’HTAP, qui 

peut être due à un stress du réticulum endoplasmique déclenché par des stimuli comme 

l’inflammation, l’hypoxie ou des mutations [301]. Le stress du réticulum endoplasmique, à 

son tour, cause l’activation de la protéine NOGO, déterminant une rupture de l’unité 

mitochondrie-réticulum endoplasmique et, donc, du transfert de Ca2+ du réticulum à la 

mitochondrie [302]. Le Ca2+ mitochondrial peut être régulé aussi par UCP2, qui agit comme 

uniport de Ca2+ ; son absence détermine une diminution du taux de Ca2+ dans la mitochondrie 

et un développement spontané de l’HTAP [303].  

5. Le potentiel de membrane mitochondriale est altéré dans l’HTAP 
 
Le potentiel de membrane mitochondriale est atteint dans des modèles d’HTAP. Néanmoins, 

son altération est l’objet de débat, étant donné que certains chercheurs ont trouvé une 

augmentation (hyperpolarisation) [283] et d’autres une diminution (dépolarisation) [304] du 

potentiel de membrane mitochondriale dans des modèles d’HTAP.  

Le potentiel de membrane mitochondriale est lié au développement de l’HTAP étant donné 

qu’il peut moduler la balance fission/fusion (pour revue, [305]), le niveau d’absorption de 

Ca2+ [306], et la production d’ATP [307] et des espèces réactives de l’oxygène 

mitochondriales [283].  

Ainsi, il reste à clarifier si le potentiel de membrane mitochondriale est diminué ou augmenté 

dans l’HTAP, à savoir comment ces altérations sont liées à la respiration mitochondriale, et si 
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des altérations du potentiel de membrane mitochondriale ont une importance 

pathophysiologique. 

6. La voie apoptotique mitochondriale est altérée dans l’HTAP 
 
L’apoptose dépendante des mitochondries est supprimée dans les CML-AP humaines en 

hypoxie in vitro et dans les CML-AP dérivées de patients et rats avec HTAP [308]. Dans 

l’HTAP, en fait, les facteurs pro-apoptotiques stockés dans l’espace intermembranaire 

mitochondrial, tels que le cytochrome c, ne s’échappent pas. Les auteurs expliquent cela avec 

la libération de ces facteurs suite à l’ouverture du pore de transition de perméabilité 

mitochondriale, un méga-canal qui, en étant sensible au voltage et à l’état de réduction-

oxydation cellulaire, est fermé quand le potentiel de membrane mitochondriale est élevé et le 

niveau d’espèces réactives de l’oxygène mitochondriales est faible [308]. En effet, l’ouverture 

du pore de transition de perméabilité mitochondrial met en communication le milieu 

intracellulaire et matriciel, causant le gonflement mitochondrial, la rupture de la membrane 

mitochondriale externe et, par conséquent, la fuite de ces molécules pro-apoptotiques. 
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Figure 21 : La dysfonction mitochondriale dans l’HTAP. 
Plusieurs anomalies mitochondriales ont été observées chez les patients atteints d’HTAP. Ainsi, des enzymes 
impliquées dans le métabolisme mitochondrial, tels que la pyruvate déshydrogénase (PDH) et des complexes de 
la chaîne respiratoire, sont moins actives. L’activité réduite de la pyruvate déshydrogénase peut avoir différentes 
causes, telles que la sous-expression de la sirtuine 3 (SIRT3), son activateur, la surexpression de la pyruvate 
déshydrogénase kinase (PDK), son inhibiteur, ainsi que la concentration réduite du Ca2+ mitochondriale 
([Ca2+]mit). Cette dernière à son tour peut être expliquée par la sous-expression d’UCP2 (uncoupling protein 2), 
impliquée dans l’absorption de Ca2+ par la mitochondrie, ainsi que par l’activation de la protéine NOGO suite au 
stress du réticulum endoplasmique et, donc, par la rupture de l’unité réticulum endoplasmique-mitochondrie. La 
réduction de l’activité des complexes de la chaîne respiratoire, quant à elle, peut être causée par la réduction de 
la [Ca2+]mit et de la concentration du fer (Fe2+), étant donné que plusieurs enzymes sont Ca2+-dépendantes et 
contiennent de groupes fer-soufre. Une autre anomalie mitochondriale observée est la sous-expression de 
l’enzyme antioxydante SOD2, menant à une augmentation de la concentration de l’extrêmement réactif anion 
superoxyde et une diminution de la concentration du peroxyde d’hydrogène (H2O2). Ce dernier déstabilise le 
facteur de transcription HIF (hypoxia inducible factor)-1α et active les canaux potassique voltage-dépendants 
(KV) ; par conséquent, sa réduction cause l’activation du premier et l’inhibition des deuxièmes. Cela engendre 
l’activation de la prolifération via l’augmentation de la concentration de Ca2+ cytosolique et de la glycolyse, et 
une inhibition de la voie apoptotique à travers une augmentation de la [K+]cyt. L’apoptose est aussi empêchée par 
l’augmentation du seuil d’ouverture du PTPm (pore de transition de perméabilité mitochondrial), qui permet la 
libération par la mitochondrie de facteurs apoptogéniques tels que le cytochrome c et AIF (apoptosis-inducing 
factor). 
Le cycle de vie mitochondrial apparait aussi fortement altéré dans l’HTAP, étant donné qu’un déséquilibre 
fusion-fission est observé en faveur de la fission, et que la mitophagie semble être augmentée. 

E. La régulation de PGC-1α 
 
Comme énoncé précédemment, PGC-1α coordonne l’activité de facteurs de transcription pour 

moduler le métabolisme énergétique et d’autres processus cellulaires en réponse à différents 
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signaux environnementaux et physiologiques. L’ampleur de la réponse induite par ces stimuli 

dépend souvent de la synthèse de novo des protéines PGC-1α. Par exemple, dans le tissu 

adipeux brun, l’exposition au froid induit fortement l’expression de PGC-1α, ce qui entraîne 

une augmentation remarquable de l’expression d’UCP1 de manière à faciliter la thermogenèse 

et le maintien de la température corporelle [240, 241]. De façon similaire, l’induction de 

PGC-1α dans le foie après le jeûne cause l’augmentation de l’expression des gènes 

gluconéogéniques pour favoriser la production hépatique de glucose et pour maintenir 

l’homéostasie du glucose [309]. 

Au-delà de la modulation de son niveau d’expression, l’activité de PGC-1α peut aussi être 

modifiée par sa localisation subcellulaire, par des modifications post-traductionnelles et par sa 

biodisponibilité. En ce qui concerne sa localisation subcellulaire, il a été récemment 

démontré qu’à différence de l’isoforme de PGC-1α full-length, qui réside principalement dans 

le noyau, l’isoforme courte NT-PGC1-1α est localisée de façon prédominante dans le 

cytoplasme et transférée au noyau après phosphorylation par la protéine kinase A [310]. 

L’accumulation nucléaire de PGC-1α peut être initiée aussi par sa désacétylation [311]. De 

plus, des études ont récemment démontré que PGC-1α peut aussi être localisé dans les 

mitochondries, où il forme des complexes associés aux nucléoïdes avec la sirtuine 1 (SIRT1) 

et TFAM [312, 313]. La localisation mitochondriale de PGC-1α offre un mécanisme plausible 

à travers lequel il pourrait directement coordonner la transcription des gènes codés par les 

génomes nucléaires et mitochondriaux pour réguler le processus global de la biogenèse 

mitochondriale.  

Les modifications post-traductionnelles de PGC-1α, qui d’une part modulent sa localisation, 

affectent également positivement ou négativement sa capacité à recruter les complexes de 

remodelage de la chromatine et donc à activer la transcription génique. Ces modifications 

post-traductionnelles ne sont pas seulement responsables de la régulation de l’intensité de la 

réponse PGC-1-dépendante, mais elles semblent aussi spécifier quels réseaux géniques vont 

être exprimés en particulier. Elles engendrent en effet l’interaction de PGC-1α avec des 

partenaires de régulation spécifiques qui sont soit des facteurs de transcription soit d’autres 

co-régulateurs. Les modifications post-traductionnelles de PGC-1 α sont multiples :  

- Phosphorylation 

L’ AMPK  (AMP-activated protein kinase) stimule la biogenèse mitochondriale non seulement 

via l’induction de la  transcription de PGC-1α mais aussi par l’activation de l’activité co-
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transcriptionelle de PGC-1α à travers la phosphorylation de la thréonine-177 et serine-538 

[314]. L’insuline, en plus de réduire l’expression génique de PGC-1α [315], provoque la 

phosphorylation de PGC-1α au niveau de la serine-570 via l’action de la protéine kinase B et 

inhibe ainsi son activité [316]. Récemment, un autre mécanisme de régulation de PGC-1α via 

la voie insuline/protéine kinase B a été découvert : la phosphorylation et la stabilisation de la 

protein kinase Clk2 (Cdc2 like kinase 2), qui à son tour phosphoryle PGC-1α dans son 

domaine riche en arginine/serine, réduit ainsi son activité co-transcriptionelle [317] 

spécifiquement vers FOXO1 (forkhead box protein O1), ceci qui diminue la gluconéogenèse. 

La p38 MAPK phosphoryle la thréonine-262, la serine-265, et la thréonine-298 de PGC-1α 

en réponse à la stimulation des cytokines dans les cellules musculaires [318]. La 

phosphorylation par la p38 MAPK augmente l’activité de PGC-1α en augmentant sa stabilité 

[318] et en prévenant l’interaction inhibitrice entre PGC-1α et le corépresseur p160MBP 

(p160 myb binding protein) dans les myoblastes [319]. PGC-1α est aussi phosphorylé et 

inhibé par GSK3β (glycogen synthase kinase 3β) [311], qui augmente sa dégradation par le 

protéasome dans le noyau durant le stress oxydant. Etant donné que SIRT1 et GSK3β sont 

tous deux activés par le stress oxydant, la phosphorylation inhibitrice de GSK3β pourrait 

limiter l’activation de PGC-1α par SIRT1.  

- Méthylation 

PGC-1α est méthylé par PRMT1 (protein arginine methyltransferase 1) au niveau des 

arginines 665, 667 et 669, ce qui provoque une augmentation de la  transcription contrôlée par 

PGC-1α [320]. 

- Acétylation 

PGC-1α est acétylé par l’acétyltransférase GCN5 (general control of amino acid synthesis 

protein 5-like 2), dont l’action est contrebalancée par la désacétylase SIRT1, qui fera l’objet 

du chapitre suivant. Ces deux protéines sont des senseurs de l’état énergétique de la cellule 

(figure 22). En effet, SIRT1 nécessite en tant que substrat du coenzyme nicotinamide adénine 

dinucléotide (NAD+), impliqué dans les réactions de réduction-oxydation en transportant des 

électrons [321]. L’activité de SIRT1 augmente donc en période de demande énergétique, 

notamment lors du jeun, à l’exercice, ou lors d’un stress oxydant, quand les niveaux de NAD+ 

ou du ratio NAD+/NADH sont très élevés. La désacétylation de PGC-1α par SIRT1 augmente 

la co-activation de ses facteurs de transcription cibles [322, 323]. Ceci favorise la biogenèse 
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mitochondriale, constituant une réponse visant à augmenter la charge énergétique cellulaire 

pour faire face à ces situations.  

L’AMPK, en plus d’induire l’expression de PGC-1α et augmenter directement son activité via 

la phosphorylation, comme énoncé précédemment, régule l’activité de PGC-1α aussi 

indirectement, augmentant les niveaux de NAD+ en activant sa biogenèse via Nampt [324] ou 

en activant l’oxydation des acides gras [322]. Cela renforce ainsi l’activité de SIRT1 et induit 

la désacétylation et l’activation de PGC-1α [322]. Il est important de souligner que la 

phosphorylation de PGC-1α par l’AMPK est requise pour la désacétylation par SIRT1, 

suggérant que ces deux modifications post traductionnelles augmentent la spécificité [322].  

PGC-1α interagit avec plusieurs acétyl transférases [235, 325, 326], mais seule l’histone 

acétyltransférase GCN5 acétyle et inhibe l'activité de PGC-1α (et PGC-1β) in vitro et in vivo 

[325, 327]. L’expression de GCN5 est induite par l’excès calorique, menant à l’acétylation et, 

donc, l’inhibition de PGC-1α. Au contraire, lors d’une privation énergétique, l’expression de 

GCN5 est réduite et celle de SIRT1 est induite, favorisant donc la désacétylation et l’activité 

de PGC-1α [326]. Un autre mécanisme potentiel de régulation de l’acétylation de PGC-1α par 

GCN5 serait le contrôle des réserves d’acétyl-CoA nucléaire dans la cellule. Une étude 

récente suggère que, chez les mammifères, les niveaux nucléaires d’acétyl-CoA sont contrôlés 

par l’enzyme ATP-citrate lyase, qui génère l’acétyl-CoA à partir de citrate [328]. De façon 

intéressante, l’inhibition de l’acétylation des histones après le silencing d’ATP-citrate lyase 

était très similaire à celle observée après celui de GCN5, suggérant que GCN5 est la 

principale acétyltransférase responsable de l’acétylation des histones induite par l’ATP-citrate 

lyase [328]. Il est donc tentant de supposer que l’acétylation de PGC-1α pourrait dépendre des 

niveaux d’acétyl-CoA nucléaire au même titre que l’acétylation des histones.  

 

Il a été montré que les modifications post-traductionnelles influencent aussi la 

biodisponibilité de PGC-1α. PGC-1α, en fait, est une protéine à courte durée de vie (2 à 3 

heures), en raison de sa dégradation rapide par le système de protéasome médiée par 

l’ubiquitine [329]. Sa stabilité est augmentée via la phosphorylation par P38 MAPK qui 

favorise son accumulation cellulaire et son activité transcriptionelle [330]. Au contraire, la 

phosphorylation par GSK3β régule négativement PGC-1α, en favorisant sa dégradation via le 

protéasome [311].   
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Figure 22 : Modèle pour la régulation de l’acétylation de PGC-1α selon la disponibilité des nutriments 
Dans des situations de déficits énergétiques, l’augmentation AMPK (AMP-activated protein kinase)-dépendante 
de la quantité de  NAD+ stimule l’activité de SIRT1 et mène à la désacétylation et, donc, à l’activation de PGC-
1α, ce qui engendre une activation du programme de la biogenèse mitochondriale et améliorela fonction des 
mitochondries. Au contraire, quand les niveaux énergétiques cellulaires sont élevés, GCN5 (general control of 
amino acid synthesis) inhibe PGC-1α, en l’acetylant ; l’acétyl-CoA nécessaire pour cette réaction est fourni par 
l’ATP-citrate lyase (ACL), qui agit comme un facteur limitant de l’acétylation de PGC-1α par GCN5. De [331]. 
 

Chapitre III : SIRT1 
 
Les histones désacétylases catalysent la désacétylation des résidus d’acétyl-Nε-lysine, 

affectant alors les propriétés fonctionnelles de la protéine cible. Il existe quatre familles 

d’histone désacétylases distinctes, allant de la classe I à la classe IV. Le nom de «sirtuines » 

est en fait un terme générique donné aux histone désacétylases de la classe III. Chez les 

mammifères cette famille des sirtuines est composée de sept membres (appelés SIRT1-7), qui 

partagent un domaine catalytique conservé et sont exprimées de façon ubiquitaire.  

Sir2 (Silent information regulator 2), l’homologue de levure de SIRT1, a été découvert en tant 

que facteur nécessaire au silencing transcriptionnel des loci pour l’accouplement et des zones 

télomériques en induisant l’hétérochromatinisation de l’ADN [332]. D’autres homologues ont 

aussi été trouvés chez de nombreuses espèces telles que les bactéries, les vers, les mouches, 

les souris et l’homme, mettant en évidence la conservation de la famille Sir2 [333].  

Les histones ayant été le premier substrat protéique identifié de ces désacétylases [334], les 

sirtuines furent originairement appelées histone désacétylases de classe III. Cependant, cette 

définition est trop réductrice pour décrire leur action catalytique puisque certaines d’entre 

elles ne se retrouvent jamais dans le noyau (SIRT2-5), et SIRT1, par exemple, désacétyle 

d’autres substrats en plus des histones. Tandis que les histone désacétylases des classes I et II 

utilisent le zinc comme cofacteur, les sirtuines requièrent une molécule de NAD+ pour chaque 
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groupe acétyl clivé. La réaction complexe de désacétylation des sirtuines forme les produits 

2′-O-acétyl-ADP-ribose, qui s’équilibre en solution avec 3′-O-acétyl-ADP-ribose, la 

nicotinamide, et le substrat désacétylé [335] (figure 23). Lorsque la nicotinamide est présente 

à de fortes concentrations, elle peut lier de façon non compétitive la sirtuine ce qui conduit à 

l’inhibition de celle-ci [336]. Le dinucléotide réduit, NADH, est également un inhibiteur des 

sirtuines [336].  

De manière intéressante, comme il a été énoncé précédemment, le NAD+ est une molécule 

centrale du métabolisme et c’est pourquoi il a largement été avancé que ce composé  serait le 

lien entre l’activité désacétylase des sirtuines et le métabolisme [337] ; ceci fera l’objet d’une 

description détaillée dans ce même chapitre.  

 

 
Figure 23 : Représentation de la réaction catalysée par SIRT1. 
Le NAD+ et la protéine acétylée sont convertis par SIRT1pour donner le nicotinamide, la protéine avec la chaîne 
latérale de la lysine libre et le 2′-O-acetyl-ADP-ribose ; ce dernier s’équilibre en solution avec le 3′-O-acetyl-
ADP-ribose. Une liste incomplète des substrats de la SIRT1 humaine est fournie dans la partie inférieure gauche 
de la figure. De [338]. 
 
 
Les sirtuines des mammifères sont caractérisées par différentes fonctions : SIRT1, SIRT2, 

SIRT3 et SIRT7 agissent comme des lysine-désacétylases, SIRT4 comme une 

adenosinediphospho (ADP)-ribosyltransférase [339], SIRT5 comme une désacétylase [340], 

une démalolynase et une désuccinylase [341], et SIRT6 comme une ADP-ribosyltransférase 

[342] et une désacétylase [343, 344]. De plus, la localisation primaire de ces protéines dans la 

cellule varie significativement d’une sirtuine à l’autre (Tableau 1), reflétant une distinction 
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fonctionnelle des membres de cette famille. En accord avec le rôle important de Sir2 dans la 

régulation de la structure de la chromatine et de l’expression génique, SIRT1, SIRT6, and 

SIRT7 sont des protéines nucléaires, particulièrement présentes dans le nucléoplasme, au 

niveau de l’hétérochromatine, et dans les nucléoli respectivement [345]. SIRT2 est surtout 

localisée dans le cytoplasme, bien qu’elle peut aussi réguler l’expression de gènes via la 

désacétylation de facteurs de transcription qui se délocalisent du cytoplasme vers le noyau 

[346]. Elle contribue en outre à la compaction de la chromatine lors du désassemblage du 

noyau cellulaire durant la mitose [347]. Les membres restants de la famille des sirtuines 

(SIRT 3, SIRT 4, and SIRT 5) sont principalement des protéines mitochondriales [345].  

La compartimentation des sirtuines peut être dynamique et est marquée par la mobilisation de 

ces protéines dans des compartiments cellulaires précis durant des étapes spécifiques du 

développement ou lors d’un stress cellulaire. En effet, des études récentes ont signalé que 

SIRT1 est capable de transiter entre le noyau et le cytoplasme [348] et que les substrats de 

SIRT1 peuvent aussi bien être des protéines cytosoliques que l’acétyl-CoA synthétase 1 [349]. 

De façon similaire, SIRT3 migre entre le noyau et les mitochondries lorsque la cellule subit 

un stress [350], même si cela est encore sujet à débat [351]. 

 
Tableau 1 : Activité enzymatique, localisation et cibles des sirtuines de mammifère. 
Les sept sirtuines de mammifère (SIRT1-7) sont affichent des différences dans leurs fonctions (désacétylation, 
ADP-rybosylation, démanolynation et désuccinylation), leurs localisations cellulaires (noyau, cytosol, 
mitochondrie, nucléole) et leurs cibles spécifiques. L’activité enzymatique et les cibles de SIRT7 restent 
inconnues.  
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A. La fonction de SIRT1  
 
SIRT1 est, sans conteste, le membre le plus étudié de la famille des sirtuines. Elle a, à 

l’origine, été décrite comme une histone désacétylase avant que la liste des protéines cibles 

qu’elle peut désacétyler s’étende de manière significative (tableau 1). Ainsi p53 a été la 

première cible de SIRT1, n’étant pas une histone, a avoir été mise en avant. Cette cible est 

désacétylée et réprimée suite au dommage à l’ADN ou au stress oxydatif, entraînant ainsi une 

diminution de l’apoptose [352, 353].  De là est née l’idée qu’une augmentation de l’activité de 

SIRT1 pourrait être cancérigène, mais il semble finalement que ce ne soit pas la cas, bien au 

contraire (revue dans [354]). De façon importante, comme il a été décrit précédemment, 

l’activité de PGC-1α, co-activateur transcriptionnel orchestrant la biogenèse et l’activité 

mitochondriale, est strictement contrôlée par une acétylation réversible [325, 355]. La 

désacétylation de PGC-1α par SIRT1 conduit à son activation et à l’induction de voies de 

signalisation en aval qui contrôlent l’expression de gènes mitochondriaux [322, 356–360]. De 

façon similaire, SIRT1 contrôle l’acétylation des facteurs de transcription FOXO (forkhead 

box O), qui sont d’importants régulateurs du métabolisme des lipides et du glucose, et des 

réponses au stress. Il semble que la désacétylation opérée par SIRT1 active ou inhibe FOXO 

d’une part, mais dirige également sélectivement FOXO vers certaines cibles [361–363]. 

1. SIRT1 comme senseur métabolique 
 
Chez la levure, il a été montré que Sir2 et NAD+ sont tous deux requis pour l’extension de la 

durée de vie liée à la restriction calorique, qui consiste en une réduction de la prise alimentaire 

tout en maintenant une nutrition adéquate [334]. Chez les mammifères, la restriction calorique 

induit un profil de changements physiologiques et comportementaux complexe, et plusieurs 

éléments ont démontré que SIRT1 peut en servir d’intermédiaire. Par exemple, les protéines 

n’étant pas des histones et étant ciblées par SIRT1 sont impliquées dans des voies de 

signalisation importantes pour l’adaptation métabolique à la restriction calorique, telles que le 

métabolisme oxydatif dans les mitochondries [364]. La restriction calorique induit 

l’expression de SIRT1 chez la souris [365] et chez l’homme [366]. A l’inverse, un régime 

riche en graisse peut induire une perte de SIRT1 chez la souris via une protéolyse [367], et 

l’obésité peut conduire à la réduction de son expression chez l’homme [368, 369]. De plus, 

des souris ayant un déficit d’expression de SIRT1 ne montrent pas l’augmentation d’activité 

physique normalement induite par ce régime [370], et ne voient pas leur durée de vie allongée 

lorsqu’elles subissent une restriction calorique [371, 372]. La surexpression de SIRT1 chez la 
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souris peut atténuer, de façon similaire à la restriction calorique, des maladies telles que le 

diabète, les désordres neurodégéneratifs, la stéatose du foie, la perte osseuse, et 

l’inflammation [356, 357, 373–375]. De plus, les activateurs de SIRT1 comme le resvératrol 

[376] et des composés plus récents activant les sirtuines, les Stacs (sirtuin-activating 

compounds) [377], produisent des effets similaires à ceux de la restriction calorique, comme 

le révèlent des mesures physiologiques sur l’animal entier [378] ou le profil transcriptionnel 

[379]. Au contraire, l’inhibition de l’activité de SIRT1 contribue au syndrome métabolique et 

au diabète, et exacerbe les effets d’un régime riche en graisse chez la souris et l’homme [367, 

380].  

Pendant les dernières années, de nouvelles études ont apporté la preuve de l’importance des 

orthologues de Sir2 dans le ralentissement du vieillissement et dans l’extension de la durée de 

vie aussi chez d’autre espèces que la levure, telles que le ver [381, 382], la drosophile [383], 

et la souris [384, 385]. Ainsi, il y a de plus en plus d’arguments convaincants qui laissent 

penser que les sirtuines régulent le vieillissement, ce qui d’ailleurs est tout à fait en accord 

avec le rôle important qu’elles jouent dans la restriction calorique. 

2. Régulation métabolique par SIRT1 dans les différents tissus 
 
SIRT1 module les réponses métaboliques au sein de plusieurs tissus lors de différents stimuli 

physiologiques (figure 24). Dans le foie, SIRT1 diminue la glycolyse inhibant l’enzyme 

glycolytique PGAM-1 (phosphoglycérate mutase-1) et diminue l’accumulation de lipides en 

supprimant la synthèse à travers l’inhibition de SREBP1c (sterol-response lement-binding 

protein 1c) [386] et en favorisant l’utilisation grâce à l’activation de PGC-1α et PPARα [387]. 

De plus, SIRT1 régule la production hépatique de glucose via PGC-1α [355], CRTC2 (CREB-

regulated transcription co-activator 2) [388] et FOXO1 (forkhead box O1) [389].  

Dans le muscle squelettique, SIRT1 attenue la glycolyse via l’activation de PGC-1α et 

améliore l’utilization des lipides via la stimulation de PGC-1α et PPARα [323]. Dans cet 

organe, SIRT1 et AMPK constituent un circuit réciproquement positif de régulation. AMPK 

active SIRT1 via la régulation positive du gène de NAMPT qui, comme discuté avant, produit 

le cofacteur NAD+ [322, 324]. A son tour, SIRT1 active l’AMPK en agissant sur la kinase qui 

l’active, LKB1 (liver kinase B1) [390] : en effet, sa désacétylation engendre une augmentation 

de son activité, de sa localisation cytosolique et de son association avec l’activateur STRAD 

(STE-related adapter) [390].  
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En réponse à une privation en nutriments, SIRT1 inhibe l’adipogenèse et facilite la lipolyse 

dans le tissu adipeux via la répression de PPARγ [391]. De plus, SIRT1 permet l’acquisition 

des caractéristiques typiques du tissu adipeux brun par des adipocytes du tissu adipeux blanc 

via l’activation de PPARα et Prdm16 (PR domain containing 16) [392].  

Dans le cœur, SIRT1 augmente la tolérance à l’ischémie activant l’enzyme endothéliale oxyde 

nitrique synthétase (eNOS) [393], et protége contre l’hypertrophie via l’activation de PPARα 

[394].  

Dans le pancréas, SIRT1 augmente la sécrétion d’insuline à travers l’inhibition de la 

transcription d’UCP2 [395].  

 
Figure 24 : Schéma des voies de signalisation métaboliques contrôlées par SIRT1 dans les différents tissus. 
Les fonctions de SIRT1 dans les majeurs tissus métaboliques, tels que le foie, le cœur, le tissu adipeux blanc et le 
muscle squelettique sont représentées dans cette figure. Dans le foie, SIRT1 active la gluconéogenèse via PGC-
1α et FOXO1, et facilite la dégradation de CRCT2 suite au jeun prolongé. SIRT1 inhibe la glycolyse à travers la 
répression de l’enzyme glycolytique PGAM-1. De plus, SIRT1 répond au jeun et favorise l’oxydation des acides 
gras via l’activation de PPARα, inhibant la synthèse des acides gras en orientant SREBP1c vers la dégradation. 
SIRT1 est un régulateur positif de LXR, modulant ainsi l’homéostasie du cholestérol de l’organisme. Dans le 
muscle squelettique, SIRT1 exerce des actions similaires, augmentant l’utilisation des acides gras et réduisant la 
glycolyse comme décrit ci-dessus. Dans ce tissu, SIRT1 et AMPK se régulent positivement de façon réciproque. 
AMPK active SIRT1 en stimulant l’expression du gène codant pour NAMPT, enzyme responsable de la synthèse 
de NAD+. SIRT1 active l’AMPK en désacétylant LKB1. Dans le tissu adipeux blanc, SIRT1 mobilise la graisse 
du tissu adipeux blanc via PPARγ pour réguler l’utilisation des lipides dans le foie et le muscle. De plus, via la 
désacétylation de PPARγ pour faciliter la liaison de Prdm16, SIRT1 régule l’acquisition par le tissu adipeux 
blanc de propriétés du tissu adipeux brun afin d’augmenter la dépense d’énergie. SIRT1 est dégradée suite à un 
régime riche en graisse via la caspase 1 activée, et peut être régulée positivement par l’adiponectine. SIRT1 est 
également bénéfique dans le cœur en augmentant la tolérance à l’ischémie via l’activation d’eNOS et en le 
protégeant contre l’hypertrophie via l’activation de PPARα. Les cibles qui sont directement activées par SIRT1 
sont montrées en vert. Celles qui sont réprimées ou inhibées par SIRT1 sont représentées en orange. Adapté de 
[396] 
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B. SIRT1 et HTAP  
 
Plusieurs études ont montré que SIRT1 joue un rôle important dans le système vasculaire. Par 

exemple SIRT1, dont l’expression est induite par un flux luminaire in vitro, active eNOS, 

favorisant ainsi la production d’oxyde nitrique, puissant vasodilatateur et inhibiteur de la 

prolifération des CML [397]. SIRT1 améliore les fonctions endothéliales aussi en supprimant 

l’expression du récepteur de l’angiotensine II de type I dans les CML, empêchant ainsi la 

contraction vasculaire et l’augmentation de la pression artérielle [398]. L’amélioration de la 

fonction endothéliale par SIRT1 a été prouvée aussi in vivo. La surexpression de SIRT1 au 

niveau de l’endothélium prévient le développement de l’athérosclérose chez des souris 

susceptibles de développer cette maladie, nourries avec une alimentation riche en graisse 

[399]. SIRT1 exerce en outre des effets anti-inflammatoires dans les cellules endothéliales 

[400–402] permettant la réduction de l’expression de molécules d’adhésion endothéliales 

[402]. Il a été démontré que SIRT1 est aussi impliqué dans d’autres phénomènes qui protègent 

de l’athérosclérose, tels que la stabilisation des plaques athérosclérotiques [403, 404], la 

diminution de la capture du cholestérol et de la formation des cellules spumeuses [405] ou 

encore l’inhibition de l’expression et de l’activation du facteur du tissu endothélial qui induit 

l’agrégation des plaquettes et une augmentation du thrombus naissant [406].  

Si le rôle de SIRT1 dans le système vasculaire systémique a été largement étudié, son rôle 

dans les vaisseaux pulmonaires, et notamment dans l’HTAP, demeure largement inconnu. 

Cependant, au regard de ce qui précède, SIRT1 pourrait jouer un rôle très important dans ce 

contexte. En effet, cette désacétylase est un régulateur clé du métabolisme énergétique qui 

induit l’activation de la biogenèse et des fonctions mitochondriales. D’un autre côté, les 

cellules vasculaires dérivant de patients atteints d’HTAP sont caractérisées par une réduction 

de leur capacité oxydative en faveur de la glycolyse, associée à diverses dysfonctions 

mitochondriales. L’hypothèse que la signalisation de SIRT1 pourrait être altérée dans l’HTAP 

semble donc tout à fait raisonnable. Effectivement, des travaux ont suggéré que SIRT1 

pourrait être un régulateur négatif du développement de l’HTAP. Le resvératrol, polyphénol 

qui active plusieurs cibles, dont SIRT1, prévient en fait le développement de l’HTAP induit 

par la monocrotaline, via des actions antiprolifératives, anti-inflammatoires, et anti-oxydatives 

[407]. De plus, la fonction endothéliale est aussi améliorée dans les petites artères 

pulmonaires où l’expression d’eNOS est renforcée par le traitement avec le resvératrol [407]. 

Le traitement préventif avec le resvératrol empêche aussi l’hypertrophie du ventricule droit en 

diminuant en partie l’apoptose des cardiomyocytes et les dommages structuraux des 
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mitochondries induits par la monocrotaline [408]. Dans une autre étude, il a été montré que le 

resvératrol prévient non seulement le développement de l’HTAP induite par la monocrotaline, 

mais permet aussi sa régression ; ceci est associé au maintien de l’expression de l’ubiquitine 

ligase atrogine-1 (atrophy-related E3 ubiquitin ligase) qui est modulée par SIRT1 dans les 

CML-AP humaines [409]. Chen et ses collaborateurs [410] ont récemment exploré les effets 

du resvératrol dans le cadre d’une hypoxie chronique, montrant que le resvératrol normalise 

l’hypertrophie du ventricule droit chez des rat néonataux in vivo, et inhibe la prolifération des 

CML-AP humaines in vitro, ce qui est associé à une atténuation de l’induction de l’arginase 

[410]. Une étude très récente a avancé l’idée que SIRT1 pourrait jouer un rôle protecteur dans 

l’HTAP en montrant qu’une restriction calorique à courte terme améliore l’HTAP induite par 

la monocrotaline et que ces effets bénéfiques sont associés à l’activation de la voie de 

signalisation SIRT1/eNOS [411]. De plus, la surexpression de SIRT1 augmente la 

phosphorylation et, donc, l’activité d’eNOS, exerçant une protection similaire sur l’HTAP en 

absence de restriction calorique [411].  

C. La régulation de l’activité de SIRT1 
 
La régulation de l’activité de SIRT1 se produit à différents niveaux (figure 25). S’il a déjà été 

indiqué que sa localisation subcellulaire détermine en partie son activité, une régulation 

additionnelle est cependant nécessaire, étant donné que plusieurs sirtuines partagent les 

mêmes compartiments et qu’elles doivent pour autant agir sur des substrats spécifiques.  

1. Régulation de son expression génique 
 
L’expression de SIRT1 change selon les conditions physiologiques. Elle est induite quand les 

niveaux d’énergie sont faibles, par exemple lors d’une privation en nutriment [412], et 

réprimée quand les niveaux d’énergie sont excessifs, par exemple lors d’un régime riche en 

graisse [326]. L’analyse du  promoteur de SIRT1 a révélé des sites de liaison pour plusieurs 

facteurs de transcription : son expression est activée par FOXO1 [412], PPARα [413], PPARβ 

[414] et CREB (cAMP response element-binding) [415], alors qu’elle est réprimée par PPARγ 

[416] et CHREBP (carbohydrate response element-binding protein) [415]. La transcription de 

SIRT1 est aussi réprimée par HIC1 (hypermethylated in cancer 1) [417] et l’enzyme de 

reparation de l’ADN poly(ADP-ribose) polymérase 2 [418].  

A un niveau différent de régulation, les micro-ARNs (miRs) modulent les niveaux d’ARNm 

via la dégradation du transcrit primaire ou l’inhibition de sa traduction. Ainsi, le miR-34a 
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murin réprime l’expression de SIRT1 suite à un stress génotoxique [419]. De façon 

intéressante, l’inhibition de SIRT1 induite par miR-34a  est accentuée dans l’obésité due à un 

régime riche en graisse [420], suggérant que cette interaction est physiologiquement 

pertinente. Le miR-199a réprime également l’expression de SIRT1 et celle du senseur 

d’oxygène HIF-1α [350]. Durant l’hypoxie, miR-199a est régulé en baisse dans les 

cardiomyocytes, permettant ainsi l’expression de SIRT1 et HIF-1α, et, par conséquent, la 

stabilisation de p53 et la diminution de l’apoptose [421]. 

2. Régulation par des modifications post-traductionnelles 
 
La régulation de l’activité de SIRT1 par des modifications post-traductionnelles est peu 

connue. Néanmoins, plusieurs sites de phosphorylation ont été identifiés [422]. Le complexe 

cycline B–CDK1 (cyclin-dependent kinase 1) lie SIRT1 et le phosphoryle in vitro. Des 

mutations dans les sites de phosphorylation perturbe la progression normale du cycle 

cellulaire, même si les voies impliquées dans cet effet de SIRT1 sur la prolifération restent  

inconnues [422]. SIRT1 est aussi phosphorylée sur trois résidus par JNK (JUN N-terminal 

kinase), notamment durant le stress oxydatif [423]. Cela provoque la désacétylation de 

l’histone H3, mais pas celle de p53 [423], suggérant que la phosphorylation dirige SIRT1 vers 

des cibles spécifiques. Il a été montré que la phosphorylation par cette kinase augmente 

seulement de manière transitoire l’activité de SIRT1, étant donné qu’elle rend cette 

désacétylase plus sujette à l’ubiquitination et, donc, à la dégradation [424]. De plus, les 

kinases Dual-specificity tyrosine phosphorylation-regulated kinase 1 (DYRK1) et 3 (DYRK3) 

phosphorylent SIRT1 au niveau de la Thr522  [425], occasionnant une augmentation de la 

désacétylation de p53 par SIRT1 et empêchant l’apoptose dans le cadre d’un stress 

génotoxique [425]. 

SIRT1 est aussi sujette à la sumoylation, qui augmente l'activité de SIRT1 dans des cellules 

en culture [426]. Suite à un stress génotoxique, comme la lumière ultraviolette ou le H2O2, 

l’enzyme desumoylant SENP (sentrin-specific protease) inactive SIRT1, favorisant la mort 

cellulaire [426]. Shinozaki et ses collaborateurs [427] ont récemment montré que SIRT1 peut 

aussi être nitrosylée et ainsi inhibée suite à un stimulus inflammatoire, ce qui a pour 

conséquence l’activation de p53 et p65 et donc la stimulation de la réponse proinflammatoire 

et de l’apoptose. Enfin, la méthyltransférase Set7/9 méthyle et inhibe SIRT1, prévenant son 

interaction avec p53 [428]. 



 88 

3. Régulation par la formation de complexes 
 
Les sirtuines sont aussi régulées via la formation de complexes avec d’autres protéines.  

AROS (active regulator of SIRT1) est la seule protéine connue pour réguler positivement 

SIRT1 suite à la formation d’un complexe qui mène à l’inhibition de l’activité 

transcriptionelle de la cible de SIRT1, p53 [429]. Plusieurs régulateurs négatifs ont en 

revanche été décrits. NCoR1 (nuclear receptor co-repressor 1) et SMRT (silencing mediator 

of retinoid and thyroid hormone receptors) forment un complexe avec SIRT1 et PPARγ en 

condition de privation pour inhiber l’induction de l’adipogenèse contrôlée par PPARγ [391]. 

DBC1 (deleted in breast cancer 1) lie le domaine catalytique de SIRT1 et inhibe son activité 

in vitro suite à un stress génotoxique [430, 431]. La pertinence physiologique du complexe 

DBC1–SIRT1 a été confirmé puisque la formation du complexe est inhibée durant la 

restriction calorique mais augmentée chez les souris sont maintenues en régime riche en 

graisse [432].  

4. Régulation par le  NAD+ 
 
Il a déjà été mentionné que les sirtuines dependent du cofacteur NAD+ pour leur activité et il 

n’est donc pas surprenant que la disponibilité du NAD+ soit un point crucial de la régulation. 

Les niveaux de NAD+ augmentent dans le muscle, le foie et le tissu adipeux blanc durant la 

privation, la restriction calorique et l’exercice [322, 359], occasionnant l’activation de SIRT1. 

A l’inverse, un régime riche en graisse chez les souris réduit le rapport NAD+/NADH  [433]. 

La disponibilité du NAD+ est aussi modulée par sa synthèse. La biosynthèse de novo se fait à 

partir du tryptophane et a essentiellement lieu dans le foie et dans le rein (pour une revue 

[321]). Néanmoins, le NAD+ peut aussi être synthétisé à partir de l’acide nicotinique (via la 

voie Preiss–Handler) ou du nicotinamide (à travers la voie de sauvetage) qui sont tous deux 

présents dans l'alimentation humaine sous la forme de la vitamine B3 [434]. De façon 

intéressante, il a récemment été montré que le nicotinamide riboside, qui est présent dans le 

lait et est déjà connu comme étant un activateur de la synthèse de NAD+ dans les bactéries, 

agit comme un précurseur du NAD+ et comme activateur de la synthèse du NAD+ dans la voie 

de sauvetage des cellules eucaryotes [435]. En outre, le traitement avec un autre précurseur de 

NAD+, le nicotinamide mononucléotide, active SIRT1 et améliore la tolérance au glucose 

chez les souris [436], même si il faut préciser que ce précurseur n’est pas présent dans le 

régime humain.  
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En plus de la biosynthèse, la manipulation des activités des enzymes consommant NAD+ peut 

aussi altérer les niveaux de NAD+, régulant ainsi l’activité des sirtuines. Les poly(ADP-

ribose) polymérases (PARPs) sont considérées comme les principales enzymes dégradant le 

NAD+ [437, 438]. Dès lors qu’elles sont activées par des dommages à l’ADN, ces enzymes 

catalysent le transfert d’unités d’ADP-ribose du NAD+ à des protéines substrats pour former 

des polymères branchés d’ADP-ribose, menant au déclin des niveaux intracellulaires de 

NAD+. Etant donné que SIRT1 et PARPs utilisent la même réserve intracellulaire de NAD+, 

un lien fonctionnel entre PARPs et SIRT1 a été proposé. Deux études récentes ont révélé que 

la délétion de PARP1 et PARP2 active SIRT1 chez la souris et conduit à une augmentation du 

nombre de mitochondries, à une augmentation de la dépense d’énergie et à la protection de 

l’obésité induite par le régime [418, 439]. Les délétions de PARP1 et PARP2 activent SIRT1 

selon deux mécanismes distincts : la délétion de PARP1 augmente les niveaux intracellulaires 

de NAD+, et la délétion de PARP2, qui est un répresseur de l’expression de SIRT1, augmente 

l’expression de SIRT1. Le traitement de cellules ou de souris avec l’inhibiteur pan-PARP 

PJ34 conduit aussi à l’activation de SIRT1, suivant ces mêmes mécanismes [439]. La délétion 

de CD38 (cluster of differentiation 38), un autre consommateur important de NAD+, 

augmente aussi les niveaux de NAD+ et l’activité de SIRT1 [440]. CD38 catalyse la synthèse 

et hydrolyse de l’ADP-ribose cyclique du NAD+ à ADP-ribose, produit étant impliqué dans la 

régulation de la concentration de Ca2+ cytosolique [441]. De façon intéressante, des inhibiteurs 

spécifiques de CD38 ont été développés [442] et ouvrent, avec les inhibiteurs de PARPs, de 

nouvelles possibilités pour activer pharmacologiquement certaines sirtuines.  

5. Composés régulant l’activité des sirtuines  
 
Des activateurs naturels de SIRT1 ont été identifiés et ont permis d’affiner les connaissances 

relatives à la régulation des sirtuines [443]. Plusieurs polyphénols issus de plantes, notamment 

le resvératrol, peuvent induire, in vitro, l’activation de Sir2. Le traitement de la levure avec 

ces composés augmente sa durée de vie [376]. Le resvératrol augmente l’activité de SIRT1 et 

stimule aussi la fonction mitochondriale chez la souris [356, 357], la protégeant de l’obésité 

induite par le régime et améliorant la performance à l’exercice et la résistance au froid [357]. 

Quand les souris nourries avec un régime riche en graisse sont traitées avec le resvératrol, 

elles vivent en outre plus longtemps [356, 444]. Il a été montré que le resvératrol améliore 

l’activité mitochondriale et le contrôle métabolique également chez l’homme [445].  
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Plusieurs composés synthétiques capables d’activer SIRT1, appelés Stacs (sirtuin activating 

compounds), ont été décrits. Un de plus utilisé in vivo est SRT1720 [377], qui, similairement 

au resvératrol, protège contre l’obésité induite par le régime via l’amélioration de la fonction 

mitochondriale [358] et augmente la durée de vie des souris obèses [360]. Bien que les effets 

physiologiques du resvératrol et de SRT1720 soient largement acceptés, le mécanisme par 

lequel ils activent SIRT1 est encore largement débattu [410, 411, 496–499, 500].  

Il a été suggéré que le resvératrol activerait l’AMPK au lieu d’activer SIRT1 [356, 358]. En 

accord avec cela, l’effet du resvératrol sur l’activité mitochondriale et le contrôle métabolique 

est perdu chez les souris déficientes en AMPK [359, 449], même si cela ne démontre pas 

forcement une interaction directe AMPK–SIRT1. Cependant, la même étude a montré que le 

resvératrol augmente le ratio NAD+/NADH d’une façon dépendante de l’AMPK, permettant 

l’activation des sirtuines en aval [449]. Par analogie, des agonistes de l’AMPK, tels que le 5-

aminoimidazole-4-carboxamide ribonucléotide (AICAR), augmentent les niveaux de NAD+ et 

activent la désacétylation de PGC-1α dépendante de SIRT1 [322]. Des expériences ont révélé 

que l’activation de l’AMPK par l’exercice ou la restriction calorique précède une 

augmentation des niveaux de NAD+ et l’activation de SIRT1 [359].  

Les effets bénéfiques de l’activation de SIRT1 observés chez plusieurs modèles animaux ont 

favorisé la découverte et la conception d’activateurs pharmacologiques des sirtuines, 

vraisemblablement comme mimétiques de la restriction calorique. Dans le même temps, des 

inhibiteurs des sirtuines ont été proposés pour le traitement de quelques cancers, où SIRT1 

est surexprimé [451–453], de la maladie de Parkinson [454], et de l’infection du VIH [455]. 

Le sirtinol a été identifié dans un test cellulaire pour sa capacité à inhiber la Sir2 de levure et 

la SIRT2 humaine in vitro [456]. Deux analogues, le m- et le p-sirtinol, sont de 2 à 10 fois 

plus puissants que le sirtinol contre la SIRT1 et la SIRT2 humaines [457]. Parmi les autres 

inhibiteurs de la SIRT1 il est possible de citer la suramine [458] et le cambinol [459], qui 

inhibent aussi la SIRT2 [458] et la SIRT5 [460], et les dérivés de l’indole (EX-527).  
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Figure 25 : Représentation schématique des mécanismes régulant l’activité de SIRT1. 
a) L’expression de SIRT1 est régulée par divers facteurs de transcription. Notamment, FOXO1 (forkhead box 
O1), PPARα (peroxisome proliferator-activated receptor α), PPARβ et CREB (cAMP response element-binding) 
la modulent positivement, alors que PPARγ, CHREBP (carbohydrate response element-binding protein), 
PARP2 (poly(ADP-ribose) polymerase 2) et HIC1 (hypermethylated in cancer 1) la répriment. L’expression de 
SIRT1 est aussi inhibée par les microARNs miR-34a et miR-199a. b) Des modifications post-traductionnelles 
réversibles influencent l’activité de SIRT1. Le complexe cycline B-CDK1 (cyclin-dependent kinase 1) 
phosphoryle SIRT1, permettant ainsi la progression dans le cycle cellulaire. L’activation de la kinase JNK (JUN 
N-terminal kinase) par les espèces réactives de l’oxygène engendre la phosphorylation de SIRT1, suivie par la 
désacétylation de l’histone H3. DYRK1 (dual specificity Tyr-phosphorylated and regulated kinase 1) et DYRK3 
activent SIRT1 en la phosphorylant, menant à la désacétylation de p53 et, donc, à une augmentation de la survie 
cellulaire. Un stress génotoxique, tel que la lumière ultraviolette (UV) ou l’exposition au peroxyde d’hydrogène 
(H2O2) occasionne la désumoylation de SIRT1 par SENP (sentrin-specific protease), inactivant ainsi SIRT1. 
L’enzyme responsable de la sumoylation activatrice de SIRT1 est inconnue. C) La formation de complexes avec 
d’autres protéines influence l’activité enzymatique de SIRT1. NCoR1–SMRT (nuclear receptor co-repressor 1-
silencing mediator of retinoic acid and thyroid hormone receptor) et SIRT1 inhibent l’activité transcriptionelle 
de PPARγ. Un stress genotoxique et métabolique (régime riche en graisse) induit la formation du complexe 
DBC1 (deleted in breast cancer 1)-SIRT1, menant à l’inactivation de SIRT1. Le complexe LSD1 (Lys-specific 
demethylase 1)-SIRT1 réprime l’expression des cibles de Notch via la déméthylation et désacétylation d’histones 
spécifiques, mais cet effet est contrebalancé par l’activation de la voie Notch. d) Les niveaux du cofacteur NAD+ 
influencent profondément la fonction de SIRT1. Le contenu en NAD+ est augmenté en présence des précurseurs 
NA (nicotinic acid), NAM (nicotinamide) ou NR (nicotinamide riboside) par l’activation de l’AMPK (AMP-
activated protein kinase) suite à des situations telles qu’un stress énergétique, le traitement avec l’activateur de 
l’AMPK resvératrol ou l’inhibition de la consommation de NAD+ par les inhibiteurs de PARP ou CD38 (PARPi 
or CD38i, respectivement). L’élévation des niveaux de NAD+ conduit à l’activation de SIRT1, qui à son tour 
mène à la génération de nicotinamide à partir de NAD+. Le nicotinamide peut aussi inhiber SIRT1 via un 
mécanisme de rétrocontrôle négatif. De [461] 
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Objectifs de l’étude 
Au travers de cette introduction, l’HTAP apparait comme une pathologie très complexe, dont 

le développement peut être influencé par un fond génétique, des mécanismes de 

déclenchement tel que l’inflammation et/ou des facteurs environnementaux. Sa complexité est 

démontrée par l’absence à ce jour de traitements étiologiques ou pathogéniques capables de 

soigner cette maladie. 

Néanmoins, des études récentes ont mis en évidence un rôle important de la mitochondrie et 

du métabolisme dans la pathogénèse de l’HTAP. En effet, les CML-AP de patients présentent 

un remodelage métabolique caractérisé par une réduction de l’oxydation phosphorylante 

mitochondriale associée à une augmentation de la glycolyse même en présence d’oxygène. Ce 

remodelage est accompagné par diverses dysfonctions mitochondriales, notamment une 

raréfaction du réseau mitochondrial, qui engendrent l’activation de plusieurs voies de 

signalisation convergeant vers l’augmentation de la prolifération et la résistance à la mort 

cellulaire. 

La désacétylase SIRT1 est un important régulateur métabolique, notamment via l’activation 

du régulateur clé de la biogenèse mitochondriale PGC-1α, dont l’expression est diminuée 

dans les CML-AP de patients atteints d’HTAP. Ainsi, la question d’une possible implication 

de SIRT1 dans la pathogénèse de l’HTAP se pose. 

Différentes études [407–411] suggèrent en effet un rôle protecteur de SIRT1 dans l’HTAP, au 

regard de l’effet bénéfique obtenu suite à son activation par le resvératrol ou la restriction 

calorique. Néanmoins, il est important de noter que ces deux activateurs possèdent un large 

éventail de cibles [462, 463], et que ces études n’explorent pas les effets métaboliques de 

SIRT1 sur le développement de l’HTAP. En général, l’implication de SIRT1 dans 

l’hyperprolifération des CML-AP n’a pas été étudiée. 

Les objectifs principaux de cette étude ont donc été les suivants :  

• l’étude de l’état d’activation de SIRT1 dans les CML-AP humaines et de rat en 

hyperprolifération ;  

• l’exploration du possible rôle causal de SIRT1 dans la prolifération des CML-AP, 

au moyen d’outils pour réguler cette désacétylase de façon spécifique ;  

• l’investigation des effets potentiels de l’absence génétique de SIRT1 dans le 

remodelage vasculaire in vivo ;  
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• l’analyse des voies métaboliques pouvant contribuer à l’effet de SIRT1 sur la 

prolifération des CML-AP.  
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Matériel et méthodes 
Modèles in vitro   

A. Culture primaire de cellules du muscle lisse de l’artère 
pulmonaire de rat  
Les cultures primaires de cellules du muscle lisse de l’artère pulmonaire (CML-AP) de rat 

sont dérivées de rats Wistar mâles de 250-300 g. Les animaux sont anesthésiés par injection 

intrapéritonéale de pentobarbital sodique (100 mg/kg). L’ensemble constitué de la trachée, du 

cœur et des poumons est rapidement isolé et rincé dans une solution de Krebs (119 mM NaCl, 

4,7 mM KCl, 2,5 mM CaCl2, 1,17 mM MgSO4, 1,18 mM KH2PO4, 25 mM NaHCO3, 11 mM 

glucose) froide. En utilisant des ciseaux et des pinces de dissection, l’artère pulmonaire est 

isolée, transférée dans du DMEM (Dulbecco’s Modified Eagle Medium) préalablement 

chauffé et supplémenté avec 1% antibiotique/antimycotique et dénudée de l’adventice 

résiduelle. L’artère pulmonaire est ensuite coupée en petits morceaux et incubée dans du 

DMEM 1%  antibiotique/antimycotique enrichi de collagénase de type I (150 U/ml) et 

d’élastase (0,125 mg/ml) à 37°C pendant 90 minutes sous agitation. Le lysat tissulaire obtenu 

est ensuite homogénéisé et filtré à 70 µm. Les CML-AP sont collectées après une 

centrifugation de  5 minutes à 300 g, resuspendues dans du DMEM contenant 15% de SVF 

(sérum de veau fœtal) et 1% antibiotique/antimycotique, et ensemencées dans une flasque de 

25-cm2 tapissée de collagène I. Les cellules sont cultivées à 37°C dans une atmosphère de 

95% d’air et 5% CO2 jusqu’à la sous-confluence, puis trypsinisées et transférées sur des 

flasques de 75-cm2. Le milieu est changé tous les 2 jours. Chaque support de culture est 

préalablement tapissé de collagène I (50 µg/ml in 0,02 N acide acétique) par une incubation 

d’une heure à température ambiante ; avant d’ensemencer les cellules, les supports sont rincés 

une fois avec du PBS (phosphate buffered saline). 

Toutes les expériences sont effectuées entre le 2ème et le 6ème passage. 
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Figure 26 : Représentation schématique de la procédure d’isolement des cellules du muscle lisse de 
l’artère pulmonaire de rat. 
L’artère pulmonaire isolée des poumons de rats Wistar est dénudée du tissu adventitiel résiduel, coupée en petit 
morceaux et sujette à une digestion enzymatique par la collagénase de type I (150 U/ml) et l’élastase (0,125 
mg/ml) pendant 90 minutes à 37°C. Le lysat est ensuite filtré à 70 µm, les CML-AP sont collectées après une 
centrifugation de 5 minutes à 300 g et ensemencées dans une flasque de 25-cm2. 
 

B. Culture des cellules humaines de muscle lisse de l’artère 
pulmonaire  
Les CML-AP humaines ont gracieusement été fournies par nos collaborateurs de l’unité 

Inserm UMR-S999 du Centre Chirurgical Marie Lannelongue. Ces cellules sont obtenues à 

partir d’explants d’artère pulmonaire (diamètre: 5-10 mm) de patients atteints d’HTAP 

idiopathique (CML-AP-HTAP) ou d’autres maladies pulmonaires, notamment de cancer 

(contrôles, CML-AP-CTL). Ces explants sont réalisés lors de prélèvements chirurgicaux et 

sont stockés dans du DMEM à 4°C pendant 48 heures maximum. L’intima et le tissu 

adventitiel résiduels sont ensuite enlevés à l’aide de pinces. La média des vaisseaux est 

coupée en petits morceaux (3-5 mm2), qui sont transférés dans des flasques de culture 

cellulaire. Pour permettre la prolifération des CML-AP, les tissus vasculaires sont incubés 

dans un milieu complet composé de DMEM contenant  glucose (4,5 g/L), SVF (15%), L-

glutamine (2 mM), HEPES (20 mM), EGF (10 U/ml), insuline transferrine sélénium 1X, 

antibiotiques (penicilline 100 U/ml et streptomycine 0,1 mg/ml) et un fongicide (fungizone 

0,05 mg/ml). Après 2 semaines d’incubation environ, les CML-AP collectées dans le milieu 

de culture et le tissu vasculaire sont transférés sur de nouvelles flasques. Les explants de la 

même artère pulmonaire sont transférés plusieurs fois [464]. Les CML-AP, qui nous sont 

fournies congelées entre le 2ème et le 3ème passage, sont utilisées jusqu’au 6ème passage. 
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1. Phénotypage des CML-AP de rat  
 
Cinquante mille CML-AP de rat sont ensemencées dans des plaques de 12 puits contenant des 

lamelles en verre de 18 mm de diamètre, et incubées 24 heures à 37°C pour permettre leur 

adhésion. Les cellules sont ensuite rincées avec du PBS, fixées pendant 15 minutes avec du 

PBS froid supplémenté avec 4% de paraformaldéhyde (pH 7,4), puis elles sont perméabilisées 

avec du PBS enrichi de 0,2% TRITON X-100 pendant 5 minutes. 

L’autofluorescence qui peut dériver d’aldéhydes libres est prévenue par une incubation avec 

du NH4Cl (50 mM dans du PBS) pendant 30 minutes.  

Les sites non spécifiques sont bloqués dans du PBS supplémenté de 5% d’albumine de sérum 

bovin (BSA) pendant 45 minutes sous agitation lente (10 rpm/min). L’incubation avec 

l’anticorps primaire est effectuée pendant la nuit à 4°C sous agitation lente. Pour vérifier le 

phénotype musculaire lisse des CML-AP, les anticorps suivants, dilués dans 500 µl de PBS 

additionné de 1% de BSA, sont utilisés : 

• α actine du muscle lisse (Acris antibodies, AP16262PU-N, 2,5 µg/ml) ; 

• calponine (Santa Cruz, sc-28545, 1 : 200), autre composant des filaments fins de 

l’appareil contractile des CML ; 

• transgeline (Santa Cruz, sc-50446, 1 : 50), protéine liant l’actine faisant partie de la 

famille des calponines. 

Pour chacun des anticorps secondaires un contrôle négatif est réalisé au moyen d’un puits 

contenant 500 µl de PBS avec 1% de BSA exempt d’anticorps primaire. 

Les cellules sont ensuite incubées, sous agitation lente et dans l’obscurité (pour protéger la 

sonde couplée à l’anticorps), avec l’anticorps secondaire pendant 1 heure. 

Enfin, une incubation de 5 minutes sous agitation lente avec 4µM de Hoechst est réalisée afin 

de marquer les noyaux.  

Les incubations ci-dessus, à moins qu’il ne soit spécifié autrement, sont effectuées à 

température ambiante. En outre, entre chaque étape, trois lavages avec du PBS sont effectués. 

Les lames, montées sur une goutte de milieu de montage mowiol, sont stockées dans 

l’obscurité à 4°C jusqu’à leur visualisation au microscope confocal TCS SP8-gated STED 

Leica.   
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Figure 27 : Images représentatives du phénotypage des CML-AP de rat. 
Le marquage de l’α-actine du muscle lisse (à gauche), de la calponine (au centre) et de la transgeline (à droite), 
trois protéines spécifiques du muscle lisse, a permis de vérifier le phénotype musculaire lisse des cellules isolées 
de l’artère pulmonaire de rat.  

2. Transfection transitoire des cellules 
 
Pour diminuer l’expression de SIRT1 dans les CML-AP, une transfection inverse est 

effectuée. Les cellules sont ensemencées dans un milieu de transfection (Santa Cruz, sc-

36868) contenant un réactif de transfection (Santa Cruz, sc-29528) et un mélange de trois 

ARN d’interférence (siARN) dirigés spécifiquement contre SIRT1 (siSIRT1, Santa Cruz, sc-

108043 pour les CML-AP de rat et sc-40986 pour les CML-AP humaines) ou n’ayant pour 

cible aucun ARNm connu (control siARN-A, sc-37007). De manière plus détaillée, une 

solution contenant le milieu de transfection (8µl) et le réactif de transfection (0,48 µl) 

(solution A) ainsi qu’un volume similaire du milieu de transfection supplémenté par 5 pmol 

du siARN (solution B) sont préparés. La solution A est ajoutée à la solution B et ce mélange 

est incubé pendant 45 minutes à température ambiante dans l’obscurité, et est ensuite dilué 

dans du milieu de transfection pour obtenir un volume final de 48 µl. Les volumes définis ci-

dessus sont utilisés pour la transfection de 20 000 CML-AP de rat ou 15 000 CML-AP 

humaines, dans un puits d’une plaque 96 puits. Les cellules sont centrifugées, lavées une fois 

avec du milieu de transfection, et resuspendues avec le mélange A+B, pour ensuite être 

ensemencées. Six heures après la transfection, 48 µl de DMEM supplémenté de 30% de SVF 

et 2% antibiotique/antimycotique sont ajoutés au milieu de transfection. Vingt-quatre heures 

après le début de la transfection, les cellules transfectées avec le siARN contrôle ou dirigé 

contre SIRT1 sont rincées puis cultivées 24 heures dans un milieu contenant 0,5% de SVF ; 

les cellules ensuite sont traitées. Le taux de transfection, évalué par cytométrie en flux en 

utilisant un siARN couplé à l’isothiocyanate de fluorescéine FITC (Santa Cruz, sc-36869), est 

d’environ 60%. L’évaluation de l’efficacité de la transfection par détection de la protéine 

SIRT1 indique qu’après 48 heures de transfection, et donc au moment où le traitement est 
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appliqué, la quantité de cette désacétylase est réduite de 70% dans les CML-AP de rat et de 

85% dans les CML-AP-CTL humaines ; ce niveau reste en outre stable jusqu’à la fin du 

traitement qui dure 24 heures. 

3. Infection des cellules 
Pour augmenter l’expression de SIRT1 dans les CML-AP, une infection par adénovirus est 

réalisée. Trois mille CML-AP de rat par puits sont alors ensemencées dans des plaques 96 

puits et incubées pendant 24 heures à 37°C pour permettre leur adhésion. Cent µicrolitres de 

milieu de culture composé de 0,5% SVF et 1% antibiotique/antimycotique et contenant 

300 000 particules virales sont ensuite ajoutés par puits. Les cellules sont notamment 

infectées par des adénovirus de sérotype 5 surexprimant la β galactosidase, utilisés en tant que 

contrôle, ou par des adénovirus surexprimant la séquence codant la forme sauvage de la 

SIRT1 murine (Vector Biolabs). La MOI (multiplicity of infection) utilisée, c’est-à-dire le 

rapport entre les adénovirus utilisés et le nombre de cellules à infecter, est de 100. Ving-

quatre heures après le début de l’infection les cellules sont stimulées, et après 24 heures 

supplémentaires la prolifération est mesurée au moyen du test WST-1. L’efficacité de 

l’infection est évaluée par détection de la protéine SIRT1 après 24 heures d’infection, et donc 

au moment où le traitement est appliqué : le niveau protéique est augmenté de 470%, et reste 

stable jusqu’à la fin du traitement. 

4. Stimulation des cellules 
 
Après 24 heures d’incubation dans le milieu contenant 0,5% de SVF et 1% 

antibiotique/antimycotique, les CML-AP sont pré-incubées avec l’un des composés suivants : 

STAC-3 10µM (Santa Cruz, sc-222315), sirtinol 5µM (Santa Cruz, sc-205976) et SRT1720 

1µM (APExBIO A4180). L’incubation est réalisée, dans ce même milieu additionné de 0,5% 

de SVF et 1% antibiotique/antimycotique pendant 2 heures. Les cellules contrôles sont 

traitées avec le même volume de diméthylsulfoxyde qui est le solvant utilisé pour solubiliser 

les composés, La prolifération de ces CML-AP de rat est ensuite induite avec du PDGF 

(Platelet Derived Growth Factor) (10 nM) pendant 24 heures. Etant donné que les CML-AP 

dérivées de patients HTAP gardent leur phénotype hyperprolifératif en culture, aucune 

molécule n’est utilisée pour stimuler leur croissance.   

Vingt-six heures après le début  de la pré-incubation, soit la prolifération cellulaire est 

mesurée, soit les cellules sont rincées deux fois avec du PBS préalablement chauffé avant 
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d’être congelées et stockées à -80°C pour des analyses biochimiques ultérieures, soit ces 

cellules sont marquées pour être ensuite observées au microscope confocale.  

5. Etude de la prolifération des CML-AP 

a) Incorporation du BrdU 
L’incorporation du BrdU, un analogue de la thymidine qui est un composant de l’ADN, a été 

évaluée à l’aide d’un kit commercial (Millipore, 2750). Pour faire court, le BrdU a été ajouté 

au milieu de culture juste après l’induction de la prolifération avec le PDGF. Après les 24 

heures de stimulation, les cellules (20 000 CML-AP de rat ou 15 000 CML-AP humaines par 

puits dans de plaques p96) ont été fixées et perméabilisées pour permettre l’entrée de 

l’anticorps primaire dirigé contre le BrdU. Un anticorps secondaire couplé à la peroxydase a 

alors permis, après ajout de son substrat, d’estimer la quantité de BrdU en mesurant 

l’absorbance à 450 nm ; ceci a ainsi  permis de révéler les cellules en réplication dans chaque 

condition. 

b) WST-1 (Water Soluble Tetrazolium salt) 
Le WST-1 est un sel de tétrazolium stable qui est clivé en formazan par des déshydrogénases 

mitochondriales. Après 24 heures d’incubation avec le PDGF, les cellules (3 000 par puits 

d’une plaque p96) sont incubées avec le WST-1 (Roche, 11644807001) pendant 4 heures. A 

l’issue de cette incubation, le formazan produit est quantifié à l’aide d’un spectrophotomètre. 

Sachant que le clivage du WST-1 n’est réalisé que par des enzymes actifs, la quantité de 

formazan est un index du nombre de cellules métaboliquement actives dans la culture. 

c) Comptage de  cellules 
Pour réaliser le comptage de cellules, 30 000 CML-AP de rat sont ensemencées dans des 

plaques de 24 puits (p24). Après 24 heures de stimulation avec le PDGF, les cellules sont 

trypsinisées et comptées à l’aide d’une cellule de Malassez, un hématimètre. Au moins 3 

comptages par puits sont effectués.  

d) Détection de PCNA 
La prolifération des CML-AP est aussi évaluée via la détection par Western blot de PCNA 

(proliferationg cell nuclear antigen), une protéine faisant partie de la famille de clamps 

glissant, dont le rôle est d’augmenter la processivité des ADN polymérases réplicatives. Son 

niveau d’expression est ainsi un index de l’état de prolifération cellulaire : la réplication 

d’ADN est d’autant plus importante que l’expression de cette protéine est élevée. 
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6. Etude de la mortalité des CML-AP 
 

La sonde fluorescéine diacétate a été utilisée pour mesurer le taux de mortalité cellulaire ; la 

nécrose pour sa part a spécifiquement été évaluée avec l’iodure de propidium. Après 

traitement, les cellules ont été incubées avec 0,1 µg/ml de fluorescéine diacétate pendant 10 

min à température ambiante. Une concentration finale de 10 µg/ml d’iodure de propidium est 

ajoutée à chaque échantillon quelques minutes avant la mesure au cymomètre Cell Lab 

Quanta MPL (Beckman Coulter, Villepinte, France). Pour chaque échantillon, au moins 7 500 

cellules sont analysées. Les débris et les agrégats cellulaires sont exclus de l’analyse. Le 

fluorescéine diacétate est clivé par les estérases cellulaires, ce qui libère le produit fluorescent 

(la fluorescéine). Ainsi, seules les cellules vivantes peuvent être fluorescentes puisque les 

estérases ne sont plus actives dans les cellules mortes. En ce qui concerne l’iodure de 

propidium, seules les cellules nécrotiques, qui ont perdu leur intégrité membranaire, peuvent 

être marquées par cette molécule fluorescente s’intercalant entre les acides nucléiques (ADN 

et ARN).  

7. Observation du réseau mitochondrial  
 
Les cellules sont ensemencées sur des lames de 18 mm de diamètre tapissées de collagène I et 

incubées toute la nuit à 37°C. Après 24 heures d’incubation dans un milieu contenant 0,5% de 

SVF puis 24 heures de stimulation, les cellules sont mises en présence de Mito-Tracker 

Orange (500 nM) à 37°C pendant 15 minutes afin de marquer les mitochondries. Pour 

marquer la cellule entière, la calcéine AM (aceto-methoxy) (1 µM) est ajoutée et incubée à 

37°C pendant 15 minutes. Les cellules sont ensuite lavées trois fois avec du PBS, fixées avec 

du paraformaldéhyde 4% pendant 10 min à 37°C, traitées avec 50 mM de NH4Cl pendant 5 

min à température ambiante et montées à l’aide du milieu de montage mowiol.  

La fluorescence est observée à l’aide d’un microscope confocal Carl Zeiss LSM-510. Le 

Mito-Tracker Orange et la calcéine sont respectivement excités à une longueur d’onde de 

568nm et 488nm, et leur fluorescence est récupérée à une longueur d’onde de 570nm et 515-

530nm.  

Après la reconstruction en trois dimensions des cellules à partir d’une série d’images de 

chaque cellule à différentes hauteurs, les données sont importées et subissent une 

déconvolution à l’aide du logiciel AutoDeblur AutoVisualize (MediaCybernetics, Bethesda, 

MD). Les images ainsi traitées sont alors analysées par le logiciel IMARIS (Bitplane 

Company, Zurich) qui, grâce à une fonction permettant la reconnaissance d’objets, est capable 
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de reconnaître chaque mitochondrie de la cellule analysée et d’en donner les caractéristiques 

telles que le volume, la surface et la sphéricité. La fluorescence émise par la calcéine permet 

un calcul précis du volume cellulaire par ce même logiciel. Les informations délivrées par 

IMARIS permettent ainsi de faire des tests statistiques sur l’ensemble de la population 

mitochondriale de la cellule. 

8. Extraction d’ARN messager et analyse de PCR quantitative en temps réel 
(qPCR)  
 

Les ARNs totaux sont extraits des cellules en ayant recours à la procédure standard du TRIzol 

(phénol + guanidine isothicyanate, Molecular Research Center). Le protocole est composé des 

étapes successives que sont l’homogénéisation, la séparation des phases, la précipitation, le 

rinçage et enfin la solubilisation des ARNs.  

La solution de TRIzol est répartie à raison de 1 ml par boîte de Petri de 60 mm de diamètre 

(300 000 CML-AP) ; après avoir gratté les CML-AP, la suspension obtenue est transférée 

dans un tube conique contenant des billes en céramique (MoBio) pour être broyée à l’aide 

d’un microbroyeur Precellys 24 (Bertin Technologies) ; la procédure de broyage s’effectue 

selon deux séquences de 5 secondes avec 5 secondes d’une pause intermédiaire.  

Un volume de 200 µl de chloroforme est alors ajouté à l’homogénat ; après une agitation 

vigoureuse, les échantillons sont centrifugés à 10 000 g pendant 15 minutes à 4°C. La 

centrifugation permet la séparation de trois phases : une phase inferieure organique rose claire 

correspondant au phénol-chloroforme contenant les protéines, une interphase blanche 

correspondant à l’ADN génomique et une phase aqueuse supérieure incolore contenant les 

ARNs.  

La précipitation des ARNs est ensuite permise par l’ajout de 500 µl d’alcool isopropylique à 

la phase aqueuse. Après une incubation à -20°C durant la nuit, les échantillons sont 

centrifugés pendant 15 minutes à 12 000 g à 4°C : les ARNs forment alors un culot blanc. Ce 

culot d’ARNs est rincé deux fois avec de l’éthanol à 75%, et ensuite séché à l’air libre 

pendant 15 minutes à température ambiante. Les ARNs sont resuspendus dans 15 µl d’eau 

exempte de nucléases.  

La quantité et la qualité des ARNs sont vérifiées en mesurant l’absorbance aux longueurs 

d’onde de 260 nm (pique d’absorbance des acides nucléiques) et 280 nm (pique d’absorbance 

des protéines). Notons ici qu’une unité d’absorbance (UA) à 260 nm équivaut à 40µg/ml 
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d’ARN et qu’un rapport A260/A280 compris entre 1,8 et 2 est un index d’une préparation 

pure d’ARN. 

La transcription inverse est effectuée à partir d’1 µg d’ARN en utilisant un kit (BioRad) de 

synthèse d’ADN complémentaire, en suivant le protocole du fabriquant. Brièvement, un 

mélange réactionnel et l’enzyme transcriptase inverse sont ajoutés à 1 µg d’ARN ; 

l’échantillon est ensuite chauffé à 25°C pendant 5 minutes, puis à 42°C pendant 30 minutes, 

et enfin à 85°C pendant 5 minutes. En fin de réaction, les ADNs complémentaires sont dilués 

à 1 ng/µl. Des contrôles négatifs sont réalisés sans la transcriptase inverse pour s’assurer de 

l’absence d’ADN génomique.  

L’estimation du niveau d’expression génique est réalisée au moyen d’un système de détection 

rapide de réaction en chaîne par polymérase (PCR) quantitative (BioRad) en utilisant la 

méthode SYBR-Green. Les réactions de PCR sont réalisées dans un volume de 15µl dans des 

p96 pour une quantité de matrice (ADN complémentaire) de 5 ng. Le mélange réactionnel 

contient les amorces sens et anti-sens (0,5 µM). Pour vérifier l’absence de contaminations 

exogènes, un contrôle sans aucun échantillon est réalisé. Le protocole de PCR comprend une 

première étape à 95°C pendant 30 secondes, suivie par 40 cycles avec une étape à 95°C de 5 

secondes et une autre de 20 secondes entre 58-65°C selon les amorces (Tableau 2). La courbe 

de fusion est réalisée pour vérifier qu’un seul produit est amplifié, ce qui se manifeste par la 

présence d’un pic unique sur le tracé. 

Pour chaque gène, une courbe de calibration est construite après l’analyse de dilutions en série 

d’ADN complémentaire, et est utilisée pour calculer la concentration des échantillons et 

déterminer l’efficacité d’amplification. TBP (TATA-Binding Protein), RPL32 (Ribosomal 

Protein Large 32), RPLP2 (Ribosomal Protein Large P2) et la protéine 14-3-3 zeta/delta 

(YWHAZ) sont utilisés comme gènes de référence des CML-AP de rat pour obtenir un 

facteur de normalisation calculé par le logiciel GeNorm. Pour ce qui est des CML-AP 

humaines, les gènes de référence utilisés sont RPL32, TBP, RPLP0 (Ribosomal Protein Large 

P0) et RPL4 (Ribosomal Protein Large 4). 
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Tableau 2 : Séquences et températures d’hybridation des amorces utilisées. 
ERRα : estrogen related receptor ; GABP : GA-binding protein ; GCN5 : general control of amino acid 
synthesis protein 5-like 2 ; GPX1 : glutathion peroxydase 1 ; NAMPT : nicotinamide phosphoribosyltransferase 
; PPARα : peroxisome proliferator-activated receptor α ; RPLP0/2 ; RPL4/32 : ribosomal protein L4/32 ; 
SIRT1/3 : sirtuine 1/3; SOD2 : superoxyde dismutase 2 ; TBP : TATA binding protein ; TFAM : mitochondrial 
transcription factor ; YWHAZ : 14-3-3 protein zeta/delta. 

9. Etude de l’expression protéique via Western blot 
 
Grâce à la technique de Western blot, il est possible de mettre en évidence une protéine 

spécifique au sein d’un lysat cellulaire. Une étape d’électrophorèse permet de séparer les 

protéines, une étape de transfert les rend accessibles à la détection par les anticorps, et enfin 

une étape de révélation permet leur détection. 

Les protéines sont extraites des cellules à l’aide d’un tampon de lyse, dont la composition est 

décrite dans le tableau 3. Après 30 min d’incubation dans la glace, une centrifugation à 15 
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000 g pendant 20 minutes est effectuée pour précipiter les fragments de membrane cellulaire. 

Le surnageant est récupéré et la concentration protéique est déterminée par la technique 

colorimétrique du kit SMARTTM BCA (iNtRON Biotechnology), qui utilise de l’acide 

bicinchoninique à 98% et du sulfate de cuivre II à 2% (Sigma Aldrich). Les ions cuivriques 

Cu2+ sont réduits en ions cuivreux Cu+ par les protéines, formant ainsi avec l’acide 

bicinchoninique un complexe pourpre dont l’absorbance à 540 nm mesurée par un 

spectrofluorimètre (TECAN-Genios) est proportionnelle à la quantité protéique. Leur 

concentration est déterminée par rapport à une gamme de BSA. 

Entre 30 et 50 µg de protéines sont séparés selon leur poids moléculaire par électrophorèse 

dénaturante en gel de polyacrylamide (8-15%). Les échantillons sont dilués au demi dans du 

tampon de charge (62,5mM Tris, 25% glycérol, 0,01% bleu de bromophénol, 2% 

dodécylsulfate de sodium, 5% dithiothréitol), puis incubés pendant 5 min à 95°C. Les 

protéines sont ainsi dénaturées et chargées négativement par le dithiothréitol et le 

dodécylsulfate de sodium. Les échantillons migrent ensuite sous l’action d’un champ 

électrique de 120 V dans un premier gel de concentration à 5% d’acrylamide (17% bis 

acrylamide 30:0.8, 0,189 mM Tris pH 6.8, 0,1% dodécylsulfate de sodium, 0,1% ammonium 

persulfate, 0,001% Temed), et ensuite dans un gel de séparation à 8-15% d’acrylamide (selon 

la taille de la protéine d’intérêt) (pH 8,3) immergé dans un tampon de migration (0,3% Tris, 

1,44% glycine, 0,1% dodécylsulfate de sodium).  

En fin d’électrophorèse, les protéines sont transférées du gel de polyacrylamide vers une 

membrane de polyvinylidène difluoride (Immobilon, Millipore) pendant 1h30 à 4°C sous 

l’action d’un champ électrique de 110 V. La membrane est préalablement activée par de 

l’éthanol et équilibrée par du tampon de transfert (0.3% glycine, 0.3% Tris, 20% éthanol). 

Cette étape permet de charger la membrane positivement afin qu’elle retienne les protéines 

(chargées négativement). 

Après l’étape de transfert, les sites de liaisons non spécifiques des anticorps sont saturés par 

incubation des membranes pendant 1 heure dans du tampon PBS additionné de 0,1% de 

Tween (PBS-T 0,1%) contenant 5% de lait écrémé en poudre. Les membranes sont ensuite 

incubées toute la nuit à 4°C ou 2 heures à température ambiante avec l’anticorps primaire 

dirigé spécifiquement contre la protéine d’intérêt (tableau 4), puis 1 heure à température 

ambiante avec un anticorps secondaire couplé à l’enzyme peroxydase. Entre chaque étape, les 

membranes sont lavées 3 fois avec du PBS-T 0,1% pendant 10 min. Les protéines d’intérêt 

sont enfin mises en évidence par chimioluminescence. Pour ce faire, les membranes sont 

incubées pendant 5 min avec le substrat de la peroxydase (Luminata Crescendo ou Forte, 
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Millipore ou Femto, ThermoScientific). Le substrat est oxydé par l’enzyme et émet un signal 

lumineux visible à l’aide d’une caméra CCD (ChemiDoc XRS+Bio-rad). Le signal est 

quantifié à l’aide du logiciel Quantity One (Bio-rad) et normalisé par un contrôle de charge 

(β-actine pour les CML-AP humaines ou vinculine pour les CML-AP de rat). 

 

 
Tableau 3 : Composition du tampon de lyse pour l’extraction des protéines. 
Le TRITON X-100, le dodécylsulfate de sodium et l’acide désoxycholique présents dans le tampon RIPA 
(Radio-ImmunoPrecipitation Assay) sont des détergents utilisés pour dissocier les intéraction protéine-protéine, 
protéine-lipide et lipide-lipide et pour dénaturer la structure protéique. Tous les produits ne faisant pas partie du 
tampon RIPA sont ajoutés extemporanément. Le fluorure de sodium (NaF), le pyrophosphate de sodium 
(NaPPi), le glycerophosphate (C3H7O6PNa2) et l’orthovanadate de sodium (Na3VO4) sont des inhibiteurs de 
phosphatases. Le fluorure de phénylméthylsulfonyle (PMSF) est un inhibiteur de protéase, qui agit de concert 
avec le mix anti-protéase (ROCHE) et l’EDTA présent dans le tampon RIPA qui inhibe, notamment, les 
métalloprotéases. Le dithiothréitol, quant à lui, est un agent réducteur. 
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Tableau 4 : Anticorps utilisés pour les Western blots. 
Ac-FOXO1 : FOXO1 acétylé ; Ac-histone H1 : histone H1 acétylé; GLUT1 : glucose transporter 1 ; HIF-1α : 
hypoxia-inducible factor-1α ; NAMPT : nicotinamide phosphoribosyltransferase ; PCNA : proliferating cell 
nuclear antigen ; PGC-1α : peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator-1α ; SIRT1 : sirtuine 
1 ; TFAM : mitochondrial transcription factor A ; VDAC : voltage-gated anion channel. 

10. Immunoprécipitation 
 
Pour mesurer l’acétylation de protéines d’intérêt, une approche d’immunoprécipitation (IP) en 

condition dénaturante est utilisée. 

Les cellules sont resuspendues dans un tampon de lyse dénaturant (1% dodécylsulfate de 

sodium, 50mM Tris HCL, 5 mM EDTA, 10 mM dithiothréitol, 1 mM PMSF, 15 U/ml de 

DNase I à pH 7,4), additionné d’un cocktail d’inhibiteurs de protéases (Roche + PMSF 0,2 

mM) et un cocktail d’inhibiteurs de désacétylases (Santa Cruz), puis le lysat est chauffé à 

95°C pendant 5 minutes. Pour éviter que le dodécylsulfate de sodium dégrade les anticorps 

pendant l’IP, le lysat est resuspendu dans un tampon de lyse non dénaturant (1% Triton, 50 



 107 

mM Tris HCl, 5mM EDTA, 300 mM NaCl, 0,02% azide de sodium, 1 mM PMSF, à pH 7,4) 

complété par les cocktails d’anti-protéases et anti-désacétylases cités ci-dessus. Ici, le Triton 

interagit avec le dodécylsulfate de sodium, formant ainsi des micelles. La lyse est  achevée 

avec une seringue munie d’une aiguille 25G, puis le lysat est centrifugé 30 minutes à 20 000 

g, à 4°C. 

Ensuite, les complexes billes/anticorps sont préparées. Des billes magnétiques (Millipore) 

sont lavées dans du PBS-T 0,1%, puis bloquées dans un tampon PBS-T 0,1% supplémenté de 

2% BSA pendant une heure à 4°C. Après rinçage dans du PBS-T 0,1%, les billes sont 

incubées avec l’anticorps dirigé contre les lysines acétylées (Cell signalling, 9681) pendant 

une heure à 4°C. 

Après lavage des complexes billes/anticorps avec du PBS-T 0,1%, l’IP est effectuée. Ainsi, le 

lysat protéique est ajouté à ces complexes puis incubé pendant la nuit à 4°C. Les complexes 

billes/anticorps/antigènes sont ensuite rincés dans du PBS-T 0,1%, resuspendus dans du 

tampon Laemmli, chauffés 10 minutes à 70°C puis vortexés. 

L’immunoprécipitat est récupéré puis déposé sur gel pour être ensuite analysé par western 

blot. 

Modèle in vivo : les souris KO SIRT1 générales indu ctibles 
soumises à hypoxie chronique 

A. Description des souris 
 
Les souris knock out (KO) SIRT1 générales inductibles ont été gracieusement fournies à notre 

équipe par le Dr David Sinclair. Au sein de son laboratoire, des souris C57BL/6J ont été 

croisées avec des souris exprimant, de façon ubiquitaire (sous le contrôle du promoteur de 

l’ubiquitine, Ub), la protéine de fusion Cre-ERT2, constituée par la recombinase Cre et le 

domaine de liaison du récepteur des œstrogènes (ERT2) muté. En absence de tamoxifène, qui 

est un modulateur sélectif des récepteurs des œstrogènes, Cre-ERT2 est retenue dans le 

cytoplasme. La liaison du tamoxifène à l’ERT2 engendre la translocation de Cre-ERT2 dans 

le noyau, où elle peut recombiner ces substrats, à savoir  des séquences d’ADN flanquées des 

séquences loxP (flox), en causant ainsi leur excision du génome. La descendance de ce 

croisement (C57BL/6J Ub-CreERT2) a ensuite été croisée avec des souris où l’exon 4 de la 

SIRT1, qui fait partie du domaine catalytique (exons 3-8), était flanqué (SIRT1 flox/flox). Le 

résultat est la production de souris où il est possible d’induire, après injection de tamoxifène,  
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la délétion de SIRT1 au stade adulte, ce qui permet de s’affranchir des problèmes 

développementaux observés chez les souris KO SIRT1 dans la lignée germinale [465].  

1. Le génotypage des souris 
 
Afin de vérifier l’invalidation du gène SIRT1, un génotypage des souris est effectué. L’ADN 

génomique est extrait de la queue de souris avec la méthode « à la soude » (NaOH) : une 

partie de la queue est incubée avec du NaOH à 50mM à 95°C pendant 45 minutes, du trisHCl 

est ajouté et les queues désagrégées sont enfin centrifugées pendant 15 minutes à 4°C à 14000 

rpm.  

Une PCR est ensuite effectuée à partir de 2 µl de surnageant avec les amorces détaillées ci-

dessous, afin d’amplifier un segment, présent uniquement chez les souris SIRT1 KO, qui 

contient une partie du promoteur de l’ubiquitine et une partie du gène codant pour la protéine 

de fusion CreERT2.  

Ubc-Pro : 5'- GAG GGG AGG GAT AAG TGA GG -3' 

Cre2 : 5'- GCA AAC GGA CAG AAG CAT TT -3' 

Pour avoir la certitude que l’absence de bande correspond bien à une souris contrôle et non à 

un problème pendant la PCR ou un oubli de charge, le gène XIAP (X-linked inhibitor of 

apoptosis protein), qui est toujours présent est également amplifié. Les amorces utilisées sont 

les suivantes : 

XIAP (s) : 5’- GCA CGG ATC GTT ACT TTT GG -3’ 

XIAP (as): 5’- GGC TGC TAA GAT TGC TGG AA -3’ 

 

Précisons ici que l’’invalidation du gène SIRT1 est également vérifiée par Western blot. 

2. Le traitement des souris 
 
Des souris femelles SIRT1 flox/flox, exprimant ou non CreERT2, sont injectées à environ 3 

mois d’âge avec une dose de 120 mg/kg de tamoxifène (une injection de 30 mg/kg/jour 

pendant quatre jours consécutifs). Chez les souris présentant CreERT2, le tamoxifène induit la 

translocation de cette protéine de fusion dans le noyau où elle excise l’exon 4 de SIRT1 

(souris KO SIRT1) ; chez les souris qui n’expriment pas la CreERT2, le tamoxifène ne peut 

pas s’y lier, et par conséquent l’exon 4 n’est pas excisé (souris contrôles). Après 21 jours, 

temps auquel la délétion de SIRT1 est induite, les souris contrôles et KO sont divisées en 

deux groupes : 11 souris (5 contrôles et 6 KO) sont gardées en normoxie (21% O2), alors que 
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12 souris (6 contrôles et 6 KO) sont placées, pour induire le remodelage vasculaire de l’artère 

pulmonaire, dans un caisson à hypoxie (10% O2) généreusement mis à disposition par nos 

collaborateurs de l’hôpital Marie Lannelongue. A l’issue de 21 jours de normoxie ou 

d’hypoxie, la pression systolique du ventricule droit est mesurée, l’index de Fulton est 

déterminé pour évaluer l’hypertrophie cardiaque droite (Index Fulton = poids du ventricule 

droit/(poids du ventricule gauche+septum)), et les poumons sont congelés pour des analyses 

d’immunohistochimie afin d’evaluer la muscularisation vasculaire et d’autres analyses 

biochimiques, tels que des Western blot.  

 
Figure 28 : Représentation schématique du protocole utilisé pour l’étude in vivo. 
Des souris femelles âgées d’environs trois mois sont injectées une fois par jour pendant 4 jours consécutifs avec 
du tamoxifène (dose finale 120 mg/kg) pour induire la délétion de SIRT1 chez les souris présentant l’exon 4 du 
gène de cette désacétylase flanqué des séquences flox. Trois semaines après ces injections, les souris sont 
sujettes soit à une normoxie (21% O2) soit à une hypoxie chronique (10% O2) pendant trois semaines. A l’issue 
de cette période, la pression du ventricule droit est mesurée, les animaux sont sacrifiés, et d’autres paramètres 
pour l’évaluation du remodelage vasculaire et cardiaque sont analysés.  

3. Evaluation du remodelage vasculaire et cardiaque chez les souris 

a. Paramètres hémodynamiques  
 
La mesure des paramètres hémodynamiques est réalisée au Centre Chirurgical Marie 

Lannelongue du Plessis Robinson après l’anesthésie des souris avec de l'isoflurane (4%, 3 

L/min) via une chambre à induction (Minerve, Esternay, France). Les souris sont ensuite 

pesées et maintenues endormies à l'aide d'un masque, qui diffuse du gaz à un débit de 1 L/min 

avec 1-2% d’isoflurane. 

Après une incision cutanée en regard du sternum, un cathéter est inséré dans le ventricule 

droit par voie transthoracique afin de mesurer la pression ventriculaire droite et la fréquence 

cardiaque.  

Les mesures sont enregistrées par une station d'acquisition (PowerLab 4/35) et analysées en 

utilisant le logiciel LabChart (ADInstruments, Oxford, United Kingdom). 
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Les souris sont ensuite euthanasiées par exsanguination via l’artère aorte puis par dislocation 

cervicale. 

b. Hypertrophie cardiaque droite 
 
Après le sacrifice, le cœur est rapidement prélevé. Une fois les oreillettes enlevées, le 

ventricule droit est minutieusement séparé du ventricule gauche et du septum. En cas 

d’hypoxie chronique, le ventricule droit s’hypertrophie afin de s’adapter à l’augmentation de 

la résistance vasculaire pulmonaire. Pour apprécier ce remodelage cardiaque, le ventricule 

droit et le ventricule gauche plus le septum sont pesés, ce qui permet de calculer ensuite 

l’index de Fulton, obtenu en divisant le poids du ventricule droit par celui du ventricule 

gauche+septum.    

c. Muscularisation des artères pulmonaires 
 
Après avoir prélevé le cœur, une ligature est réalisée au niveau du hile du poumon gauche. Le 

lobe est sectionné en aval et congelé dans de l’azote liquide pour analyses biochimiques. En 

ce qui concerne le poumon droit, une solution 1 :1 de matrice OCT (optimal cutting 

temperature) et de sérum physiologique y est injectée par un prolongateur de cathéter inséré 

dans la trachée. Quand le poumon est distendu, la trachée est ligaturée, le poumon est prélevé 

et congelé dans de l’isopentane préalablement refroidi dans de la carboglace puis stocké à -

80°C. Des coupes de 7µm des poumons congelés sont ensuite réalisées en utilisant un 

cryomicrotome LEICA CM3050, et sont stockées à -80°C jusqu'au marquage ultérieure. Les 

coupes sont séchées à l’air libre à température ambiante pendant une heure, et sont enfin 

rehydratées avec du PBS pendant 10 minutes. La fixation des tissus est ensuite effectuée avec 

du paraformaldéhyde froid pendant 10 minutes à température ambiante. Trois lavages de 5 

minutes avec du NH4Cl 50mM sont réalisés pour éteindre l’autofluorescence du tissu. Les 

coupes sont saturées pendant une heure à température ambiante dans du PBS supplémenté de 

2% de BSA. 

Les tissus sont ensuite incubés pendant une heure à 37°C avec les anticorps primaires dirigés 

contre l’α actine du muscle lisse (Sigma, F3777, 1 : 200) et le facteur endothélial de Von 

Willebrand (DAKO, A0082, 1 : 600) dans du PBS contenant 2% de BSA. 

L’incubation avec l’anticorps secondaire est réalisée pendant une heure à température 

ambiante. Pour marquer les noyaux, la sonde Hoechst (4 µM) diluée dans du PBS est incubée 

pendant une minute à température ambiante. Toutes les étapes sont séparées par trois lavages 
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de 5 minutes avec du PBS. Le montage est effectué en utilisant le milieu de montage DAKO 

(DAKO, S3023).  

Les échantillons sont observés au videomicroscope AXIO-OBSERVER Z1 – COLIBRI® – 

TIRF 3 : les artères pulmonaires de résistance (avec un diamètre inférieure à 50 µm) sont 

discriminées en artères pulmonaires non muscularisées, partiellement muscularisées ou 

totalement muscularisées. La première classe comprend les vaisseaux qui ne sont pas 

composés de muscle lisse, la deuxième présente les vaisseaux ayant une couche de muscle 

lisse présente uniquement sur une partie de la circonférence de l’artère et les vaisseaux faisant 

partie de la troisième classe montrent une muscularisation sur l’ensemble du pourtour de 

l’artère (figure 29).  

Au moins 100 artères pulmonaires sont analysées pour chaque souris. 

 
Figure 29 : Images représentatives des artères pulmonaires de souris non muscularisée, partiellement 
muscularisée et totalement muscularisée. 
Des sections (7 µm) sont réalisées à partir de poumons congelés, et sont marquées avec un anticorps dirigé 
contre le facteur endothélial de Von Willebrand (VWF) et un anticorps dirigé contre l’α-actine de muscle lisse (α 
SMA) couplé à l’isothiocyanate de fluorescéine, un dérivé de la fluorésceine. L’anticorps primaire contre le 
facteur de Von Willebrand est detecté via un anticorps secondaire couplé à Alexa Fluor 546. Les noyaux sont 
visualisés au moyen d’un marquage avec la sonde fluorescente Hoechst. 

4. Etude de l’expression protéique via Western blot 
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Les protéines contenues dans environ 10 mg de tissu pulmonaire sont extraites à 4°C dans 250 

µl de tampon de lyse dont la composition est décrite dans le Tableau 3 à l’aide d’une 

homogénéisation mécanique au moyen d’un micro-broyeur Precellys 24 (Bertin, France). 

Pour les étapes suivantes, le protocole est identique à celui utilisé pour détecter les protéines 

issues des cellules.  

Analyse statistique  
 

Les données sont exprimées en moyenne ± SEM. 

Les éventuelles différences entre les traitements (véhicule, PDGF, PDGF+Stac-3 ou 

PDGF+SRT1720) sur les CML-AP de rat sont déterminées en utilisant un test ANOVA 

(analysis of variance) à une voie suivi d’un test post-hoc non paramétrique Newman-Keuls. 

En ce qui concerne les expériences d’intérference par ARN et de stimulation avec le sirtinol, 

les différences entre les quatre groups (véhicule ou scramble, sirtinol ou siSIRT1, PDGF et 

PDGF+sirtinol ou PDGF+siSIRT1) sont evaluées via un test ANOVA à deux voies suivi d’un 

test post-hoc non paramétrique Newman-Keuls. 

Concernant l’étude menée sur les souris KO SIRT1 ou contrôles, les quatre groupes (contrôle 

en normoxie, KO SIRT1 en normoxie, contrôle en hypoxie, et KO SIRT1 en hypoxie) sont 

confrontés au moyen d’un test ANOVA à deux voies suivi d’un test post-hoc non 

paramétrique Newman-Keuls. 

Les CML-AP provenant de patients HTAP et de patients contrôles sont comparées en utilisant 

le test U non paramétrique Mann-Whitney.  

Les différences sont considérées comme significatives lorsque la valeur p est inférieure à 

0,05.  
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Résultats 
I. Le profil métabolique des CML-AP dérivées de patients atteints 
d’HTAP 
Le niveau protéique de la citrate synthase, enzyme de la matrice mitochondriale catalysant la 

première réaction du cycle de Krebs, et de VDAC (voltage-gated anion channel), canal 

ionique localisé sur la membrane mitochondriale externe, est diminué dans les CML-AP de 

patients HTAP (CML-AP-HTAP) en comparaison avec les CML-AP contrôles (CML-AP-

CTL) (figure 30A). Etant donné que ces enzymes sont considérées comme des marqueurs de 

la masse mitochondriale, nous pouvons suggérer que dans l'HTAP, les CML-AP présentent 

une perte partielle de cette masse. Cela pourrait être le résultat d’une diminution de la 

production de nouvelles mitochondries en raison d’une inhibition de la biogénèse 

mitochondriale. Pour tester cette hypothèse, nous avons mesuré le contenu du régulateur clé 

de la biogenèse mitochondriale, PGC-1α. Effectivement, l’expression de ce co-activateur 

transcriptionnel est réduite d’environ 30% dans les CML-AP-HTAP, confirmant ce qui a été 

observé dans une étude précédente [285]. De plus, le contenu en ARNm des facteurs de 

transcriptions PPARα et ERRα, dont l’activité est stimulée par PGC-1α, et de l’enzyme 

antioxydante SOD2, dont PGC-1α trans-active la transcription, est aussi diminué dans le 

CML-AP dérivant de patients atteints d’HTAP (figure 30B). Dans le même temps, le niveau 

d’expression de GLUT1 (glucose transporter 1), protéine uniport facilitant le transport du 

glucose à travers la membrane plasmatique, et de la lactate déshydrogénase, enzyme qui 

convertie le pyruvate en lactate, est augmenté (figure 30C). Ces résultats suggèrent donc un 

déséquilibre du métabolisme énergétique favorisant l’augmentation de la voie glycolytique 

cellulaire au détriment des phosphorylations oxydatives. 
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Figure 30 : Le profil métabolique des CML-AP-HTAP. 
(A) Les blots représentatifs, à gauche, et les histogrammes relatifs, à droite, révèlent une diminution de 
l’expression protéique des deux marqueurs de la masse mitochondriale VDAC et la citrate synthase dans les 
CML-AP-HTAP (n=4). (B) Le co-activateur transcriptionnel PGC-1α est moins exprimé dans les CML-AP de 
patients HTAP, qui présentent aussi une réduction du niveau d’ARNm des facteurs de transcription PPARα et 
ERRα et de l’enzyme antioxydante SOD2 (n=4). (C) L’image représentative des blots, à gauche, et 
l’histogramme correspondant, à droite, montrent que le contenu de GLUT1 et de la lactate déshydrogénase 
(LDH) est augmenté dans les CML-AP dérivant des patients HTAP (n=4). *p<0,05 versus CML-AP-CTL. 
 

II. La balance acétylation/désacétylation dans les CML-AP de 
patients HTAP 
La diminution de la masse mitochondriale et des régulateurs de la biogenèse mitochondriale 

observée dans les CML-AP-HTAP suggère que le métabolisme mitochondrial est régulé 

négativement dans ces cellules. Un des régulateurs clés de l'activité de PGC-1α, qui contrôle 

la biogénèse mitochondriale, est la balance acétylation/désacétylation qui est contrôlée par la 
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désacétylase SIRT1 et l’acétyltransférase GCN5. L’expression en ARNm de GCN5 est 

augmentée de plus de 50% dans les CML-AP-HTAP, alors que celle de SIRT1, que ce soit en 

ARNm ou en protéine, ne varie pas par rapport aux cellules contrôles (figure 31A et 31B). 

L’expression de NAMPT, enzyme générant NAD+ qui est le cofacteur essentiel de SIRT1, est 

également inchangée (figure 31B). Ces résultats suggèrent que les CML-AP-HTAP présentent 

un déséquilibre de la balance acétylation/désacétylation en faveur de l’acétylation.  

L'analyse des activités fonctionnelles des enzymes qui contrôlent l'état 

d'acétylation/désacétylation démontre que ces activités sont effectivement déséquilibrées. Le 

niveau d’acétylation de PGC-1α et de l’histone H1, deux cibles de SIRT1, augmente dans les 

cellules de malades, évoquant une diminution de l’activité de cette désacétylase par rapport à 

GCN5 (figure 31C). Pour explorer si ce déséquilibre est associé à la hyperprolifération des 

CML-AP, l’activité de SIRT1 a été analysée aussi dans les CML-AP de rat induites à 

proliférer par le facteur de croissance PDGF. Une augmentation du niveau d’acétylation de 

PGC-1α, de l’histone H1 et du facteur de transcription FOXO1, une autre cible de SIRT1, est 

également observée dans ces cellules (figure 31D). 

L’ensemble de ces résultats suggère que la balance acétylation/désacétylation est à faveur de 

l’acétylation dans les CML-AP en hyperprolifération.  
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Figure 31 : La balance acétylation/désacétylation dans les CML-AP. 
(A) L’expression en ARNm de l’acétyltransférase GCN5 est augmentée, alors que celle de SIRT1 est inaltérée, 
dans les CML-AP-HTAP (n=4). (B) Le niveau protéique de SIRT1 et de NAMPT est inchangé dans les CML-
AP-HTAP en comparaison avec les CML-AP-CTL (n=4). (C) La forme acétylée des deux cibles de SIRT1, 
PGC-1α (n=3) et l’histone H1 (n=4), est augmentée dans les CML-AP dérivant des patients atteints d’HTAP. (D) 
Les formes acétylées des cibles de SIRT1, PGC-1α (n=3), l’histone H1 et FOXO1 (n=4-6), sont augmentées 
dans les CML-AP de rat induites à proliférer par le facteur de croissance PDGF (10 ng/ml). *p<0,05, 
***p<0,001 versus contrôle. 

III. Effet d’une régulation négative de SIRT1 sur l a 
prolifération des CML-AP 
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Une augmentation de la prolifération semble être associée à une activité relativement réduite 

de SIRT1. Pour vérifier si la SIRT1 peut être mise en cause dans l'augmentation de la vitesse 

de prolifération cellulaire, le niveau protéique de cette désacétylase a été réduit d’environ 

85% au moyen d’une interférence par ARN dans les CML-AP-CTL. Ainsi, comme il est 

indiqué en figure 32A, la prolifération, estimée par l’incorporation de l’analogue de la 

thymidine bromodésoxyuridine (BrdU) dans l’ADN des cellules en cours de réplication, est 

significativement augmentée de 50% lorsque SIRT1 est diminuée. Le même effet de 

facilitation de la prolifération est reproduit dans un autre modèle cellulaire, les CML-AP de 

rat. En effet, les résultats présentés en figure 32B indiquent que la baisse du niveau 

d’expression de SIRT1 d’environ 70% engendre une élévation du nombre de cellules, du 

clivage du sel WST-1 par de cellules viables et de l’incorporation du BrdU (pour cette 

dernière, p= 0,06) en présence du facteur de croissance PDGF. Le niveau réduit de la protéine 

SIRT1 augmente le nombre de cellules, et semble favoriser le clivage de WST-1 (p= 0,07) et 

l’incorporation de BrdU (p= 0,09), même en condition basale. Pour confirmer l’effet 

antiprolifératif de SIRT1, l’inhibiteur spécifique de SIRT1, le sirtinol, a été testé sur les CML-

AP de rat. En absence de PDGF l’inhibition ne provoque pas d’augmentation significative de 

la prolifération, même s’il est possible de remarquer une petite tendance à 

l’augmentation, alors qu’en présence de PDGF l’effet de sirtinol mime celui de la sous-

régulation de SIRT1 (figure 32C). Ces résultats montrent que SIRT1 régule négativement la 

prolifération des CML-AP, étant donné que la diminution de son expression et son inhibition 

la facilitent. 
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Figure 32 : Effet d’une régulation négative de SIRT1 sur la prolifération des CML-AP.   
(A) La sous-régulation de l’expression protéique de SIRT1 via l’interférence par ARN, illustrée par un blot 
représentatif à gauche, engendre une diminution du contenu protéique de SIRT1 de 85% et une augmentation de 
l’incorporation de BrdU par les CML-AP-CTL de 50% (n=3). (B) L’interférence par ARN dirigée 
spécifiquement contre SIRT1 dans les CML-AP de rat engendre une baisse d’environ 70% du niveau protéique 
de SIRT1 et augmente la prolifération induite par le PDGF, mise notamment en évidence par une augmentation 
du nombre de cellules, du clivage de WST-1 et de l’incorporation de BrdU (pour cette dernière, p=0,06). La 
diminution de la protéine SIRT1 favorise aussi une augmentation du nombre de cellules des CML-AP de rat en 
basal, et une tendance à l’augmentation du clivage de WST-1 (p=0,07) et de l’incorporation de BrdU (p=0,09) 
(n=5-6). (C) L’inhibiteur pharmacologique de SIRT1, le sirtinol (5 µM), favorise la prolifération des CML-AP 
da rat traitées avec PDGF (10 ng/ml) (n=7). *p<0,05, **p<0,01 versus les contrôles respectifs. 

IV. Effet de la délétion génétique de SIRT1 sur le 
remodelage vasculaire in vivo 
Étant donné qu’une régulation négative de SIRT1 favorise la prolifération des CML-AP, 

l’effet de sa délétion sur le remodelage vasculaire pulmonaire induit par l’hypoxie chronique a 

été étudié. Ainsi, des souris invalidées pour le gène de SIRT1 (SIRT1 KO pour knock out) et 
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des souris contrôles (WT pour wild type) issues de la même lignée ont été soumises soit à une 

hypoxie chronique soit à une normoxie pendant 3 semaines. Les résultats obtenus et présentés 

en figure 33 montrent que la délétion de l’exon 4 de SIRT1, faisant partie du domaine 

catalytique, conduit à la production d’une protéine tronquée. Le niveau de la forme sauvage 

de SIRT1 est significativement réduit chez les souris KO en normoxie et en hypoxie, 

respectivement de 67% et 80%. De façon intéressante, les poumons des souris SIRT1 KO 

présentent un niveau de PGC-1α inférieure en condition d’hypoxie. Chez ces souris, l’hypoxie 

chronique provoque une augmentation du facteur de transcription HIF-1α beaucoup moins 

prononcée que celle affichée par les souris WT. Enfin, l’induction du niveau du transporteur 

de glucose GLUT1 suite à l’hypoxie chronique est beaucoup plus marquée chez les souris 

SIRT1 KO. 

 
Figure 33 : Effets de la délétion de SIRT1 d’un point de vue moléculaire 
La délétion de l’exon 4, faisant partie du domaine catalytique de SIRT1, cause la production d’une protéine 
tronquée. Le niveau de la forme sauvage de SIRT1 est significativement réduit dans les poumons des souris 
déficientes en SIRT1 (SIRT1 KO), en normoxie et en hypoxie (n=5-6). Les poumons des souris SIRT1 KO 
montrent une diminution de l’expression de PGC-1α et de HIF-1α (n=5-6), et une augmentation de GLUT1 
(n=3), suite à l’hypoxie chronique. 
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Bien que la délétion de SIRT1 n’a pas d’effet en normoxie, suite à l’hypoxie chronique le 

remodelage des petites artères pulmonaires (diamètre inferieur à 50 µm) est plus intense dans 

les poumons des souris SIRT1 KO. Une diminution du pourcentage des vaisseaux non 

muscularisés, associée à une augmentation du pourcentage des vaisseaux totalement 

muscularisés, est notamment observée. La proportion d’artères pulmonaires partiellement 

muscularisées montre aussi une tendance à l’augmentation chez les souris déficientes en 

SIRT1 (figure 34A).  

Cela est associé à une augmentation accentuée de la pression systolique et de l’hypertrophie 

du ventricule droit, cette dernière étant révélée par une augmentation du rapport entre le poids 

du ventricule droit (VD) et celui du ventricule gauche (VG) avec le septum (S) (rapport de 

Fulton) (figure 34B).  

 

 

 

 

 



 121 

 
Figure 34 : Effet de la délétion de SIRT1 sur le remodelage vasculaire in vivo.  
(A) Images représentatives des artères pulmonaires de souris après marquage avec (de gauche à droite) la sonde 
fluorescente Hoechst, l’anticorps dirigé contre le facteur endothélial de Von Willebrand (VWF) et contre l’α 
actine du muscle lisse (α SMC). La barre d’échelle en bas à droite représente une dimension réelle de 50µm. Le 
remodelage vasculaire suite à l’hypoxie chronique est plus marqué dans les poumons des souris SIRT1 KO : le 
pourcentage des vaisseaux non muscularisés diminue, alors que celui des vaisseaux entièrement muscularisés 
augmente, de façon encore plus importante après la délétion de SIRT1 (n=5-6). (B) La pression du ventricule 
droit est aggravée chez les souris SIRT1 KO par rapport aux souris WT après exposition à l’hypoxie chronique 
(n=4-5). L’index de Fulton, calculé en divisant le poids du ventricule droit (VD) par celui du ventricule gauche 
et du septum (VG+S) est plus important chez les souris SIRT1 KO que chez les WT sujettes à l’hypoxie 
chronique (n=5-6). *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001 versus normoxie ; $p<0,05, $$p<0,01 versus wild-type. 



 122 

V. Effet d’une régulation positive de SIRT1 sur la 
prolifération des CML-AP 
Pour confirmer ces résultats qui tendent à montrer que SIRT1 régule négativement la 

prolifération des CML-AP, l’effet de sa surexpression a été étudié. De façon surprenante, 

l’augmentation de SIRT1 de 470% induite via l’infection par adénovirus n’a aucun effet sur la 

prolifération des CML-AP de rat, comme illustré par le clivage de WST-1 en figure 35. 

 
Figure 35 : Effet de la surexpression de SIRT1 sur la prolifération des CML-AP de rat. 
L’augmentation du niveau protéique de SIRT1 au moyen d’une infection par adénovirus (multiplicité d’infection 
de 100) n’a pas d’effet sur la prolifération des CML-AP de rat, comme indiqué par l’inaltération du clivage de 
WST-1 (n=3). advβGAL : adénovirus contrôles surexprimant la β galactosidase ; advSIRT1 : adénovirus 
surexprimant SIRT1. 
 

En parallèle, l’effet de l’activation de SIRT1 a été étudié. Tout d’abord, la spécificité de 

l’activateur Stac-3 a été vérifiée, via la détection de l’acétylation de certaines cibles de SIRT1, 

telles que l’histone H1, FOXO1 et PGC-1α. En figure 36, il apparaît que la présence de Stac-3 

entraîne la réduction significative du niveau d’acétylation de ces trois cibles, confirmant ainsi 

que la désacétylase SIRT1 est activée. Le traitement avec Stac-3 augmente en outre de 65% 

l’expression de NAMPT, enzyme qui permet la production de NAD+, le cofacteur de SIRT1. 
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Figure 36 : Effet de Stac-3 sur l’activité de SIRT1. 
Le traitement avec Stac-3 (10 µM) cause une réduction significative du niveau d’acétylation des cibles de 
SIRT1, à savoir PGC-1α (n=3), l’histone H1 et FOXO1 (n=4-6). Stac-3 provoque l’augmentation de la quantité 
en ARNm de NAMPT, enzyme nécessaire à l’activité de SIRT1 (n=4). $p<0,05, $$$p<0,001 versus les CML-
AP traitées avec le PDGF. 
 

Stac-3 a été donc testé dans les CML-AP de rat, pour explorer ses effets potentiels sur la 

prolifération. Stac-3 annihile complètement les effets stimulateurs de PDGF. En effet, le 

nombre de cellules, le clivage de WST-1 et l’incorporation de BrdU reviennent aux niveaux 

du contrôle suite au traitement avec cet activateur (figure 37A). Cette observation est aussi 

confirmée par la détection du PCNA, qui augmente seulement suite au traitement avec PDGF 

seul, et non en présence de Stac-3 (figure 37B). Pour prouver que les effets de Stac-3 sont 

dépendants de l’activation de SIRT1, un autre activateur spécifique (SRT1720) a été utilisé. 

Cet agent inhibe aussi la prolifération, comme l’indique la réduction significative du clivage 

de WST-1, confirmant l’effet antiprolifératif de SIRT1 (figure 37C). 

De manière importante, l’effet de Stac-3 n’est pas associé à une augmentation de la mort 

cellulaire. Le pourcentage de cellules incapables de cliver et de rendre fluorescente la sonde 

fluorescéine diacétate n’augmente pas suite au traitement avec Stac-3 ; il en est de même pour 

le pourcentage de cellules nécrotiques, perméables à l’iodure de propidium (figure 37D). 
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Figure 37 : Effets de Stac-3 sur la prolifération et la mortalité des CML-AP de rat. 
 (A) Stac-3 (10 µM) inhibe fortement la prolifération des CML-AP de rat induite par le facteur de croissance 
PDGF (10 ng/ml), comme le montrent les diminutions du nombre de cellules, du clivage de WST-1 et de 
l’incorporation de l’analogue de la thymidine BrdU (n=4-7). (B) Stac-3 ramène au niveau du contrôle la quantité 
du marquer de prolifération PCNA, augmentée suite au traitement avec PDGF (n=6). (C) L’activateur spécifique 
de SIRT1 SRT1720 (1 µM) inhibe aussi la prolifération des CML-AP puisqu’il diminue significativement le 
clivage de WST-1 (n=6). (D) Stac-3 n’affecte pas la mortalité des CML-AP de rat : le pourcentage de cellules 
mortes, n’ayant pas d’estérases actives pour cliver la sonde fluorescéine diacétate (FDA) en la rendant 
fluorescente, n’augmente pas suite au traitement avec Stac-3 (n=7). En parallèle, le pourcentage de cellules 
nécrotiques, perméables à la sonde intercalant l’ADN iodure de propidium (PI), est aussi inaltéré (n=4). *p<0,05, 
**p<0,01, ***p<0,001 versus les CML-AP contrôles non traitées ; $p<0,05, $$p<0,01 versus les CML-AP 
traitées avec le PDGF. 
 
Au vu des effets importants de Stac-3 sur la prolifération des CML-AP de rat, cette molécule 

a été testée par la suite dans les CML-AP-HTAP. Cet activateur inhibe puissamment aussi 

leur prolifération, comme l’indique la réduction de 50% du clivage de WST-1 et la diminution 

de 80% de l’incorporation de BrdU (figure 38A). Stac-3 montre également un effet 
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antiprolifératif sur les CML-AP-CTL, bien qu’il soit plus faible : le clivage de WST-1 n’est 

en effet pas réduit de manière significative, et la diminution de l’incorporation de BrdU est 

moins importante (figure 38B). Enfin, Stac-3 prévient l’augmentation du marqueur de la 

prolifération PCNA (proliferating cell nuclear antigen) dans les CML-AP-HTAP (figure 

38C).  

 

 

 
Figure 38 : Effet de Stac-3 sur la prolifération des CML-AP humaines. 
(A) Stac-3 (10 µM) inhibe fortement la prolifération des CML-AP-HTAP, comme le montre la diminution du 
clivage de WST-1 par les cellules viables et la diminution de l’incorporation de l’analogue de la thymidine BrdU 
par les cellules en réplication (n=4). (B) L’effet antiprolifératif de Stac-3 est confirmé dans les CML-AP-CTL, 
même s’il est moins marqué que dans les cellules dérivées de patients HTAP (n=3). (C) Stac-3 empêche 
l’élévation du niveau du marqueur de prolifération PCNA des CML-AP-HTAP, le ramenant à la valeur des 
CML-AP-CTL (n=4). *p<0,05, **p<0,01 versus CML-AP-HTAP ; $p<0,05 versus CML-AP-HTAP. 
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VI. Effets métaboliques de l’activation de SIRT1 
L’activation de SIRT1 montre un puissant effet antiprolifératif sur les CML-AP. Pour 

décortiquer les voies métaboliques qui peuvent être impliquées dans cet effet, les niveaux en 

ARNm et protéine de plusieurs acteurs de la bioénergétique des mitochondries ont été 

analysés. 

Ainsi, l’activation de SIRT1 par Stac-3 engendre l’augmentation de la masse mitochondriale 

dans les CML-AP dérivant de patients atteints d’HTAP, comme l’indique l’élévation du 

niveau protéique de VDAC et de la citrate synthase (figure 39A), marquers de la masse 

mitochondriale.  

Cette augmentation peut être provoquée par l’activation du programme de la biogenèse 

mitochondriale. Etant donné que SIRT1 est un des activateurs majeurs du régulateur clé de ce 

processus, PGC-1α, l’expression génique des composants de la cascade transcriptionelle 

initiée par ce co-activateur a été mesurée. L’expression en ARNm de plusieurs cibles de PGC-

1α, telles que les facteurs transcriptionnels ERRα, PPARα, et l’enzyme antioxydante SOD2 

est augmentée dans les CML-AP-HTAP suite au traitement avec Stac-3 (figure 39B), 

suggérant donc une activation de ce co-activateur suite à l’activation de SIRT1 par Stac-3.  

En parallèle, Stac-3 engendre une augmentation de la masse mitochondriale aussi dans un 

autre modèle cellulaire, les CML-AP de rat. En effet, Stac-3 augmente le niveau protéique de 

VDAC et de la citrate synthase et, de façon cohérente, aussi la quantité du facteur de 

transcription mitochondrial TFAM, impliqué dans la transcription et la réplication du génome 

des mitochondries (figure 39C). Cette augmentation de la masse mitochondriale est associée à 

l’activation de l’expression génique de facteurs de transcription activés par PGC-1 tels que 

ERRα, PPARα, GABP, ainsi que des cibles TFAM, l’enzyme antioxydante GPx1 et la sirtuine 

SIRT3 (figure 39D).  

Dans l’ensemble, ces résultats suggèrent une activation de PGC-1α SIRT1-dépendante dans 

les deux modèles cellulaires, qui mène à son tour à l’activation du programme de la biogenèse 

mitochondriale. 
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Figure 39 : Effets métaboliques de l’activation de SIRT1. 
 (A) Stac-3 (10 µM) engendre l’augmentation de la masse mitochondriale dans les CML-AP dérivant de patients 
atteints d’HTAP, comme le montre l’élévation du contenu de VDAC et de la citrate synthase (n=3). (B) 
L’augmentation de la masse mitochondriale suite au traitement avec Stac-3 est associée à une augmentation de 
l’expression génique de certaines cibles du régulateur clé de la biogenèse mitochondriale PGC-1α, telles que les 
facteurs de transcription ERRα et PPARα, ainsi que l’enzyme antioxydante SOD2 (n=4). (C) Stac-3 occasionne 
l’augmentation de la masse mitochondriale aussi dans le modèle des CML-AP de rat : le niveau protéique de 
VDAC et de la citrate synthase est plus élevé suite au traitement avec Stac-3, et cela est associé à une importante 
augmentation du facteur de transcription mitochondrial TFAM, impliqué dans la transcription et dans la 
réplication du génome mitochondrial (n=4-7). (D) L’augmentation de la masse mitochondriale par Stac-3 est 
associée à l’activation de l’expression de plusieurs cibles de PGC-1α, telles que les facteurs de transcription 
ERRα, PPARα, TFAM et GABP, ainsi que l’enzyme antioxydante GPx1 et la sirtuine 3 (n=4). *p<0,05, 
**p<0,01, ***p<0,001 versus les CML-AP non traitées ; $p<0,05, $$p<0,01, $$$p<0,001 versus les CML-AP 
traitées avec le PDGF ou les CML-AP-HTAP. 
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VII. Effets de l’activation de SIRT1 sur la morphol ogie 
mitochondriale 
Etant donné que la fragmentation mitochondriale peut être un facteur favorisant l'hyper-

prolifération, nous avons étudié l'effet de l’activation de SIRT1 sur la morphologie 

mitochondriale. En effet, comme l’indique la figure 40, le traitement avec Stac-3 prévient les 

changements du réseau mitochondrial induits par la prolifération PDGF-dépendante. Ainsi, 

l’augmentation du pourcentage de petites mitochondries (≤1 µm3) et, en parallèle, la 

diminution du pourcentage de grosses mitochondries (>5 µm3) sont prévenues par le 

traitement avec Stac-3. La forte tendance (p= 0,059) à la réduction de la présence de 

mitochondries de taille moyenne, ayant un volume compris entre 1 et 5 µm3, en présence de 

PDGF est aussi évitée par l’activation de Stac-3. Nous pouvons donc conclure que l'activation 

de SIRT1 normalise la morphologie mitochondriale en bloquant la fragmentation excessive 

associée à l'hyperprolifération cellulaire. 

 

 

 

 



 129 

 
Figure 40 : Effets de l’activation de SIRT1 sur la morphologie mitochondriale. 
(A) Photographies, obtenues par imagerie confocale, représentatives du réseau mitochondrial des CML-AP de rat 
marqué par la sonde fluorescente MTO (MitoTracker Orange). La présence de Stac-3 (10 µM) atténue la 
fragmentation des mitochondries induite par le facteur de croissance PDGF (10 ng/ml). (B) L’histogramme 
révèle que Stac-3 prévient l’augmentation du pourcentage de petites mitochondries (≤1 µm3) et la diminution du 
pourcentage de grosses mitochondries (>5 µm3) causées par le traitement avec PDGF. Stac-3 inhibe aussi la forte 
tendance (p=0,059) à la diminution du pourcentage de mitochondries de taille moyenne (entre 1 et 5 µm3), 
observée suite au traitement avec PDGF. La moyenne et l’erreur standard de quatre expériences indépendantes 
sont illustrées. Pour chaque expérience, au moins dix cellules par condition ont été analysées. *p<0,05 versus les 
CML-AP non traitées ; $p<0,05 versus les CML-AP traitées avec le PDGF.  
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Discussion 
Principaux résultats obtenus 
 
Cette étude a mis en évidence un rôle potentiel de SIRT1 dans la pathogenèse de l’HTAP. En 

effet, cette désacétylase est moins active dans les cellules du muscle lisse de l’artère 

pulmonaire (CML-AP) présentant un phénotype hyperprolifératif, telles que les CML-AP 

issues de patients atteints d’HTAP idiopathique et les CML-AP de rat traitées avec le facteur 

de croissance PDGF. L’inhibition pharmacologique et la sous-expression spécifique de SIRT1 

favorisent la prolifération des CML-AP de rat et humaines. En outre, la délétion génétique de 

cette désacétylase aggrave le remodelage vasculaire induit par l’hypoxie chronique chez la 

souris, et cela est associé à une augmentation plus accentuée de la pression systolique et de 

l’hypertrophie du ventricule droit. A l’inverse, l’activation pharmacologique de SIRT1 inhibe 

profondément la prolifération des CML-AP de rat et des patients HTAP, sans affecter la 

mortalité cellulaire. Cette régulation négative de la prolifération cellulaire est associée à une 

amélioration du métabolisme mitochondrial, connu comme étant régulé négativement dans les 

CML-AP dérivant des patients atteints d’HTAP. En général, cette étude identifie SIRT1 

comme cible thérapeutique prometteuse dans le traitement de l’HTAP. 

Discussion des résultats et perspectives 

A. Les CML-AP des patients atteints d’HTAP présentent un 
remodelage métabolique  
 
Un remodelage métabolique caractérisé par une diminution de l’oxydation du glucose en 

faveur de la glycolyse, et ce même en présence d’oxygène, est une caractéristique de l’HTAP. 

Ceci tend à rapprocher cette maladie du cancer, pathologie dans laquelle ce phénotype a été 

décrit pour la première fois par Otto Warburg [466], donnant à ce phénomène le nom d’effet 

de Warburg. Ce remodelage a été observé dans les cellules vasculaires pulmonaires telles que 

les CML, les cellules endotheliales et les fibroblastes [467], et il a été démontré que, de façon 

similaire au cancer, il participe au phénotype hyperprolifératif et antiapoptotique cellulaire, 

contribuant de ce fait au remodelage vasculaire qui est une des signatures de l’HTAP [468].  

La plupart des informations concernant l’altération du métabolisme dans les CML-AP dérive 

des modèles animaux d’HTAP. Une dysfonction des complexe I, II et III de la chaîne 

respiratoire mitochondriale a été ainsi mise en évidence dans les CML-AP de rats ayant subi 
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une injection unique de monocrotaline [469]. Bonnet et ses collaborateurs [168] ont montré 

que les CML isolées de l’artère pulmonaire de rat FH (fawn hooded), développant 

spontanément l’HTAP, présentent un réseau mitochondrial raréfié, une diminution de 

l’expression de l’enzyme antioxydante SOD2 et une activation du facteur de transcription 

HIF-1α en normoxie, connu pour activer la voie glycolytique. En ce qui concerne les CML-

AP dérivées de patients atteints d’HTAP, il a été montré que ces dernières affichent aussi un 

réseau mitochondrial raréfié et une diminution de l’activité de SOD2 [168]. En outre, 

l’expression globale du complexe I et d’HIF dans les petits vaisseaux de patients HTAP est 

diminuée [168]. 

La collaboration avec l’équipe de l’hôpital Marie Lannelongue nous a permis d’obtenir de 

précieuses CML-AP dérivées de patients atteints d’HTAP idiopathique ainsi que des CML-

AP de patients non atteints par cette maladie, qui ont servi de contrôles. Cela nous a donné la 

possibilité d’approfondir les connaissances relatives à l’altération métabolique dans les CML-

AP humaines.  

Comme il était attendu, les cellules dérivant de patients HTAP présentent plusieurs éléments 

soutenant l’idée d’un remodelage métabolique. En effet, des marqueurs de la masse 

mitochondriale, tels que VDAC et la citrate synthase, sont moins exprimés ; ceci est tout à fait 

en accord avec l’observation d’un réseau mitochondrial raréfié dans les CML-AP des patients 

HTAP [168]. Cette diminution de la masse mitochondriale est associée à une régulation 

négative du régulateur clé de la biogenèse mitochondriale PGC-1α. Ce résultat est cohérent 

avec les études ayant montré que les niveaux d’ARNm [291] et de protéine [285] de ce co-

activateur transcriptionnel sont réduits dans les CML-AP de patients HTAP, et qu’il existe 

une corrélation négative entre le niveau de PGC-1α sanguin des patients et leurs pression 

artérielle et résistance vasculaire pulmonaires [470]. De plus, nous avons montré que les 

facteurs de transcriptions ERRα et PPARα, des cibles de ce co-activateur, sont également 

diminués de manière significative. Le gène de l’enzyme antioxydante SOD2, dont la 

transcription est trans-activée par PGC-1α, est aussi moins exprimé dans les CML-AP-HTAP, 

confirmant ce qui a été observé dans une étude précédente [92]. Ces résultats suggèrent une 

régulation négative de la cascade transcriptionnelle de la biogenèse mitochondriale dans les 

cellules de patients HTAP. 

Il a été énoncé précédemment que la masse mitochondriale est finement régulée par la balance 

de deux processus opposés : la biogenèse mitochondriale et la mitophagie. Par conséquent, les 

diminutions de VDAC et de la citrate synthase observées chez les CML-AP de patients HTAP 

pourraient aussi être dues à une augmentation de la dégradation sélective de ces organites qui 
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s’ajouterait à la diminution de la production de nouvelles mitochondries. Cette voie n’a 

toutefois pas été explorée dans ce travail et il serait par conséquent très intéressant d’étudier 

les processus mitophagiques dans cette maladie, d’autant plus que très peu d’informations à 

ce sujet sont aujourd’hui disponibles. En effet, un seul travail suggère une hyperactivation de 

l’autophagie dans l’HTAP, en s’appuyant sur une élévation du contenu des protéines PINK1 

et d’ATG5 (autophagy-related gene 5) clivée dans les cellules endothéliales dérivant de 

patients [286]. La dégradation sélective des mitochondries non fonctionnelles est essentielle 

pour garantir une bonne qualité de la population mitochondriale. Cependant, une 

augmentation de la dégradation de mitochondries devrait être accompagnée d’une 

augmentation de la production de nouveaux organites sans quoi le résultat pourrait être 

délétère. La quantité de mitochondries pourrait en fait ne pas être suffisante pour répondre aux 

exigences métaboliques cellulaires.  

En opposition aux diminutions d’expression des acteurs du métabolisme mitochondrial, celle 

du transporteur du glucose GLUT1, un des marqueurs de la voie glycolytique, est augmentée 

dans les CML-AP-HTAP. L’augmentation de GLUT1 est en accord avec l’observation de 

l’augmentation de la capture du FDG (18F-labeled deoxyglucose), un analogue du glucose, 

par les poumons de patients atteint d’HTAP idiopathique [471]. La régulation positive de son 

expression corrèle avec un renforcement de la glycolyse, et est caractéristique d’un large 

éventail de types cellulaires cancéreux [472].  

L’expression de la lactate déshydrogénase est aussi augmentée, ce qui suggère une 

favorisation de la fermentation du glucose, c’est-à-dire le découplage de la glycolyse de 

l’oxydation du glucose. Ce remodelage pourrait contribuer à l’élevation des niveaux de lactate 

observée dans le plasma des patients atteint d’HTAP idiopathique [473]. 

Le recours à la fermentation du glucose durant une prolifération rapide pourrait paraître 

surprenant en raison de la présence d’oxygène. La réplication cellulaire est en effet un 

processus qui demande beaucoup d’énergie pour maintenir les fonctions cellulaires et les 

réactions biosynthétiques, et l’oxydation du glucose au niveau des mitochondries est un 

processus beaucoup plus efficace pour la production d’ATP que la fermentation du glucose. 

Cependant, une augmentation de la glycolyse permet de maintenir de hauts niveaux 

d’intermédiaires glycolytiques qui sont pour leur part nécessaires à la biosynthèse [474]. La 

génération de cellules filles demande effectivement la réplication de tous les composants 

cellulaires, tels que l’ADN, l’ARN, les lipides et les protéines, et la dégradation du glucose 

assure l’apport des précurseurs de composants chimiques (nucléotides, lipides et acides 

aminés) utilisés pour former les diverses macromolécules [474]. Dans cette théorie, la 
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régulation négative du métabolisme mitochondrial serait donc un aspect secondaire, 

influençant de façon indirecte la prolifération cellulaire via le renforcement de la voie 

glycolytique. 

En parallèle, il a été montré qu’une dysfonction mitochondriale per se peut influencer la 

prolifération des CML-AP. En effet, l’altération de la dynamique mitochondriale dans les 

CML-AP de patients HTAP, qui présent notamment une augmentation de la fission, est 

nécessaire pour leur hyperprolifération : l’inhibition pharmacologique de la protéine de la 

fission DRP1, en fait, bloque le cycle cellulaire et améliore l’HTAP expérimentale [284]. De 

façon intéressante, l’activation anormale de la fission mitochondriale a aussi été observé dans 

le cadre du cancer [475]. La fusion apparait également altérée dans l’HTAP. L’expression de 

la protéine MFN2 est en effet diminuée dans les CML-AP de patients et de modèles animaux 

[285]. Sa surexpression inhibe la prolifération des CML-AP, et a des effets bénéfiques sur des 

paramètres de l’HTAP expérimentale tels que l’épaississement de la media de l’artère 

pulmonaire et la résistance vasculaire [285].  

La dysfonction mitochondriale peut en outre agir directement sur le remodelage vasculaire de 

l’HTAP et sur la formation tumorale en modulant l’apoptose. En effet, l’accumulation 

cellulaire est le résultat d’un déséquilibre entre les deux phénomènes opposés de prolifération 

et mort cellulaire. Les mitochondries sont essentielles pour le déclenchement de l’apoptose 

notamment par la libération des facteurs pro apoptotiques cytochrome c et Diablo dans le 

cytoplasme. Etant donné que cette libération peut avoir lieu suite à une dépolarisation 

membranaire causant l’ouverture du pore de transition de perméabilité mitochondrial, méga-

canal voltage-dépendant, l’hyperpolarisation des mitochondries inhibe l’apoptose. De manière 

intéressante, les mitochondries apparaissent hyperpolarisées dans l’HTAP [166] et le cancer 

[476], ce qui pourrait par conséquent contribuer à leur résistance à la mort cellulaire.  

Une diminution de la respiration mitochondriale conduit à une diminution du potentiel car 

moins de protons sont pompés à travers la membrane mitochondriale interne [477, 478] ; le 

fait que les mitochondries dans l’HTAP et le cancer, maladies toutes deux caractérisées par 

une diminution du métabolisme mitochondrial, soient hyperpolarisées pourrait donc 

apparaître comme une contradiction. Cela peut être expliqué par la diminution du Ca2+ 

mitochondrial observée dans ces deux pathologies [201, 531] : le Ca2+ contient deux charges 

positives, donc un contenu inferieur de cet ion dans la matrice mitochondriale provoque une 

différence importante de charges positives entres l’espace intermembranaire et la matrice. 

L’importance du Ca2+ dans la modulation du potentiel de membrane mitochondriale a été 

montrée, par exemple, par Haslip et ses collaborateurs [286]. Ils montrent que la sous-
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expression d’UCP2 (uncoupling protein 2), qui contribue à la fuite dépolarisante de protons à 

travers la membrane mitochondriale interne [480], occasionne une diminution inattendue du 

potentiel due a une réduction de  la capture du Ca2+ dans la mitochondrie [286]. En effet, 

UCP2 est un régulateur clé de l’absorption mitochondriale de Ca2+ [481], et l’utilisation d’un 

chélateur de Ca2+ prévient la dépolarisation causée par sa sous-expression [286]. Une autre 

explication possible pourrait être une diminution de la sensibilité de l’ATP synthase 

(complexe V) à l’ADP. Dans ce cas-là, malgré la diminution de la synthèse d’ATP, le 

potentiel de membrane mitochondrial est élevé. En effet l’oligomycine, antibiotique capable 

de bloquer le canal protonique de l’ATP synthase inhibant ainsi la synthèse d’ATP, engendre 

l’hyperpolarisation des mitochondries [478]. 

Au phénotype hyperprolifératif, à la résistance à l’apoptose et au métabolisme énergétique 

altéré des cellules vasculaires pulmonaires des patients HTAP s’ajoutent d’autres 

caractéristiques communes au cancer. Par exemple, une expansion monoclonale de cellules 

endothéliales a été révélée dans des poumons de patients atteints d’HTAP idiopathique [48], 

des preuves d’instabilité de courtes séquences d’ADN (ADN microsatellites) au niveau des 

lésions plexiformes [482] et une autosuffisance en facteurs de croissance tels que le PDGF 

[140, 483, 484], l’endothéline-1 [94, 485], la sérotonine [181] et l’angiotensine II [486] ont 

également été montrées. Les poumons et les cellules en culture issus des patients HTAP 

présentent, en outre, des anormalités chromosomiques somatiques [487]. Il est cependant 

crucial de noter que des différences importantes distinguent le cancer de l’HTAP. L’absence 

d’invasion et de métastase dans l’HTAP [488], les gènes pathogéniques impliqués et le degré 

d’instabilité génomique et d’angiogénèse sont au nombre de ces différences.  

B. La balance acétylation/désacétylation penche vers l’acétylation 
dans les CML-AP en hyperprolifération 
 
Jusqu’à aujourd’hui, aucune étude n’avait exploré l’état d’activation de SIRT1 dans l’HTAP. 

Cependant, Paulin et ses collaborateurs [291] ont montré qu’une autre sirtuine impliquée dans 

le métabolisme, SIRT3, est sousexprimée dans l’HTAP idiopathique. En effet, des extraits 

protéiques mitochondriaux dérivés d’échantillons de poumon de patients, ainsi que de 

modèles animaux d’HTAP, présentent une réduction du contenu en SIRT3 qui serait due, au 

moins en partie, à la diminution de son activateur transcriptionnel PGC-1α [291]. Ceci est 

associé à une augmentation du niveau d’acétylation des protéines mitochondriales par rapport 

aux contrôles [291]. Il est à noter que SIRT3 n’est pas la seule sirtuine mitochondriale ; 
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néanmoins, son activité est prépondérante, étant donné que parmi les souris déficientes en 

SIRT3, SIRT4 et SIRT5, seules les premières montrent une élévation de l’acétylation des 

protéines mitochondriales [489]. De façon intéressante, chez les patients HTAP la diminution 

de l’expression de SIRT3 est associée à l’augmentation de l’expression d’une isoforme non 

active de SIRT3, présentant un polymorphisme d’un seul nucléotide [291]. Chez la souris, 

l’absence de SIRT3 entraine une augmentation de l’acétylation inhibitrice des protéines 

mitochondriales impliquées dans le cycle de Krebs (isocitrate déshydrogénase 2 [490]) et de 

l’oxydation phosphorylante (complexes I, II, III et V [491]). Il s’en suit une diminution de 

l’oxydation du glucose et une augmentation de la glycolyse qui, comme discuté 

précédemment, sont de caractéristiques partagées entre l’HTAP et le cancer. Une diminution 

de SIRT3,  pouvant atteindre 40%, a été observée dans les cancers du sein et des ovaires 

[492]. Etant donné que SIRT3 et SIRT1 travaillent de concert pour stimuler le métabolisme 

mitochondrial même si leur localisation est différente, il semble raisonnable de penser que 

SIRT1 pourrait également être un suppresseur de tumeurs. En effet, des travaux récents 

utilisant des souris génétiquement modifiées ont montré le rôle protecteur de SIRT1 dans de 

nombreux cancers [354]. De plus, certaines données soupçonnent l'implication de SIRT1 dans 

le développement d'HTAP. Ainsi, le resvératrol et la restriction calorique, qui activent, entre 

autres, SIRT1, ont montré des effets bénéfiques dans des modèles animaux d’HTAP [407–

411].  

A la lumière de ce qui précède, la question d’un possible rôle de SIRT1 dans l’HTAP se pose. 

Nous avons montré que des cibles de SIRT1 telles que l’histone 1 et PGC-1α sont 

hyperacétylées dans les CML-AP dérivées de patients HTAP, suggérant une baisse d’activité 

de cette désacétylase. De plus, cette inhibition semblerait être intimement liée à la 

prolifération, puisque les CML-AP de rat présentent une augmentation de l’acétylation des 

cibles PGC-1α, l’histone H1 et FOXO1 lorsqu’elles sont stimulées avec le facteur de 

croissance PDGF. Pour évaluer les changements d’activité de SIRT1 nous avons préféré la 

mesure de l’état d’acétylation des ses substrats spécifiques [493] à l’utilisation de divers kits 

commerciaux disponibles. Ces derniers prévoient en effet l’isolement d’une SIRT1 

immunopurifiée à partir de cellules ou de tissus, ce qui perturbe les interactions régulatrices 

protéine-protéine. De plus, l’enzyme est retirée de son contexte naturel, où la concentration et 

la localisation du NAD+, du nicotinamide et de l’O-acétyl-ADP ribose, qui influencent la 

réaction, peuvent varier selon les diverses conditions physiologiques.  

Nous avons ensuite mesuré le niveau de SIRT1 dans les CML-AP de patients HTAP. Bien 

que son activité semble être diminuée, son contenu en ARNm et en protéine ressemble à celui 
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des cellules contrôles. Ainsi, il se pourrait que la protéine per se soit moins active. Pour 

vérifier cela, il serait judicieux d’explorer s’il existe des polymorphismes perte de fonction 

pour cette sirtuine. Une autre explication, plus probable, pourrait être formulée en avançant 

que l’environnement dans les CML-AP des patients atteints d’HTAP serait moins favorable à 

son activité de désacétylase. Dans les cellules cancéreuses, l’importante augmentation du flux 

glycolytique génère rapidement de l’ATP dans le cytoplasme, augmentant le rapport 

NADH/NAD+ cytoplasmique. Le pyruvate issu de la glycolyse est ensuite préférentielleent 

converti en lactate par la lactate déshydrogénase A, au lieu d’être transformé en acétyl-CoA 

dans la mitochondrie par la pyruvate déshydrogénase, régénérant ainsi le NAD+ à partir du 

NADH pour maintenir la glycolyse [494]. L’accumulation de lactate provoque une 

augmentation de NADH comparé au NAD+ , le rapport entre la concentration de lactate et 

celle du pyruvate étant directement proportionnel au rapport entre le NADH et le NAD+ 

[495]. Etant donné que les CML-AP de patients HTAP sont aussi caractérisées par ce 

remodelage métabolique, l’hypothèse qu’elles présentent également un rapport NADH/NAD+ 

augmenté est tentante. Sachant que l’activité de SIRT1 dépend du cofacteur NAD+, cela 

pourrait expliquer l’inhibition de SIRT1 observée. Pour confirmer cette hypothèse, le rapport  

NADH/NAD+ dans les CML-AP de patients devrait être mesuré. Récemment, Christensen et 

ses collaborateurs [496] ont conçu une méthode non invasive utilisant du glucose 

hyperpolarisé qui permet de calculer les concentrations cellulaires de lactate et pyruvate et, 

donc, du rapport  NADH/NAD+. 

Nous avons ensuite exploré l’expression d’autres acteurs participant à la balance 

acétylation/désacétylation, tels que NAMPT et GCN5. Le premier, indispensable pour 

l’activité de SIRT1, affiche des niveaux d’expression similaires chez les CML-AP de patients 

et contrôles. GCN5, l’acétyltransférase antagoniste de SIRT1, est surexprimée chez les 

patients HTAP, au moins pour ce qui concerne son ARNm. Il serait très intéressant 

d’approfondir l’étude de son rôle dans cette maladie. En effet, l’hyperacétylation et, par 

conséquent, l’activité diminuée de PGC-1α peuvent être causées par une inhibition de SIRT1 

ou une activation de GCN5.  

Dans l’ensemble, ces résultats suggèrent que la balance acétylation/désacétylation penche vers 

l’acétylation dans les CML-AP dérivées de patients HTAP.  

C. La régulation négative de SIRT1 facilite la prolifération des 
CML-AP 
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Le rôle causal de SIRT1 dans la prolifération dépend du contexte cellulaire : par exemple, il a 

été démontré qu’elle agit en tant qu’oncogène dans les cellules endothéliales aortiques de porc 

et les cellules de mélanome humaines [497, 498], alors qu’elle inhibe la prolifération des 

cellules humaines du carcinome du colon et du cancer gastrique [499, 500].  

Aucune étude n’a exploré la régulation de la prolifération des CML-AP par cette désacétylase. 

Nous avons montré que l’inhibition pharmacologique de SIRT1 par le sirtinol augmente la 

prolifération des CML-AP de rat induite par le facteur de croissance PDGF. Etant donné que 

les activateurs et inhibiteurs pharmacologiques peuvent ne pas être spécifiques selon la dose 

utilisée, nous avons spécifiquement sous-régulé cette désacétylase via la technique de 

l’interférence par ARN pour vérifier que l’effet sur la prolifération dérivait bien de 

l’inactivation de SIRT1. Nous avons confirmé le rôle de suppresseur de tumeur de SIRT1 

dans les CML-AP de rat et humaines, montrant que la diminution de son expression facilite la 

prolifération de ces cellules. Cela témoigne le rôle pathogénique de l'altération de la balance 

acétylation/désacétylation dans l'hyperprolifération des CML-AP. 

D. La délétion génétique de SIRT1 aggrave le remodelage vasculaire 
induit par l’hypoxie chronique chez la souris 
 
Diverses études ont suggéré un rôle protecteur de SIRT1 dans le développement de l’HTAP in 

vivo [407–411]. Néanmoins, les activateurs de SIRT1 utilisés dans ces travaux, le resvératrol 

et la restriction calorique, ne sont pas spécifiques puisqu’ils ont plusieurs autres cibles [462, 

463]. Par conséquent, les effets observés peuvent dériver de l’activation d’autres voies que 

celle de SIRT1. La seule preuve que SIRT1 peut effectivement améliorer l’HTAP dérive de sa 

surexpression, qui montre un effet bénéfique sur de rats ayant subi une injection de 

monocrotaline [411].  

Jusqu’à aujourd’hui, aucune étude n’avait été conduite sur les effets potentiels d’une 

régulation négative de SIRT1 dans le remodelage vasculaire pulmonaire, signature de 

l’HTAP. Ainsi, nous avons exploré les conséquences d’une délétion génétique de SIRT1 chez 

la souris dans des conditions d’hypoxie chronique, connue pour induire un remodelage 

vasculaire. Nous avons montré que les souris invalidées pour le gène de SIRT1 (souris SIRT1 

KO) présentent un remodelage vasculaire plus intense que les souris contrôles issues de la 

même lignée après 3 semaines d’hypoxie chronique. Cela est associé à une aggravation de la 

pression systolique et de l’hypertrophie du ventricule droit. Au vu de l’effet pro-prolifératif de 

la sous-régulation de SIRT1 in vitro, il est tentant d’imaginer que l’augmentation des cellules 
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positives à l’actine du muscle lisse observée dans les vaisseaux pulmonaires des souris SIRT1 

KO soit provoquée par l’augmentation de la prolifération des CML-AP. Cependant, comme il 

a été discuté dans l’introduction, l’épaississement de la media et la néomuscularisation 

peuvent aussi être causés par d’autres phénomènes, tels que la migration d’autres types 

cellulaires. Ainsi, pour vérifier si les CML-AP des souris KO hyperprolifèrent, une expérience 

complémentaire d’immunohistochimie devrait être conduite, telle qu’un double marquage du 

muscle lisse et d’un marqueur de prolifération, pour vérifier si ces souris présentent une 

augmentation de leur colocalisation.  

D’un point de vue moléculaire, les souris SIRT1 KO en hypoxie montrent un niveau réduit de 

PGC-1α par rapport aux souris contrôles, suggérant que SIRT1 peut moduler non seulement 

son activation mais également son expression ou sa stabilité. Bien que SIRT1 soit surtout 

connue comme un activateur post traductionnel de ce co-activateur, elle semble agir aussi sur 

son expression génique. En effet, Amat et ses collaborateurs [501] ont montré que, dans le 

muscle squelettique, SIRT1 contrôle sa transcription via une boucle d’autorégulation de PGC-

1α, suite à la formation d’un complexe avec ce co-activateur et le facteur myogénique MyoD 

(myogenic determing factor). La diminution d’expression de PGC-1α pourrait donc engendrer 

une baisse du métabolisme mitochondrial, qui, comme il a été discuté précédemment, favorise 

la prolifération des cellules vasculaires pulmonaires dans l’HTAP. Il est cependant important 

de noter que, contrairement à ce qui est observé dans l’HTAP humaine, l’hypoxie chronique 

chez la souris augmente le niveau protéique de PGC-1α. Plusieurs études ont montré une 

activation de ce co-activateur transcriptionnel suite à l’hypoxie. En effet, son expression est 

induite dans les myotubes en culture par des conditions mimant l’ischémie [502]. De façon 

similaire, l’hypoxia hypobare active PGC-1α et la biogenèse mitochondriale dans le sous-

cortex cérébral murin [503].  

Cette induction en condition hypoxique pourrait être un mécanisme permettant d’augmenter la 

production d’ATP et de limiter les dommages provoqués par la carence d’oxygène. La 

réduction de l’expression de PGC-1α après la délétion de SIRT1 pourrait donc prévenir cette 

réponse, et la production d’énergie devrait être fournie principalement par la glycolyse, qui 

permettrait donc la production des intermédiaires nécessaires pour la biosynthèse durant la 

prolifération cellulaire. En effet, les poumons des souris SIRT1 KO présentent une 

augmentation du transporteur du glucose GLUT1, suggérant que la voie glycolytique est 

activée. Cependant, cette observation reste à être confirmée, par exemple via la détection 

d’autres marqueurs glycolytiques, tels que la phosphofructokinase et le glycéraldéhyde 3 

phosphate déshydrogénase. 
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Récemment il a été démontré que, dans le muscle squelettique, SIRT1 peut aussi améliorer 

l’activité mitochondriale via une voie PGC-1α-indépendante [504]. En effet, SIRT1 stabilise 

l’ubiquitine ligase Von Hippel-Lindau, qui reconnait des résidus de lysine hydroxylés sur 

HIF-1α, provoquant ainsi une dégradation majeure de ce facteur de transcription. Or HIF-1α 

inhibe c-myc, un facteur de transcription qui régule la transcription de TFAM. Ainsi en 

diminuant indirectement le niveau protéique d’HIF-1α, SIRT1 module positivement 

l’expression de TFAM et, par conséquent, l’expression des gènes mitochondriaux [504]. De 

façon inattendue, le contenu protéique d’HIF-1α est inaltéré entre les souris SIRT1 KO et les 

contrôles en normoxie, et suite à l’hypoxie chronique, les souris déficientes en SIRT1 

présentent même un niveau d’HIF-1α inferieur à celui des souris contrôles. Il a été montré que 

SIRT1 régule négativement HIF-1α aussi en le désacétylant directement, bloquant ainsi le 

recrutement du co-activateur transcriptionnel p300 et réduisant alors son activité [505].   

Ce facteur de transcription joue un rôle clé dans la pathogenèse de l’HTAP, induisant 

l’expression de gènes de la voie glycolytique ; toutefois, au regard de son expression chez les 

souris SIRT1 KO, l’aggravation du remodelage vasculaire observée chez les souris SIRT1 KO 

ne passerait pas par cette voie. 

L’hypoxie chronique chez la souris induit une augmentation du niveau de SIRT1. L’induction 

de SIRT1 par l’hypoxie a déjà été observée au niveau des cardiomyocytes : la régulation 

négative du microARN miR-199a, qui déstabilise l’ARNm de SIRT1 et HIF-1α, mène en 

effet à l’augmentation de l’expression de ces derniers et donc à la diminution de l’apoptose 

due à la destabilisation de p53 [421]. Une autre étude montre au contraire que l’hypoxie, 

occasionnant une baisse des niveaux de NAD+, cause la régulation négative de SIRT1, 

prévenant donc l’action inhibitrice de cette désacétylase sur HIF-1α [505]. Ainsi, la régulation 

de SIRT1 par l’hypoxie semble être un mécanisme complexe, probablement dépendant du 

type cellulaire. 

Si à la suite de l’hypoxie chronique la délétion de SIRT1 a des conséquences sur le 

remodelage vasculaire et cardiaque, aucune différence est observée entre les deux génotypes 

en normoxie. Cela contraste avec ce qui a été observé par Paulin et ses collaborateurs [291] 

suite à la délétion de SIRT3 : en effet, les souris SIRT3 KO développent spontanément 

l’HTAP. Cependant, quelques observations sont nécessaires. Bien que les deux sirtuines 

soient impliquées dans le métabolisme, leurs fonctions sont bien distinctes. SIRT1 agit via la 

transcription AMPK- et PGC-1α-dépendante de gènes mitochondriaux codant pour des 

protéines impliquées dans la biogenèse, la fusion et la fission des mitochondries, ainsi que 

pour des composants de la chaîne respiratoire. SIRT3 pour sa part active les composants 
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mitochondriaux du cycle de Krebs et de l’oxydation phosphorylante [506]. Par conséquent, il 

est tout à fait possible que leur délétion ait des effets différents. SIRT1 est une protéine 

senseur du stress oxydant [507] et il n’est donc pas surprenant que les effets de sa délétion 

n’apparaissent qu’après l’exposition au stress hypoxique. En effet, plusieurs études ont 

montré des différences significatives entre les deux génotypes seulement après exposition des 

animaux déficients en SIRT1 à un stress, tels que l’endotoxine [508] ou une réaction 

allergique [509]. De plus, la délétion de la même sirtuine peut avoir deux effets 

contradictoires. En effet, alors que Waypa et ses collaborateurs [510] montrent que des souris 

invalidées pour SIRT3 ne développent pas une HTAP plus sévère que les souris sauvages de 

la même lignée après exposition à l’hypoxie chronique, Paulin et ses collaborateurs [291] 

démontrent en revanche que la déficience en SIRT3 détermine à elle seule le développement 

spontané de l’HTAP chez la souris. Cela pourrait être dû à fond génétique qui diffère entre les 

animaux. Comme le discutent par Paulin et ses collaborateurs, la délétion de SIRT3, gène 

impliqué dans le métabolisme, aurait un impact plus important chez les souris utilisées dans 

leur étude, les 129/Sv, car elles présentent à l’origine un métabolisme plus lent et une fonction 

mitochondriale plus faible que les souris C57BL/6 de l’autre étude [291]. Une autre 

explication pourrait être l’âge des animaux utilisés dans les deux travaux. SIRT3 a en effet été 

associée au vieillissement et il a été suggéré que cette désacétylase pourrait jouer un rôle 

important aux âges plus avancées [511, 512]. Cependant, étant donné que dans les deux 

articles l’âge des animaux n’est pas spécifié, il n’est pas possible de faire d’hypothèses à ce 

sujet.  

A ce propos, il est important de noter que dans notre étude les souris ont été utilisées à l’âge 

de 4 mois et demi. Il se pourrait que la délétion de SIRT1 ait des effets à des stades plus 

tardifs chez des animaux non soumis à des situations de stress. Pour cela, il serait très 

intéressant d’induire la délétion de SIRT1 chez nos souris et de les laisser vieillir, puis de 

mesurer le remodelage vasculaire et cardiaque.  

E. La surexpression de SIRT1 n’influence pas la prolifération des 
CML-AP. 
 
Nous avons montré que la surexpression de SIRT1, contrairement à sa sous-expression, n’a 

aucun effet sur la prolifération des CML-AP estimée par le clivage du sel WST-1. Il est 

important de souligner que ce test, très simple et pratique à réaliser, présente des points 

faibles. En effet, il ne permet pas de distinguer si une augmentation du signal est due à une 
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augmentation de la prolifération ou bien à une diminution de la mort cellulaire. En outre, étant 

donné que le clivage du sel WST-1 se base sur l’activité de déshydrogénases mitochondriales, 

il se pourrait qu’à nombre égal de cellules les signaux diffèrent si une condition affecte 

l’activité de ces enzymes. SIRT1 étant un modulateur positif du métabolisme mitochondrial, il 

serait judicieux de confirmer le résultat obtenu par des moyens plus précis d’évaluation de la 

prolifération cellulaire, tel que la mesure de l’incorporation du BrdU.  

Dans le cas où ce résultat était confirmé, l’absence d’effet de la surexpression de SIRT1 sur la 

prolifération pourrait paraître surprenante. Cependant, des études ont démontré qu’une 

augmentation de l’expression de SIRT1 ne corrèle pas forcement avec une augmentation de 

son activité [513]. En général, il est reconnu que la surexpression d’un enzyme peut être 

associée à une diminution de son activité. Par exemple, les niveaux de guanylate cyclase 

augmentent considérablement chez les patients atteints d’HTAP, alors que son activité est 

fortement réduite [627]. Cela pourrait être un mécanisme de compensation cellulaire pour 

répondre aux niveaux élevés d’enzyme inactive.  

En ce qui concerne SIRT1, il est important de garder à l’esprit que cette enzyme est un 

senseur métabolique de la cellule, répondant aux niveaux de NAD+, qui est son cofacteur. Par 

conséquent, une augmentation de protéines SIRT1 ne peut pas se traduire par une 

augmentation de protéines SIRT1 actives si l’état métabolique cellulaire ne change pas. 

F. Stac-3 active SIRT1 dans les CML-AP. 
 
Pour activer SIRT1, nous avons utilisé le composé Stac-3 (sirtuin activating compound 3). 

Bien que diverses études aient démontré que des Stacs présents dans la nature (par exemple, 

le resvératrol), ainsi que des Stacs synthétiques chimiquement différents, activent SIRT1 in 

vitro en abaissant sa constant de Michaelis (KM) [356, 360, 376, 377], la légitimité de ces 

molécules en tant qu’activateurs directs de SIRT1 a été objet d’un long débat. En effet, des 

études ont montré que les Stacs augmentent l’activité de SIRT1 vers des substrats marqués 

avec le fluorophore utilisé pour la détection, mais pas vers ces mêmes peptides lorsqu’ils ne 

sont pas marqués [448, 515, 516], soulevant le doute d’un possible artefact. Etant donné que 

les fluorophores utilisés dans ces études étaient hydrophobes [376, 377], Hubbard et ses 

collaborateurs [450] ont testé si des groups hydrophobes pouvaient faciliter l’activation de 

SIRT1 par les Stacs. En effet, des motifs hydrophobes spécifiques trouvés dans des substrats 

de SIRT1 tels que PGC-1α et FOXO3a favorisent l’activation par les Stacs. De plus, dans la 

même étude il a été démontré qu’un résidu de glutamate en position N-terminal par rapport au 
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domaine catalytique de SIRT1 est nécessaire pour l’activation par les Stacs [450]. Ainsi, 

SIRT1 serait directement activée par des Stacs chimiquement différents via un mécanisme 

allostérique. Cependant, il est important de souligner que l’activité de SIRT1 dans ces études 

a toujours été mesurée à l’aide de kits qui, comme précisé précédemment, ne permettent pas 

d’évaluer l’activité de SIRT1 dans son contexte physiologique. Nous avons donc exploré pour 

la première fois les effets de Stac-3 sur l’activation de SIRT1 dans des CML-AP de rat via la 

détection des formes acétylées et totales de trois cibles de SIRT1 : PGC-1α, l’histone 1 et 

FOXO1. L’activation de SIRT1 est suggérée par la diminution de la forme acétylée des trois 

cibles. De plus, nous avons montré une forte augmentation de l’expression en ARNm de 

NAMPT, une enzyme clé de la voie de sauvetage pour la production de NAD+, cofacteur 

essentiel de SIRT1. Comme il a été décrit dans l’introduction, la transcription de NAMPT est 

stimulée par l’AMPK [322, 324], qui a son tour est activée par SIRT1 via la désacétylation 

activatrice de la kinase LKB1, modulateur positif de l’AMPK [390]. De façon intéressante, il 

a été montré que SIRT1, en complexe avec les facteurs de transcriptions CLOCK (Circadian 

Locomotor Output Cycles Kaput) et BMAL1 (Brain and Muscle ARNT-like 1), est recrutée 

suivant un rythme circadien au promoteur de NAMPT, pouvant ainsi agir aussi de manière 

directe sur sa transcription [517]. 

G. La régulation positive de l’activité de SIRT1 inhibe fortement la 
prolifération des CML-AP et est associée à l’activation de la 
biogenèse mitochondriale. 
L’activation pharmacologique de SIRT1 par l’activateur spécifique Stac-3 inhibe 

profondément la prolifération des CML-AP humaines et de rat. Le fait que Stac-3 inhibe la 

prolifération des cellules contrôles, en plus de la prolifération des cellules dérivant de patients 

HTAP, n’est pas relevant puisque les CML-AP prolifèrent très peu physiologiquement.  

De façon cohérente avec ce qui a été observé dans d’autres types musculaires, tels que le cœur 

et le muscle squelettique [323], l’activation de SIRT1 dans les CML-AP est associée à une 

augmentation de la biogenèse mitochondriale, avec une élévation de l’expression des gènes 

faisant partie de la cascade transcriptionelle dirigée par le co-activateur PGC-1α, tels que 

ERRα et PPARα, qui se traduit par une augmentation significative des marqueurs de la masse 

mitochondriale VDAC et citrate synthase. Il serait très intéressant d’étudier quelle est la 

contribution précise de l’activation du métabolisme mitochondrial dans les effets 

antiprolifératifs de l’activation de SIRT1. Pour cela, Stac-3 pourrait être utilisé pour traiter des 
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cellules où le niveau protéique d’un des plus importants médiateurs des effets métaboliques de 

SIRT1, PGC-1α, a été modulé négativement.  

De façon intéressante, le traitement avec Stac-3 stimule aussi l’expression d’un autre gène 

régulé positivement par PGC-1α, l’enzyme antioxydante SOD2. Archer et ses collaborateurs 

[92] ont montré que son expression est réduite dans les CML-AP issues de patients atteints 

d’HTAP et de modèles animaux, à cause d’une hyperméthylation au niveau du promoteur et 

de la région stimulatrice de ce gène. La sous-expression de SOD2 dans les CML-AP de rat 

reproduit le phénotype hyperprolifératif et résistant à l’apoptose des CML-AP-HTAP [92]. 

Cela est au moins en partie dû à l’activation d’HIF-1α, normalement déstabilisé par l’H2O2 

issu de la réaction catalysée par SOD2, et à l’inhibition des canaux potassiques voltage-

dépendants sensibles aux espèces réactives de l’oxygène [92]. A l’inverse, le rétablissement 

du niveau de SOD2 inhibe la prolifération des CML-AP et permet la régression de l’HTAP in 

vivo. Par conséquent, il se pourrait que l’activation de l’expression de SOD2 par Stac-3 

contribue à l’effet antiprolifératif de cet activateur de SIRT1.  

Diverses études ont montré des effets bénéfiques de l’activation du métabolisme 

mitochondrial sur l’HTAP expérimentale chez l’animal, mettant ainsi en évidence la 

possibilité d’un traitement métabolique de l’HTAP. Par exemple, il a été montré que 

l’administration de dichloroacétate améliore l’HTAP induite par l’hypoxie chronique, la 

monocrotaline et la prédisposition génétique (fawn hooded) chez le rat [164, 308, 518]. Le 

dichloroacétate inhibe la pyruvate déshydrogénase kinase, conduisant à l’activation de la 

pyruvate déshydrogénase. Cette enzyme, localisée dans la mitochondrie, est responsable de la 

conversion du pyruvate, issu de la glycolyse, en acétyl-CoA, ce dernier étant un substrat du 

cycle de Krebs, nécessaire pour l’oxydation phosphorylante. Le trimetazidine et la ranolazine, 

des inhibiteurs d’une enzyme de l’oxydation mitochondriale des acides gras, présentent aussi 

des effets bénéfiques dans l’HTAP expérimentale. Etant donné que l’oxydation des acides 

gras contribue à l’inhibition de l’oxydation de glucose via le ‘‘cycle de Randle’’, détaillé en 

figure 40, son inhibition prévient ce remodelage métabolique, limitant ainsi le phénotype 

cellulaire pro-prolifératif et antiapoptotique observé dans l’HTAP [519, 520].  
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Figure 41 : Représentation schématique du cycle de Randle. 
Le cycle de Randle est la relation réciproque entre l’oxydation de glucose et l’oxydation des acides gras (FAO). 
L’acétyl-CoA et le citrate produits par l’oxydation des acides gras inhibent la pyruvate déshydrogénase (PDH) et 
la phosphofructokinase (PFK), respectivement, diminuant l’oxydation du glucose quand les acides gras sont 
abondants. Le trimetazidine (TMZ) et la ranolazine (RAN), les inhibiteurs pharmacologiques de l’oxydation des 
acides gras, peuvent donc restaurer l’oxydation du glucose. CPT1/2 indique la carnitine palmitoyltransférase 1/2; 
FA-CoA, fatty acyl-CoA; FATP1/6, fatty acid transport protein 1/6; Glut1/4, glucose transporter 1/4; HK, 
hexokinase; IMM, inner mitochondrial membrane; LDHA, lactate déshydrogénase A; OMM, outer 
mitochondrial membrane. De [520] 
 
Au regard des effets bénéfiques sur le métabolisme mitochondrial et la prolifération cellulaire 

in vitro, il serait très intéressant de tester Stac-3, ou un autre activateur spécifique de SIRT1 

tel que SRT1720 (très utilisé pour les études in vivo), dans un modèle animal d’HTAP, pour 

explorer s’il serait d’une part capable de prévenir ou, mieux encore, de faire régresser cette 

maladie, et d’autre part si ce traitement serait associé à une amélioration du métabolisme 

mitochondrial dans les cellules vasculaires et aussi dans d’autres organes. En effet, de façon 

intéressante, le remodelage métabolique a été observé non seulement dans les CML, les 

cellules endothéliales et les fibroblastes, mais aussi dans les cardiomyocytes du ventricule 

droit, les cellules immunitaires et le muscle squelettique, suggérant un trouble métabolique 

globale dans l’HTAP [468]. Cela indique donc la possibilité d’un traitement systémique, qui 

pourrait se montrer plus efficace que les thérapies actuelles qui ciblent des voies dont 

l’altération est restreinte aux poumons.  

De plus, pour explorer la contribution de l’amélioration du métabolisme mitochondrial dans 

l’effet bénéfique attendu, il est tentant d’activer spécifiquement SIRT1 et d’induire l’HTAP 

chez des souris déficientes en PGC-1α. En effet, dans les études citées auparavant, les auteurs 
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n’ont pas démontré la contribution de la normalisation du métabolisme pour la régression de 

l’HTAP. En outre, le dichloroacétate, en plus d’inhiber la pyruvate déshydrogénase kinase, 

présente également d’autres effets : par exemple, il corrige en partie les dysfonctions liées à 

l’activation anormale de l’axe HIF-1-KV1.5 et la production d’espèces réactives de l’oxygène 

[168]. 

H. La régulation positive de l’activité de SIRT1 modifie la 
morphologie mitochondriale. 
Nous avons montré que le traitement avec Stac-3 modifie la morphologie mitochondriale, 

prévenant notamment l’augmentation du pourcentage de petites mitochondries et la 

diminution de la proportion de grosses mitochondries induites par la prolifération PDGF-

dépendante. 

Cela pourrait aussi participer à l’effet antiprolifératif de Stac-3 étant donné que, comme il a 

été discuté précédemment, des études ont démontré que la morphologie de mitochondries 

influence la prolifération des CML-AP.  En effet, les CML-AP issues de patients atteints 

d’HTAP présentent un réseau mitochondrial fragmenté, et ceci est associé à une augmentation 

de la forme phosphorylée active de DRP1 [284]. L’inhibition pharmacologique ou 

moléculaire de DRP1 bloque le cycle cellulaire et améliore l’HTAP induite par la 

monocrotaline chez le rat, réduisant la prolifération des CML-AP [284]. A l’inverse, 

l’activation de la fission via l’administration de cobalt induit le développement d’une HTAP 

[284]. La fragmentation du réseau mitochondrial observée dans les CML-AP de patients est 

due à une augmentation de la fission d’un côté, mais aussi à une diminution de la fusion. En 

effet, la protéine MFN2, impliquée dans la fusion de la membrane externe mitochondriale, est 

sousexprimée dans les CML-AP de patients atteints d’HTAP [285]. La réduction de son 

expression dans des CML-AP contrôles cause une diminution de l’expression de son co-

activateur transcriptionnel PGC-1α et engendre une augmentation de leur prolifération. A 

l’inverse, sa surexpression dans des CML-AP issues de patients atteints d’HTAP aboutit à 

l’élévation de la fusion mitochondriale, associée au ralentissement de la prolifération 

cellulaire et l’augmentation de l’apoptose [285]. Nous pouvons donc suggérer que l'inhibition 

de la fragmentation mitochondrial par Stac-3 implique l'activation de PGC-1α qui à son tour 

est capable d'augmenter l'expression de la protéine MFN2 [285]. 

La forme des mitochondries pourrait affecter la prolifération cellulaire en modulant la 

physiologie mitochondriale. En effet, il a été montré que des mitochondries formant un réseau 

tubulaire sont énergétiquement plus efficaces que des mitochondries fragmentées. Des 
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mitochondries allongées, obtenues suite à la diminution du processus de fission, sont 

protégées de la mitophagie et ont une densité de crêtes plus importante, ce qui facilite 

l’oligomérisation de l’ATPase pour maintenir la production d’ATP et permettre la survie de 

cellules en privation [521]. De plus, il a été observé que des altérations dans l’expression 

d’OPA1, qui diminuent le processus de fusion mitochondrial, affectent le métabolisme 

mitochondrial réduisant la synthèse d’ATP guidée par les substrats du complexe I [522]. 

Des changements de la morphologie mitochondriale influencent non seulement la production 

énergétique, mais aussi d’autres fonctions mitochondriales essentielles, telles que la 

génération d’espèces réactives de l’oxygène, l’homéostasie de Ca2+ et l’apoptose. Par 

exemple, suite à l’exposition à de fortes doses de glucose, les mitochondries se fragmentent 

rapidement, produisant plus d’espèces réactives de l’oxygène. De façon importante, il a été 

montré que cette fragmentation mitochondriale est nécessaire pour la surproduction d’espèces 

réactives de l’oxygène induite par de hautes concentrations de glucose [523].  

La MFN2 régule positivement les interactions réticulum endoplasmique-mitochondries. Son 

absence affecte directement l’absorption de Ca2+ par la mitochondrie durant la libération de 

Ca2+ régulée par l’inositol triphosphate [524], alors que sa surexpression induit l’apoptose, 

probablement en raison d’un lien excessif réticulum endoplasmique-mitochondries qui, par 

conséquent, pourrait conduire à un transfert démesuré de Ca2+ entre le réticulum 

endoplasmique et les mitochondries [525]. Il est important de noter, toutefois, qu’une étude 

très récente a remis en question ce modèle largement accepté, montrant que la délétion de 

MFN2 cause une augmentation du couplage structural et fonctionnel entre le réticulum 

endoplasmique et la mitochondrie [526]. De plus, la division DRP1-dépendante du réseau 

mitochondrial prévient les vagues calciques dans l’organite, protégeant ainsi contre l’apoptose 

provoquée par le Ca2+ [527]. La sousexpression d’OPA1 augmente la vélocité et l’ampleur de 

l’augmentation de Ca2+ mitochondrial, probablement via l’augmentation du diamètre de 

jonctions des crêtes contrôlé par cette protéine de fusion [528]. Cela pourrait en effet faciliter 

l’accès du Ca2+ aux transporteurs de la membrane des crêtes. 

Enfin, il a été montré que l’inhibition de la fission mitochondriale ou la stimulation de la 

fusion retardent significativement l’apoptose. Parone et ses collaborateurs [529] ont démontré 

que l’inhibition de la fission n’empêche pas la libération de Smac/DIABLO, mais elle peut 

retarder celle du cytochrome c. Cela peut être obtenu via l’inhibition du remodelage des crêtes 

mitochondriales, un processus nécessaire à la mobilisation efficace du cytochrome c [530].  

Ainsi, l'ensemble des résultats obtenus dans cette étude montre que l'activation de SIRT1 

induit un profond remaniement des mitochondries qui concerne à la fois le métabolisme et la 
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structure de ces organites. L’augmentation de la capacité oxydative et l'inhibition de la 

fragmentation, qui peuvent d'ailleurs être liées entre elles, sont potentiellement capables 

d'induire l'effet antiprolifératif de l’activateur de SIRT1 Stac-3. L'étude qui permettra 

d’identifier la contribution de chaque modification dans cet effet est donc envisageable. 
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Abstract 

 

Background− Energy metabolism shift from oxidative phosphorylation towards glycolysis in 

pulmonary artery smooth muscle cells (PASMCs) is suggested to be involved in their 

hyperproliferation in pulmonary arterial hypertension (PAH). The deacetylase sirtuin1 

(SIRT1) is an important modulator of energy metabolism via different pathways including 

activation of peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator-1 alpha (PGC-

1α), the master regulator of mitochondrial biogenesis. 

Methods and results− Content of PGC-1α and its downstream targets as well as markers of 

mitochondrial mass (voltage-dependent anion channel and citrate synthase) were diminished 

in human PAH PASMCs. These cells and rat PASMCs stimulated by platelet derived growth 

factor demonstrated a shift in cellular acetylated/deacetylated state, as evidenced by the 

increase of the acetylated forms of SIRT1 targets histone H1 and FOXO1. Rat and human 

PASMC proliferation was potentiated by SIRT1 pharmacological inhibition or specific 

downregulation via short interfering RNA. Moreover, after chronic hypoxia exposure, SIRT1 

KO mice displayed a more intense vascular remodeling compared to their control littermates, 

which was associated with an accentuated increase in right ventricle pressure and 

hypertrophy. Sirtuin1 activator Stac-3 decreased acetylation level of histone H1 and FOXO1 

and strongly inhibited rat and human PASMC proliferation without affecting cell mortality. 

This effect was associated with the activation of mitochondrial biogenesis evidenced by 

higher expression of mitochondrial markers and downstream targets of PGC-1α. 

Conclusions− Altered acetylation/deacetylation balance controlled by SIRT1 inactivation 

seems to be involved in the pathogenesis of PAH and this enzyme could be a promising 

therapeutic target for PAH treatment. 

Key words: sirtuin, pulmonary arterial hypertension, proliferation, mitochondrial biogenesis, 

smooth muscle 
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Introduction   

Pulmonary arterial hypertension (PAH) is a rare but deadly cardiopulmonary disorder, 

characterized by an extensive remodeling of small- and medium-sized pulmonary arteries, 

mainly due to the hyperproliferation of pulmonary artery smooth muscle cells (PASMCs).  

PAH PASMCs share some common features with cancer, such as growth dysregulation, 

resistance to apoptosis, and a metabolic remodelling1. Indeed, like cancer cells, PASMCs 

display a shift from oxidative phosphorylation towards glycolysis even in the presence of 

oxygen, condition known as the Warburg effect. This metabolic alteration is sustained by the 

pathological activation of transcription factors such as c-Myc and the hypoxia-inducible 

factor-1 α (HIF-1α)2, as well as the inhibition of the transcription factor FOXO13, contributing 

to PAH PASMC mitochondrial dysfunction. Indeed, PAH PASMC mitochondria present 

numerous abnormalities (for review, see4) including lowered oxidative capacity and altered 

mitochondrial dynamics leading to mitochondrial fragmentation. The recovery of 

mitochondrial function via the increase in oxidative capacity5–7  and/or the restoration of 

fusion/fission balance8,9 proved beneficial for the treatment of PAH in animal models, thus 

appearing as a promising therapeutic approach. 

Cellular acetylation/deacetylation balance is an important regulator of energy metabolism 

including mitochondrial function. Particularly, sirtuin 1 (SIRT1), which is a NAD+-dependent 

deacetylase, has been found to augment mitochondrial function via several mechanisms. In 

various tissues including liver and skeletal muscle, SIRT1 enhances mitochondrial biogenesis 

and fatty acid oxidation by deacetylating and thus activating the master regulator of 

mitochondrial biogenesis, PGC-1α (reviewed in10). Sirtuin1 is able to promote mitochondrial 

gene expression also via a PGC-1α independent pathway. By destabilizing HIF-1α, it prevents 

HIF-1α-mediated inhibition of c-Myc, activator of the transcription of mitochondrial 

transcription factor A (TFAM), thus increasing the expression of mitochondrial-encoded 

respiratory genes11. Finally, SIRT1 can improve mitochondrial activity by activating stress 

signaling pathways via the mitochondrial unfolded protein response and the nuclear 

translocation and activation of one of FOXO transcription factors as shown in worms12. 

Thus, one could hypothesize that SIRT1 may be affected in PAH and that its activation could 

have beneficial effects in this disease. However, neither the state of SIRT1 nor the 

acetylation/deacetylation balance in PAH pulmonary vessels of patients or in experimental 
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models has been investigated. Of note, another enzyme belonging to this family, sirtuin3, 

having mitochondrial location and activating metabolic pathways, such as mitochondrial fatty 

acid oxidation13 and oxidative phosphorylation14,15, is downregulated in human PAH16. 

Importantly, some studies pointed out a potential protective role of SIRT1 in PAH. Indeed, 

resveratrol, a non-specific SIRT1 activator, has been found to prevent, and even reverse,17 

monocrotaline-18 and chronic hypoxia-19 induced  PAH, as well as PAH-associated right 

ventricle hypertrophy20. Furthermore, Ding et al.21 have recently shown that calorie restriction 

activating SIRT1 and SIRT1 overexpression can also ameliorate monocrotaline-induced PAH. 

However, all these studies used non-specific SIRT1 activators, resveratrol and calorie 

restriction having in fact a large range of other targets23,24. Moreover, SIRT1-triggered 

metabolic signaling pathways (which could be involved in resveratrol or calorie restriction 

beneficial effects on PAH) were not explored.  

Here, we investigate for the first time the state of SIRT1 signaling pathway in human PAH 

PASMC as well as in rat PASMC stimulated with platelet-derived growth factor (PDGF). We 

demonstrate that the acetylation/deacetylation balance is shifted towards acetylation in PAH 

and PDGF-treated PASMCs. We show that SIRT1 is a negative regulator of PASMC growth: 

its pharmacological inhibition, as well as its specific downregulation enhances human and rat 

PASMC proliferation. Moreover, we provide evidence for SIRT1 role in PAH development, 

since its genetic deletion aggravates chronic hypoxia-induced PAH in mice. We then prove 

that SIRT1 can have beneficial effect in PAH treatment by using the SIRT1 specific activator 

Stac-3, which completely prevents PDGF-induced proliferation and, importantly, abolishes 

almost totally the proliferation of PASMCs from PAH patients without effect on the cell 

mortality. Finally, we show that SIRT1 activation is associated with the increase in the 

expression of genes implicated in mitochondrial function and the augmentation of 

mitochondrial biogenesis, thus providing a mechanistic explanation for the role of 

acetylation/deacetylation balance.  
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Material and methods  

An expanded Methods section is available in the online-only Data Supplement. 

Rat and human PASMCs  

Primary culture of rat PASMCs were derived from 250-300 g male Wistar rats. After 

anaesthesia via intraperitoneal injection of sodium pentobarbital (100 mg/kg), the trachea, 

heart and lungs were rapidly removed, and the pulmonary artery isolated and deprived of 

residual adventitial tissue using dissection forceps and tweezers. Pulmonary artery was then 

cut in small pieces and incubated in 1% antibiotic/antimycotic (a/a) Dulbecco’s modified 

eagle medium (DMEM) containing 150 U/ml type I collagenase and 0.125 mg/ml elastase at 

37°C for 90 minutes under shaking. Tissue lysate was then filtered through a 70 µm cell 

strainer. Cells were collected and cultivated in 15% fetal bovine serum (FBS) and 1% a/a 

DMEM at 37°C in a 95% air-5% CO2 atmosphere till subconfluence. Medium was changed 

every other day. Culture material was previously coated with 50 µg/ml collagene I. 

Experiments were performed between passages 2 and 6. All animal care and experimental 

procedures conformed to the European Community guiding principles in the care and use of 

animals (Directive 2010/63/EU of the European Parliament) and authorizations to perform 

animal experiments according to this decree were obtained from the French Ministry of 

Agriculture, Fisheries and Food (No. D-92-283, 13 December 2012). 

Human PASMCs were kindly provided by Inserm unit UMR-S999 of Centre Chirurgical 

Marie Lannelongue. Cells were obtained from pulmonary artery explants (5-10 mm of 

diameter) realized during surgery of patients affected by idiopathic PAH (PAH PASMCs) or 

lung tumors (CTL PASMCs) (Table S1). Human PASMCs were cultivated in DMEM 

containing glucose (4.5 g/L), FBS (15%), L-glutamine (2 mM), HEPES (20 mM), epidermal 

growth factor (EGF) (10 U/ml), insulin-transferrin-selenium (ITS) 1X, normocin (0.1 mg/ml), 

1% a/a, and used until passage 6. 

Treatments of rat and human PASMCs 

After 24-hour incubation in 0.5% FBS and 1% a/a supplemented medium, PASMCs were pre-

incubated for 2 hours with one of the following compounds diluted in the same medium: 

10µM stac-3 (Santa Cruz), 5µM sirtinol (Santa Cruz) and 1µM SRT1720 (APExBIO). 

Control cells were treated with vehicle (DMSO). Rat PASMC proliferation was then induced 

with 10ng/ml PDGF for 24 hours. Since PAH PASMCs maintain their hyperproliferative 

phenotype in culture, no compound was used to stimulate their growth.   

Evaluation of PASMC proliferation and death 



 195 

PASMC proliferation was measured via four different approaches. BrdU incorporation was 

evaluated using Millipore kit, following the manufacturer instructions. WST-1 (Roche) 

cleavage was measured by a spectrophotometer. Cell counting was performed using a 

Malassez haemocytometer. The protein amount of proliferating cell nuclear antigen (PCNA) 

was detected via WB. 

For measuring PASMC death, cells were labeled with 0.1 µg/ml fluorescein diacetate (FDA), 

and FDA negative cells were detected by flow cytometry (FC500, Beckman Coulter). To 

analyze late apoptosis/necrosis, cells were also labeled with 10 µg/ml propidium iodide (PI). 

In vivo study 

Inducible SIRT1 KO mice were obtained from Sinclair Laboratory24. 3-month old female 

mice (C57BL/6J carrying both the UBC-Cre-ERT2 and the SIRT1flox∆E4/flox∆E4 alleles) were 

subjected to 4 consecutive injections of tamoxifene (final concentration 120mg/kg) to induce 

SIRT1 deletion. WT mice were injected with the same concentration of vehicle (peanut oil). 

After three weeks, mice were exposed to chronic hypoxia (10% O2) in a ventilated chamber 

(Biospherix, New York, NY). A mixture of room air and nitrogen was flushed in the chamber 

to maintain the hypoxic environment. Normoxic mice were kept in the same room, with the 

same light/dark cycle. After three weeks, mice were anesthetized with 4%, 3 L/min isoflurane. 

After skin incision of the sternum, direct transthoracic insertion of a catheter into the right 

ventricle was performed, and right ventricle pressure was measured via PowerLab 4/35 

software. The thorax was opened, mice were then euthanatized via exsanguination from the 

aorta, and the lungs and heart rapidly removed. The right ventricle (RV) was dissected from 

the left ventricle plus septum (LV+S), and then the samples were weighted for determining 

the Fulton’s index (RV/(LV+S)). Right lungs were injected with a solution 1:1 of OCT 

(optimal cutting temperature) and physiological serum, and then frozen for subsequent 

immunohistochemical analysis, and left lungs were frozen for WB.  

Statistical analysis 

The data are presented as mean±SEM.  

For stac-3 and SRT1720 treatment of rat PASMC, differences were determined using one-

way analysis of variance followed by non parametric Newman-Keuls post-hoc test. For short 

interference experiments, sirtinol treatment and in vivo study, differences were evaluated 

using a two-way analysis of variance followed by non parametric Newman-Keuls post-hoc 

test. Human CTL and PAH PASMCs were compared using non parametric Mann-Whitney U 

test.  

Differences were considered as significant when p-value <0.05.  
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Results 

 

Metabolic Profile in Human PAH PASMCs 

In PASMCs from idiopathic PAH patients (PAH PASMCs), mitochondrial mass was 

decreased compared with control PASMCs (CTL PASMCs), as evidenced by reduced 

mitochondrial voltage-dependent anion channel (VDAC) and citrate synthase protein content 

(Fig.1A). Consistently, the protein level of mitochondrial biogenesis master regulator PGC-1α 

was reduced in PAH PASMCs, and this was associated with a downregulation of its targets, 

such as the transcription factor peroxisome proliferator-activated receptor α (PPARα) and the 

estrogen-related receptor α (ERRα), as well as the antioxidant enzyme superoxide dismutase 2 

(SOD2) (Fig.1B). In parallel, the glucose transporter 1 (GLUT1) and lactate dehydrogenase 

(LDH) protein levels were increased (Fig.1C). Thus, these results suggest an energy 

metabolism shift from mitochondrial oxidative phosphorylation towards glycolytic pathway in 

human PAH. 

 

Acetylation/deacetylation balance in PAH PASMCs and PDGF-treated rat PASMCs 

Deacetylation of PGC-1α is one of its main regulator, therefore we hypothesized that a 

downregulation of mitochondrial biogenesis cascade in PAH PASMCs controlled by PGC-1α 

could be linked to altered acetylation/deacetylation balance. We first measured the gene 

expression of the histone acetyltransferase general control of amino-acid synthesis 5-like 2 

(GCN5), which is known to acetylate various cell targets including PGC-1α, thus inhibiting 

its activity25. GCN5 gene expression was markedly increased in PAH PASMCs, whereas 

SIRT1 (deacetylase counteracting GCN5 action) gene expression was unaltered (Fig.2A). 

Protein content of SIRT1 was also unaffected in PAH PASMCs, as well as the protein content 

of nicotinamide phosphoribosyltransferase (NAMPT) (Fig.2B), an enzyme which is essential 

for SIRT1 activity, producing the SIRT1 cofactor NAD+ 26. The balance between the 

acetylated and total forms of the SIRT1 targets histone H1 (Fig.2C) and PGC-1α (Fig.S1A) 

was shifted towards higher acetylation in PAH PASMCs. Taken together, these findings 

suggest that acetylation/deacetylation balance is shifted towards acetylation and, thus, the 

SIRT1 signaling pathway is impaired in PAH PASMCs. Qualitatively similar results were 

obtained in rat PASMCs, where PDGF-induced proliferation (Fig.2D) was associated with 

increased content of the acetylated forms of histone H1 and FOXO1, another SIRT1 target27 

(Fig.2E), as well as of PGC-1α (Fig.S1B). 



 197 

 

Effect of SIRT1 downregulation or inhibition on human and rat PASMC proliferation 

Next, we investigated whether altered acetylation/deacetylation balance could play a causative 

role in PASMC hyperproliferation. We downregulated SIRT1 expression by 85% via siRNA 

in control human PASMCs (Fig.3A). The decline in SIRT1 protein level boosted CTL 

PASMC proliferation, as shown by the  50% increase in the incorporation of the thymidine 

analog BrdU by replicating cells (Fig.3A). In order to confirm this finding, we silenced SIRT1 

also in rat PASMCs. Again, the reduced level of SIRT1 (by almost 70%) enhanced PDGF-

induced proliferation, as evidenced by the increase in cell number, cleavage of WST-1 by 

viable cells and BrdU incorporation. Sirtuin1 reduction favored cell proliferation even under 

basal conditions in the absence of stimulating factors (Fig.3B). We further corroborated these 

observations by showing a facilitation of PDGF-induced proliferation also via SIRT1 

pharmacological inhibition with sirtinol (Fig.3C). Thus, these results indicate that SIRT1 

downregulation could be a causative factor for PASMC hyperproliferation. 

 

Impact of SIRT1 genetic deletion on pulmonary vascular remodeling 

We then investigated the potential role of SIRT1 downregulation in vascular remodeling 

induced by chronic hypoxia exposure known to trigger SMC proliferation. Thus, SIRT1 

inducible knock out (SIRT1 KO) mice and their wild type (WT) littermates were exposed to 

either chronic hypoxia or normoxia during three weeks. As represented in Fig.4A, the deletion 

of SIRT1 exon 4, belonging to the catalytic domain, led to the production of a truncated 

protein. SIRT1 wild-type protein was significantly reduced in SIRT1 KO mice both in 

normoxia and hypoxia, respectively by 67% and 80%. In control lungs, chronic hypoxia 

exposure induced a slight increase in PGC-1α protein level, which was completely absent in 

SIRT1 KO lungs. Interestingly, hypoxia-induced increase of the transcription factor HIF-1α 

was less pronounced in SIRT1 KO compared to wild-type (WT) mice, whereas GLUT1 

induction after chronic hypoxia was much more important in SIRT1 deficient mice. 

A deeper vascular remodeling, with an increase in the percentage of completely muscular 

pulmonary arteries, paralleled by a decrease in the percentage of non-muscular arteries, was 

observed in mutant lungs. The percentage of partially muscular vessels was also slightly 

increased in KO compared to WT mice lungs (Fig.4B). This was associated with an 

exacerbated increase in the right ventricle pressure and hypertrophy (Fig.4C).Thus, the 

inactivation of SIRT1 aggravates vascular and cardiac remodeling in vivo.  



 198 

 

Inhibition of PASMC hyperproliferation via SIRT1 ph armacological activation  

To test whether correction of the acetylation/deacetylation balance could have beneficial 

effect on PASMC hyperproliferation, we investigated the effects of the pharmacological 

activator of SIRT1Stac-3. As expected, Stac-3 significantly decreased the content of 

acetylated SIRT1 targets histone H1 and FOXO1 in rat PASMCs (Fig.5A), as well as PGC-1α 

(Fig.S2). Since SIRT1 seemed to be also involved in the expression of NAMPT28,29, the rate-

limiting enzyme in the NAD+ biosynthetic pathway, we studied NAMPT mRNA level and 

found that Stac-3 considerably increased it (Fig.5A), thus favoring the synthesis of the SIRT1 

cofactor. 

Next, we studied the effect of Stac-3 on PDGF-induced proliferation in rat PASMCs. This 

treatment completely abolished PDGF proliferative effect, as was shown by the decrease in 

cell number, the reduction in WST-1 cleavage and the inhibition of BrdU incorporation 

(Fig.5B). Moreover, the protein level of the proliferation marker PCNA was normalized when 

Stac-3 was added to PDGF-treated PASMCs (Fig.5B). To further verify this observation, we 

used another SIRT1 activator, SRT1720. This compound also blunted PASMC proliferation 

though to a lesser extent (Fig.5C). Importantly, the dramatic antiproliferative effect of Stac-3 

was not associated with an increase in cell death. Indeed, Stac-3 increased neither the 

percentage of cells unable to cleave the viability marker FDA nor the percentage of necrotic 

cells, permeable to propidium iodide (Fig.5D).  

Given the great inhibitory effect of SIRT1 activation on rat PASMC proliferation, we tested 

Stac-3 in PAH PASMCs. The proliferation of these cells was almost completely abolished, 

with a decrease by more than 50% of WST-1 cleavage, a reduction of BrdU incorporation by 

80% and the diminution of the protein content of the proliferation marker PCNA by almost 

50% (Fig.5E). 

 

The state of PGC-1α downstream cascade and mitochondrial biogenesis upon SIRT1 

activation 

To provide mechanistic insights into the pathways potentially implicated in Stac-3 effect on 

PASMC proliferation, mRNA and protein levels of several actors of mitochondrial 

bioenergetics were analyzed. Stac-3-mediated SIRT1 activation increased PAH PASMC 

mitochondrial mass, as evidenced by the elevation of VDAC and CS protein level (Fig.6A). 

This augmentation can be explained by activation of mitochondrial biogenesis as Stac-3 
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increased the expression of PGC-1α molecular partners PPARα and ERRα as well as the 

expression of the antioxidant enzyme SOD2, known to be regulated by PGC-1α30 (Fig.6B). 

Similar results were obtained in rat PASMCs, where Stac-3 also promoted mitochondrial 

biogenesis, as indicated by the increase of VDAC and CS protein level, as well as of the 

mitochondrial transcription factor A (TFAM) (Fig.6C). As in PAH PASMCs, in rat cells, 

Stac-3 activated the expression of PGC-1α partners (PPARα, ERRα and NRF2), and of 

elements of PGC-1α-triggered cascade (TFAM, the antioxidant enzyme glutathione 

peroxidase 1 (GPx1), and mitochondrial deacetylase sirtuin3 (SIRT3)) (Fig.6D). Therefore, 

SIRT1 activation is clearly associated with the concerted upregulation of mitochondrial 

biogenesis pathway.  

 

Effects of SIRT1 activation on mitochondrial morphology  

Since mitochondrial fragmentation can favor hyperproliferation, we also studied SIRT1 effect 

on mitochondrial morphology. Stimulation with PDGF induced mitochondrial fragmentation, 

which was abolished by Stac-3 treatment (Fig.7A and B). SIRT1 activation thus normalizes 

mitochondrial morphology by inhibiting hyperproliferation-associated excessive 

fragmentation. 



 200 

Discussion 

 

The present study has highlighted a potential role of the deacetylase SIRT1, an important 

modulator of cell metabolism, in PAH pathogenesis. Indeed, we have shown that SIRT1 is a 

powerful negative regulator of rat and human PASMC proliferation. A deficiency in SIRT1 

can be a factor favoring PAH development as was shown in a model of chronic hypoxia. 

Conversely, SIRT1 activation could be considered as a tool to inhibit PASMC proliferation. 

PAH PASMCs exhibited reduced expression of VDAC and CS, mitochondrial mass markers, 

confirming the rarefaction of the mitochondrial network observed in patients’ cells in an 

earlier study2. This was associated with a negative regulation of mitochondrial biogenesis, as 

indicated by the decreased protein level of the master regulator of mitochondrial biogenesis 

PGC-1α, also shown by Ryan et al.9, as well as the reduced expression of its targets, the 

transcription factors PPARα and ERRα and the antioxidant enzyme SOD2. The partial loss of 

mitochondrial mass by PAH PASMCs was counterbalanced by a considerable increase in 

GLUT1 expression, which is in line with the increase in the uptake glucose of glucose 

analogue FDF by PAH patients' lungs31, evidencing enhanced glycolytic flux. The LDH 

expression was also increased, thus favoring the uncoupling of glycolysis from glucose 

oxidation. Such a remodeling could contribute to the increased plasma lactate levels found in 

Chuvash PAH32, as well as in idiopathic PAH patients33. 

The observed loss of mitochondrial mass in PAH PASMCs suggests a negative regulation of 

mitochondrial biogenesis probably due in part to the downregulation of PGC-1α. Indeed, 

protein content of this master regulator of mitochondrial biogenesis is lowered. However, its 

activity is known to be modulated by post-translational modifications, such as the 

acetylation/desacetylation balance controlled by the acetyltransferase GCN5 and the 

deacetylase SIRT134. As a matter of fact, the expression of acetyltransferase GCN5, which is 

able to inhibit PGC-1α25, is decreased without counterbalanced increase in deacetylase 

SIRT1. Whatever the actual activity of cell acetylases and deacetylases, the domination of 

acetylated forms of various cell targets (histone H1, FOXO1, PGC-1α) in PAH and PDGF-

stimulated rat PASMCs shows a clear shift of the balance towards acetylation. 

The causal link between weakened deacetylation activity and PASMC proliferation has been 

provided by experiments using SIRT1 silencing or pharmacological inhibition by sirtinol. 

Indeed, both interventions increased rat and human PASMC proliferation, providing the first 
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evidence of pathogenic role of acetylation in PASMC hyperproliferation, which could be 

overcome by SIRT1 activity.  

The positive antiproliferative role of SIRT1 was further confirmed in the experiments where 

SIRT1 deletion in mice significantly aggravated vascular remodeling induced by chronic 

hypoxia exposure. This effect was accompanied by an increase in right ventricle pressure and 

hypertrophy. Interestingly, SIRT1 deficiency abolishes hypoxia-induced increase in PGC-1α 

protein level seen in WT lungs and this could attenuate PGC-1α–controlled pathways 

including mitochondrial biogenesis. We and others36 have shown that hypoxia increases 

SIRT1 expression whereas SIRT1 is able to regulate PGC-1α transcription.37 In SIRT1 KO 

lungs, hypoxia-mediated increase in SIRT1 expression is blocked and this could abolish the 

augmentation of PGC-1α expression. A marked rise in GLUT1 expression in SIRT1 KO lungs 

argues that under hypoxic conditions, SIRT1 deficiency induces an imbalance in favor of 

glycolysis at the expense of oxidative phosphorylation. 

Recently it has been demonstrated that SIRT1 can maintain mitochondrial biogenesis also via 

a PGC-1α-independent pathway11. SIRT1 stabilizes the ubiquitin ligase Von Hippel-Lindau 

(VHL), which recognizes HIF-1α hydroxylated lysines, thus leading to the degradation of this 

transcription factor. Since HIF-1α inhibits c-myc, transcription factor activator of TFAM 

expression, SIRT1-mediated HIF-1 downregulation positively modulates TFAM and, 

consequently, mitochondrial gene expression11. However, in our experiments, HIF-1α protein 

level was unaltered by SIRT1 deficiency under normoxia. In chronic hypoxia, SIRT1 KO 

lungs show a reduced HIF-1α response. Therefore, PAH aggravation in SIRT1 KO mice 

seems to be independent of this transcription factor.  

It has been proposed that the stimulation of mitochondrial metabolism could be a promising 

therapeutic approach to proliferative disorders such as cancer41. Reversing the metabolic shift 

from glucose oxidation to glycolysis has proved to be efficient to treat PAH in animal models, 

and is currently the subject of clinical trials4. Here, we show that the pharmacological 

activation of SIRT1 by Stac-3 leads to a strong inhibition of PAH PASMCs proliferation 

without effect on cell viability. An increase in the expression of transcription factors involved 

in mitochondrial biogenesis was observed, with a subsequent increase in mitochondrial mass. 

These effects of Stac-3 seem to be a consequence of direct SIRT1 activation because Stac-3 

has no effect on mitochondrial mass in cells reconstituted with activation-defective SIRT142. 

More detailed investigation carried out on rat PASMCs has shown that Stac-3 increases the 

expression of different factors maintaining mitochondrial biogenesis (PPARα, ERRα, NRF2, 

TFAM). Moreover, SIRT1 activation prevents PDGF-induced mitochondrial fragmentation. 
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Interestingly, a recent study has demonstrated that mitochondrial fission is essential for PAH 

PASMC proliferation, with its inhibition causing cell cycle arrest and ameliorating PAH 

experimental models8. In parallel, mitofusin 2, a protein involved in mitochondrial fusion, is 

downregulated in PAH PASMCs, and the restoration of its expression inhibits PAH PASMC 

hyperproliferation9. Thus, Stac-3 prevention of proliferation-induced mitochondrial fission 

could also contribute to inhibition of PASMC proliferation. Finally, Stac-3 treatment leads to 

the increase of SOD2 expression, whose downregulation has been shown to contribute to 

PAH PASMC hyperproliferation. Indeed, SOD2 promoter and enhancer were found to be 

hypermethylated leading to a decrease in its expression43. This in turn led to a decrease in 

H2O2 production, thus allowing HIF-1 stabilization and KV potassium channel inhibition, both 

pro-proliferative events.43 The decrease in SOD2 expression could thus be due to a 

combination of epigenetic inhibition and downregulation of the co-activator controlling its 

transcription. Therefore, its induction upon SIRT1 activation could be partly responsible for 

Stac-3 antiproliferative effects. 

Such a concerted upregulation of various factors controlled by PGC-1α supports the 

hypothesis that the metabolic remodeling associated with the hyperproliferation inhibition 

induced by Stac-3 involves PGC-1α activation via deacetylation. SIRT1-mediated 

deacetylation of other targets may also play a role. Indeed, SIRT1 catalyses the deacetylation 

of FOXO1 thus potentiating its transcriptional activity44. Yet, PASMC FOXO1 is a critical 

integrator of multiple signaling pathways driving PAH, and reconstitution of FOXO1 activity 

is able to restore the physiologically quiescent PASMC phenotype.3 Anyway, whatever the 

relative contribution of PGC-1α or FOXO1 deacetylation to the inhibition of PASMC 

hyperproliferation, activation of SIRT1 leads to the same endpoint. 

In conclusion, our results for the first time demonstrate an imbalance of the 

acetylated/deacetylated state in PAH PASMC associated with weakening of the oxidative 

phosphorylation machinery. Sirtuin1 downregulation is an important factor inducing PASMC 

hyperproliferation and favoring PAH development. Conversely, SIRT1 activation restores 

mitochondrial biogenesis and normalizes the hyperproliferative phenotype. Thus, targeting 

SIRT1 activity may have therapeutic benefit and represent a new strategy for the PAH 

treatment especially given that SIRT1 upregulation also seems to be beneficial for the 

systemic arteries and the heart (see41,42 and references therein). 
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Figure 1: PAH PASMC metabolic profile is shifted from oxidative phopshorylation 

towards glycolysis. 

(A) PAH PASMCs display a decreased protein level of VDAC and CS, two markers of 

mitochondrial mass (n=4). (B) The expression of the transcriptional co-activator PGC-1α is 

reduced in PAH PASMCs, which present also a decrease in the mRNA content of PPARα, 

ERRα and SOD2 (n=4). (C) The expression of glucose transporter GLUT1 and LDH is 

increased in PAH PASMCs compared to CTL PASMCs (n=4). * p<0.05 versus control. 

 

Figure 2: Hyperproliferation of PASMCs is associated with altered 

acetylation/deacetylation balance. 

(A) In PAH PASMCs, acetyltransferase GCN5 mRNA content is increased, whereas that of 

SIRT1 is unaltered (n=4). (B) Protein levels of NAMPT and SIRT1 in PAH PASMCs do not 

differ from CTL PASMCs (n=4). (C) The acetylated form of SIRT1 target histone H1 (n=4) is 

increased in PAH PASMCs. (D) 24-hour PDGF (10 ng/ml) treatment induces rat PASMC 

proliferation, as evidenced by the increase in cell number, WST-1 cleavage, BrdU 

incorporation and proliferating cell nuclear antigen (PCNA) protein level. (E) In rat PASMCs, 

24-hour PDGF (10 ng/ml) treatment induces an increase in the acetylated fractions of SIRT1 

targets histone H1 and FOXO1, without affecting total protein expression (n=4-6). * p<0.05, 

** p<0.01, *** p<0.001 versus control. 

 

Figure 3: Sirtuin1 downregulation favors PASMC hyperproliferation.   

(A) Sirtuin1 silencing by siRNA reduces SIRT1 protein level and increases BrdU 

incorporation in control human PASMC (n=3). (B) Sirtuin1 silencing decreases SIRT1 

amount and increases PDGF-induced proliferation in rat PASMCs, as evidenced by the 

increase in cell number, WST-1 cleavage and BrdU incorporation (for BrdU incorporation, 

p=0.06). Sirtuin1 protein level reduction shows a trend to increase non-stimulated rat 

PASMCs proliferation (n=5-6). (B) Sirtuin1 pharmacological inhibitor sirtinol (5 µM) also 

facilitates PDGF (10 ng/ml)-induced rat PASMC proliferation (n=7). * p<0.5, ** p<0.01 

versus respective controls. 

 

Figure 4: Sirtuin1 downregulation aggravates chronic hypoxia-induced vascular 

remodeling.  
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(A) The deletion of SIRT1 exon 4, which belongs to SIRT1 catalytic domain, causes the 

production of a truncated protein. Wild-type SIRT1 protein is significantly reduced in SIRT1 

KO mice lungs, in normoxic and hypoxic conditions (n=5-6). Sirtuin1 downregulation 

abolishes hypoxia-induced increase in PGC-1α protein content and blunted elevation in HIF-

1α protein while augmenting GLUT1 protein content. (n=5-6). (B) Representative images of 

non muscular, partially muscular and totally muscular vessels. 7-µm lung cryosections are 

labeled with antibodies against Von Willebrand endothelial factor (VWF) (red) and α smooth 

muscle actin (αSMA) (green). Nuclei are labeled with Hoechst fluorescent probe (blue). Color 

merged panels are showed on the right. Chronic hypoxia-induced vascular remodeling is 

deeper in SIRT1 KO mice lungs, as evidenced by the decrease in the percentage of non 

muscular vessels, paralleled by an increase in the presence of totally muscular vessels (n=5-

6). (C) Right ventricle (RV) pressure elevation is aggravated in SIRT1 KO after hypoxia 

exposure (n=4-5). Fulton’s index, calculated as the ratio of RV weight to the weight of left 

ventricle (LV) + septum (S), is higher in SIRT1 KO mice compared to WT mice subjected to 

chronic hypoxia (n=5-6). * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 versus normoxia; $ p<0.05, $$ 

<0.01 versus wild-type. 

 

Figure 5: Sirtuin1 activator Stac-3 decreases cell acetylation state and abolishes rat and 

human PASMCs hyperproliferation. 

(A) In rat PASMCs, Stac-3 (10 µM) treatment causes a significant reduction of the acetylated 

levels of SIRT1 targets H1 and FOXO1 (n=4-6). Stac-3 also increases NAMPT mRNA 

content (n=4). (B) Stac-3 strongly inhibits PDGF (10 ng/ml)-induced rat PASMC 

proliferation, as indicated by the decrease in cell number, WST-1 cleavage by viable cells, 

BrdU incorporation by replicating cells and proliferating cell nuclear antigen (PCNA) 

amount, (n=4); (C) SIRT1 specific activator SRT1720 (1 µM) also inhibits rat PASMC 

proliferation, as evidenced by the significant decrease in WST-1 cleavage (n=6). (D) Stac-3 

does not affect rat PASMC mortality: fluorescein diacetate (FDA) negative cells percentage 

does not increase upon Stac-3 treatment (n=7). The percentage of necrotic cells, permeable to 

the DNA intercalating probe propidium iodide (PI), is also unchanged (n=4). (E) Stac-3 

antiproliferative effect is observed also in human PAH PASMCs by the decrease in WST-1 

cleavage, BrdU incorporation, as well as PCNA protein level (n=4).  * p<0.05, ** p<0.01, *** 

p<0.001 versus control non-treated PASMCs; $ p< 0.05, $$ p<0.01 versus PDGF-stimulated 

rat PASMCs or human PAH PASMCs 
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Figure 6: Sirtuin1 activation is associated with a mitochondrial biogenesis enhancement 

in human and rat PASMCs. 

(A) In PAH PASMCs, Stac-3 (10 µM) induces an increase in the protein level of 

mitochondrial mass markers VDAC and CS in PAH PASMCs (n=3). (B) Stac-3 also increases 

expression of PGC-1α molecular partners PPARα and ERRα as well as expression of an 

antioxidant enzyme, SOD2, known to be regulated by PGC-1α (n=4). (C) In rat PASMCs, 

Stac-3 also increases mitochondrial mass as evidenced by elevation in VDAC and CS protein 

level; this is accompanied by an increase in mitochondrial transcription factor A (TFAM) 

content (n=4-7). (D) Stac-3 activates expression of PGC-1α partners (PPARα, ERRα and 

NRF2) and of elements of PGC-1α-triggered cascade (TFAM, the antioxidant enzyme 

glutathion peroxidase 1 (GPx1) and sirtuin3 (SIRT3)) (n=4). 

 

Figure 7: Sirtuin1 activation inhibits PDGF-induced mitochondrial fragmentation. 

(A) Representative confocal images of rat PASMC mitochondrial network, labeled with MTO 

(MitoTracker Orange). Stac-3 (10 µM) attenuates PDGF (10 ng/ml)-induced mitochondrial 

fragmentation. (B) Stac-3 prevents PDGF-induced augmentation of the percentage of small 

mitochondria (≤1 µm3) and the decrease of highly connected mitochondria (>5 µm3). Stac-3 

also inhibits the tendency (p=0.059) of the decrease in the presence of medium-sized 

mitochondria (between 1 and 5 µm3). Data are represented as means ± standard errors of four 

independent experiences. For each experience, at least ten cells per condition are analyzed. * 

p<0.05 versus control non-treated PASMCs; $ p< 0.05 versus PDGF-stimulated rat PASMCs. 
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Supplemental material 
 
Supplemental methods 
 
Immunohistochemistry 

7-µm thicked slices were cut and stained with α smooth muscle actin (αSMA) (Sigma, F3777, 

1:200), Von Willebrand endothelial factor (VWF) (DAKO, A0082, 1:600) and 4 µM Hoechst 

for nuclear staining. For each mouse, 100 small vessels (with a diameter <50µm) were 

examined by a blinded observer. Each vessel was categorized as non muscular (vessels 

without smooth muscle), partially muscular (vessels with smooth muscle layer in only part of 

their wall) or totally muscular (smooth muscle is identifiable in the entire vessel 

circumference).  

Immunoprecipitation 

The lysates of PASMCs, including 500 µg protein, were precleaned with protein A  

magnetic beads (Millipore) at 4°C for 1 hour, and then supernatants were collected. The 

lysates were incubated with anti-acetylated lysine antibody (Cell Signalling, 9681, 1:20) or 

with anti-mouse IgG antibodies (Santa Cruz, sc-2025, 1:20) at 4°C overnight. Immune 

complexes were collected then resuspended in denaturing lysis buffer and heated at 70°C for 

10 minutes. The immunoprecipitated proteins were subjected to Western blot analysis for 

PGC-1α detection.  

Immunoblot  

30 to 50 µg of protein extract were loaded onto 8-15% polyacrylamide gel, and then 

transferred onto a PVDF membrane (Immobilon, Millipore). 

Primary antibody (see table S3) incubation was performed either overnight at 4°C or for 2 

hours at room temperature. The incubation of peroxydase-coupled secondary antibody was 

realised for 1 hour at room temperature. Proteins were visualized using Luminata Crescendo 

or Forte (Millipore) peroxydase substrates using a CCD camera (ChemiDoc XRS+Bio-rad). 

Band density was quantified using Quantity One software (BioRad) and normalised to a 

housekeeping protein (β actin for human PASMCs or vinculin for rat PASMCs). 

Quantitative RT-PCR 

Total RNAs were extracted from cells using TRIzol (Molecular Research Center). Briefly, 

chloroform was added to TRIzol, samples were centrifuged at 10000 g for 15 minutes at 4°C, 

and three phases were thus obtained: a protein containing phenol-chloroform fraction, a DNA 

containing interphase and a RNA containing aqueous phase.  

The addition of isopropanol to the aqueous phase allowed RNA precipitation.  
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Reverse transcription was performed from 1 µg RNA using BioRad complementary DNA 

(cDNA) synthesis kit, following manufacturer instructions. Negative controls without reverse 

transcriptase were performed to verify the absence of genomic DNA in the samples.  

Gene expression was evaluated using a quantitative PCR system (BioRad) with SYBR-Green 

dye. PCR reaction was realised on 5 ng cDNA. Reaction mix contained 0.5 µM sense and 

anti-sens primers (see table S2). To confirm the absence of exogenous contaminations, a 

negative control without sample was realised. For each gene, a calibration curve was obtained 

analysing cDNA series dilutions, and was used to calculate sample concentration and 

determine amplification efficiency. TBP (TATA-Binding Protein), RPL32 (Ribosomal 

Protein Large 32), RPLP2 (Ribosomal Protein Large P2) and 14-3-3 zeta/delta protein 

(YWHAZ) were used as reference genes for rat PASMCs to obtain a normalisation factor 

calculated by GeNorm software. For human PASMCs, RPL32, TBP, RPLP0 (Ribosomal 

Protein Large P0) and RPL4 (Ribosomal Protein Large 4) were used as reference genes. 

Mitochondrial network analysis 

Cells were incubated for 15 minutes at 37°C with 500 nM MitoTracker Orange MTO for 

mitochondrial staining. Cells were then fixed with 4% PFA for 10 min at 37°C, auto-

fluorescence was quenched via 5-minute incubation with 50 mM NH4Cl and were mounted 

using mowiol mounting medium..  

3D confocal images were acquired collecting a Z-series stack with 63x objective by an 

inverted Laser Scanning Microscope (Zeiss LSM 510). MTO was excited by 543 nm helium 

neon laser. 3D images were deconvoluted using AutoDeblur AutoVisualize software 

(MediaCybernetics) to increase confocal system resolution, and then analyzed using Imaris 

software (Bitplane Company) to provide information on mitochondrial volume.  

PASMC transient transfection 

Reverse short interference RNA transfection was performed to downregulate SIRT1 in rat and 

human PASMCs. Cells were seeded in a transfection medium (Santa Cruz) containing 

transfection reagent (Santa Cruz) and a mix of three short interfering RNA specifically 

directed against SIRT1 (siSIRT1, Santa Cruz) or having no known target (control siRNA-A, 

Santa Cruz). 24 hours after the transfection, cells were cultivated for additional 24 hours with 

0.5% FBS containing medium, then treated. Transfection rate, evaluated by flow cytometry 

using a FITC-coupled siRNA (Santa Cruz), was about 60%. Transfection efficiency was 

confirmed by SIRT1 protein level. 

Evaluation of PASMC proliferation and death 
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PASMC proliferation was measured via four different approaches. BrdU incorporation by 

replicating cells was evaluated using Millipore kit, following the manufacturer instructions. 

WST-1 (Roche) cleavage by viable cells was measured by a spectrophotometer. Cell counting 

was performed using a Malassez haemocytometer, and 3 counts per condition were realised. 

The protein amount of proliferating cell nuclear antigen (PCNA) was detected via WB. 

For measuring PASMC death, cells were labelled with 0.1 µg/ml fluorescein diacetate (FDA). 

FDA is cleaved by cellular esterases only in viable cells thus releasing fluorescein, which is 

fluorescent. FDA negative cells were detected by flow cytometry (FC500, Beckman Coulter). 

To analyse late apoptosis/necrosis, cells were also labelled with 10 µg/ml propidium iodide 

(PI). Only late apoptotic/necrotic cells, which have lost their membrane integrity, can be 

labelled by this nucleic acid intercalating fluorescent agent. 

For each sample, at least 7 500 cells were analysed. Cell aggregates and debris were excluded 

from analysis. 

Supplemental tables 
 
Supplemental figures 
 
Figure legends 
 
Table S1: Features of PAH and control patients. 

Table S2: Primer sequences. 

Table S3: List of antibodies. 

Figure S1: Hyperproliferation of PASMCs is associated with altered 

acetylation/deacetylation balance of PGC-1α. 

(A) The representative image of PGC-1α amount in total protein extracts (input) and in 

immunoprecipitated proteins containing acetylated lysines (IP) shows that PAH PASMCs 

display an increase in the acetylated fraction of PGC-1α (n=3). (B) PDGF-induced 

proliferation determines an enrichment of acetylated PGC-1α in rat PASMCs (n=3). 

Figure S1: Stac-3 enhances PGC-1α deacetylation. 

In rat PASMCs, Stac-3 (10 µM) treatment causes a significant reduction of the acetylated 

levels of SIRT1 target PGC-1α (n=3). 
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Introduction 

Heart failure (HF), which is defined as the inability of the heart to provide adequate 

blood flow to meet the needs of the organism, is a major cause of death in industrialized 

countries. Although the mechanisms leading to this pathology are still shrouded of mystery, it 

appears that alterations in energy metabolism of the cardiac muscle cell may play an 

important role in the onset and the development of this syndrome. Indeed, it has been widely 

demonstrated that this disease is associated with significant disruption of energy metabolism, 

including mitochondrial function (for review see 1) so that the failing heart represents an 

"engine out of fuel".2  

During the last decade, our team demonstrated that the expression of the peroxisome 

proliferator-activated receptor gamma co-activator -1α (PGC-1α) is clearly reduced in HF.3 

This co-activator regulates the function of many transcription factors involved in energy 

metabolism pathways and is consequently considered as a key regulator of cellular energetics 

and especially of mitochondrial biogenesis.4, 5 Thus, alteration of the PGC-1α signalling 

pathways could at least partially explain the metabolic disorders observed in HF patients. 

Consequently, this co-activator presents itself as a relevant therapeutic target, since the 

stimulation of its expression and/or its function could reasonably be proposed to overcome the 

chronic energy deficit observed in the failing heart.  

Recently, a cardiac-specific robotized cellular assay was developed in our laboratory to 

identify inducers of Pgc-1α gene expression on H9c2 cardiomyoblasts, revealing the positive 

effect of several compounds on Pgc-1α transcription.6 The validation of the effect of those 

molecules in isolated adult cardiomyocytes has shown that cobalamin (Cb) (vitamin B12) 

exhibited remarkable results on PGC-1α signalling pathways, characterising this molecule as 

a potential activator of mitochondrial biogenesis which could be used in a metabolic therapy 

of HF.  

A potential role of Cb in cellular metabolism can be suggested regarding previous studies 

which showed that deficiency in methyl donors (Cb and folate (vitamin B9)) in rat induces an 

imbalanced methylation/acetylation of PGC-1α by the protein arginine methyltransferase 1 

(PRMT1) and the deacetylase Sirtuin 1 (SIRT1) in the heart and in the liver.7-9 In eukaryotic 

cells, Cb is metabolized into adenosylcobalamin and methylcobalamin, the latter being the 

cofactor of methionine synthase in the cytosol which catalyses the remethylation of 

homocysteine to methionine.10-12 Knowing that methionine is converted to S-

adenosylmethionine (SAM), the universal donor in transmethylation of numerous proteins, Cb 

is clearly required for the methylation of proteins involved in the regulation of many cellular 
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pathways. The activity of PGC-1α and of proteins controlling its activity like SIRT1 are 

known to be directly or indirectly regulated by such post-translational modifications;7, 13, 14 

therefore, Cb could affect cellular metabolism. 

For these reasons, in the present study we tested the hypothesis that Cb could exhibit positive 

effects on myocardial energy metabolism and cardiac function in an animal model of pressure 

overload-induced myocardial dysfunction. To this end, cardiac function and energy 

metabolism phenotype of mice that have undergone transverse aortic constriction (TAC) were 

assessed under normal diet and diet supplemented with Cb and folate. 
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Materials and Methods 

Animals 

Five week-old C57B6J mice were fed with normal diet (ND) or with Cb (1 mg/kg) and folate 

(15 mg/kg) supplemented diet (SD) before undergoing surgery to induce pressure overload by 

transverse aortic constriction (TAC) at the age of 8 weeks. Anaesthesia was induced by 

intraperitoneal injection of ketamine (50 mg/kg) and xylazine (8 mg/kg) and silk suture were 

placed around the aorta to generate aortic stenosis. Four weeks after surgery, mice were 

euthanized by cervical dislocation and hearts were rapidly excised, rinsed in cold calcium-free 

Krebs solution and weighed. A part of the left ventricle was immediately used for 

mitochondrial function assessment and another part was flash frozen in liquid nitrogen for 

further biochemical determinations. All animal experimental procedures were approved by 

animal ethics committee of Paris-Sud University.  

 

Echocardiography 

Surgery and sacrifice were preceded by echocardiography using a 12 Mhz transducer (Vivid 

7, General Electric Healthcare) under 2.5% isoflurane gas anaesthesia  to assess cardiac 

function. M-mode echocardiography was used to determine left ventricular mass, fractional 

shortening and left ventricular ejection fraction. 

 

Mitochondrial functional assays in permeabilized muscle fibres  

Mitochondrial respiration was studied in situ in saponin-permeabilized cardiac muscle fibres 

using a Clarke electrode as previously described. A protocol was designed to study sensitivity 

of mitochondrial respiration to external ADP and creatine by successively adding pyruvate-

malate (1-2.5 mM), ADP (0.1 mM), creatine (12 mM) and ADP (2 mM) to respiration 

solution (in mM: 2.77 CaK2EGTA, 7.23 K2EGTA [100 nM free Ca2+], 6.56 MgCl2 [1 mM 

free Mg2+], 20 taurine, 0.5 DTT, 50 K-methane sulfonate [160 mM ionic strength], 20 

imidazole, pH 7.1) at 23 °C. The acceptor control ratio (ACR) was calculated from basal 

mitochondrial respiration rate (in the presence of pyruvate/malate 1/4 mM, without ADP) and 

oxygen consumption after addition of a saturating [ADP]. A second protocol consisting in 

measuring oxygen consumption after successive addition of ADP (2 mM), malate (4 mM), 

pyruvate (1 mM), glutamate (10 mM), succinate (15 mM), and amytal (an inhibitor of 

complex I, 1 mM) was also performed. Rates of respiration are given in µmoles O2/min/g dry 

weight. 
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Enzyme activity 

Frozen tissue samples were weighed, homogenized (Bertin Precellys 24) in ice-cold buffer 

(50 mg/ml) containing HEPES 5 mM (pH 8.7), EGTA 1 mM, DTT 1mM and 0.1% Triton X-

100. Activity of Citrate synthase (CS), cytochrome oxidase (COX) and total creatine kinase 

(CK) were determined using standard spectrophotometric assays.15-17 LDH isoenzymes were 

separated using agarose gel electrophoresis performed at 200 V for 90 minutes. Individual 

isoenzymes were resolved by incubation of the gels with a coupled enzyme system as 

previously described.18 

 

Immunoblotting 

Frozen tissue samples were homogenized (Bertin Precellys 24) in ice cold buffer containing 

HEPES 50 mM, KCl 50 mM, EDTA 1 mM, beta-glycero-phosphate 5 mM, Triton X100 

0.1%, orthovanadate 1 mM, DTT 1 mM, NaF 50 mM, NaPPi 5 mM, PMSF 0.2 mM and 

antiprotease cocktail set. Protein extracts were separated on SDS-polyacrilamide gel (10 to 

12%) and then transferred to PVDF membranes for western blot or were directly applied on 

nitrocellulose membranes using 96-well Bio-Dot® (Biorad) for dot blot. After 1 hour of 

blocking in PBS containing TWEEN20 (0.1%) and nonfat milk (5%), the membranes were 

incubated overnight at 4°C with primary antibody (citrate synthase (Abcam ab96600), 

carnitine palmitoyl-transferase I (Santa Cruz sc-139482), superoxide dismutase 2 (Abcam 

ab16956), nuclear factor erythroid 2-related factor (NFE2L2) (Santa Cruz sc-722), 

Acetylated-Lysine (Ac-Lys) (Cell signaling 9681) and Dimethyl-Arginine asymmetric 

antibody (Me-Arg) (Active motif 39231)). OxyblotTM protein oxidation detection kit 

(millipore S7150) was used for protein carbonylation assessment. After washing, the 

membranes were incubated with a secondary antibody coupled with horseradish peroxidase 

for 1 hour at room temperature and visualized using chemiluminescent substrate (LuminataTM 

Western Chemiluminescent HRP Substrates, Millipore). Light emission was detected by 

autoradiography and quantified using an image-analysis system (Bio-Rad).  

 

Quantitative real-time PCR 

Total ventricular RNA was extracted using Trizol reagent (Invitrogen). Oligo-dT first strand 

cDNA was synthesized from 2 µg of total RNA using iScript cDNA synthesis kit (Bio-rad). 

Real-time PCR was performed using the SYBR® green method on CFX96 TouchTM Real 

Time PCR Detection system (Bio-Rad) from 2.5 ng cDNA. mRNA levels for all target genes 
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were normalized to RPL32 and TBP levels using GeNorm software.19 Primer sequences are 

available in supplemental material.  

 

Preparation of samples for homocysteinemia dosage 

At sacrifice, blood samples were collected immediately placed on ice and plasma was isolated 

by centrifugation at 2500g for 15 min at 4°C. Plasma total homocysteine defined as the total 

concentration of homocysteine after quantitative reductive cleavage of all disulfide bonds, 

was assayed by using the fluorimetric high-performance liquid chromatography method 

described by Fortin.20 

 

Cardiomyocyte cultures 

Twelve-week old Wistar rats were anaesthetized by intraperitoneal injection of pentobarbital 

(200 mg/kg). Hearts were rapidly excised and perfused (retrograde perfusion) with 

collagenase to isolate individual adult rat ventricular myocytes as described previously.21 

Isolated cells were immediately plated on laminin-coated culture dishes in minimal essential 

medium (M4780, Sigma) supplemented with 2.5% foetal bovine serum, penicillin 

(100units/mL), streptomycin (100µg/mL), and 2% HEPES (pH 7.4) for 1 hour, and switched 

to serum-free medium during 16 hours before 24 hours incubation in serum-free medium 

containing Cb (30µM) or folate (750µM).  

 

Statistical analysis 

Results are expressed as mean ± SEM. For in vivo study, statistical differences were analyzed 

using two-way ANOVA; Newman-Keuls post-hoc were used to identify significant 

differences between means. For cellular study, t-test was used.  
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Results 

Cardiac alterations induced by pressure overload are reduced in mice treated with Cb 

and folate. 

After 4 weeks of TAC, mice fed without or with SD displayed an increase in heart weight and 

lung weight (Table 1) compared to their respective sham group, as judged by absolute weight 

and/or organ weight-to-tibia length ratio. However, the heart weight after TAC was 

significantly lower when mice were fed with a diet supplemented with Cb and folate. No 

impact of pressure overload was observed on body and kidney weight in any group. 

Assessment of left ventricle mass by echocardiography showed that a TAC-induced 

hypertrophy was significantly less pronounced in SD-TAC group (Figure 1A). Importantly, a 

decrease in left ventricular ejection fraction (LVEF) and fractional shortening (FS) after 4 

weeks of TAC was significantly attenuated by SD (Figures 1B, 1C). Moreover, left 

ventricular levels of atrial natriuretic peptide (ANP) and myocyte-enriched calcineurine-

interacting protein (MCIP1) mRNA were significantly less upregulated in SD-TAC group 

than in ND-TAC group (Figure 1D), evidencing a better  functional status of the myocardium 

in TAC in the presence of Cb and folate supplementation.  

 

Cobalamin and folate supplemented diet protects cardiac energy metabolism in TAC 

model of failing heart. 

Given that SD exhibited a protective effect on cardiac function and that Cb was suspected to 

impact energy metabolism according to our previous study,6 we sought to determine whether 

this vitamin could protect cellular energetics and especially mitochondrial function in this in 

vivo model. Thus, mitochondrial respiration was analyzed on cardiac permeabilized fibres and 

revealed the presence of mitochondrial abnormalities after 4 weeks of TAC in mice fed with 

ND (Figure 2). More specifically, respiration rates measured after cumulative addition of 

pyruvate, glutamate, succinate and amytal were lower in fibres from ND-TAC heart compared 

with ND-sham (Figure 2A). Whereas feeding with Cb and folate supplemented diet did not 

show any effect on mitochondrial function in basal conditions (ND-sham vs SD-sham) 

(Figure 2A), this diet almost completely prevented the downregulation of mitochondrial 

respiration observed under stress (Figure 2A). Interestingly, the drop in respiration rates 

remarked in ND-TAC mice were combined with a strong trend (p = 0.125) towards a lower 

acceptor control ratio in this group which was not observed in mice treated with SD (Figure 

2B). In addition, the activity of citrate synthase (CS), which is currently used as a marker of 

mitochondrial mass, was significantly reduced in ND group after 4 weeks of TAC whereas the 
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difference was not significant between sham and TAC mice treated with Cb and folate (Figure 

2C). Thus, the all set of these data suggests that cardiac protection of Cb and folate 

supplemented diet in pressure overload model is associated with an improved mitochondrial 

function.  

The protective effect of SD on mitochondrial function under cardiac pressure overload 

seemed to be combined with a better preservation of metabolism upstream of the 

mitochondrial oxidative phosphorylation. Indeed, medium chain acyl-CoA dehydrogenase 

(MCAD) expression was significantly higher in SD-TAC mice compared to ND-TAC ones, 

which suggests that SD improves fatty acid utilization under conditions of TAC (Figure 2D). 

Moreover, the large and significant increase in hexokinase 2 (Hk2) and pyruvate 

dehydrogenase kinase 4 (Pdk4) expression as well as prevalence of M-isoform of LDH in 

ND-TAC group in comparison with the others groups (Figure 2D,E) suggests that the 

metabolism of TAC mice is remodelled towards glycolysis at the expense of oxidative 

metabolism. SD almost completely normalized these metabolic shifts. This suggests that Cb 

has generalized effect on the energy metabolism involving different pathways coordinated by 

PGC-1. 

 

Mitochondrial biogenesis was sustained after TAC under Cb and folate treatment. 

Further, we investigated whether the treatment with supplemented diet improved PGC-1-

dependent mitochondrial biogenesis pathway. Expression of Pgc-1α and Pgc-1β genes 

exhibited a similar decrease in both TAC groups (Figure 3A). However, SD ensured 

normalization of mitochondrial transcription factor A (Tfam) and nuclear respiratory factor 2 

(Nrf2) gene expressions inhibited by TAC. This evidences a higher activation of PGC-1α 

downstream transcription cascade in TAC group fed with SD (Figure 3B) and suggests a 

protection of mitochondrial biogenesis pathway in the heart when cardiac pressure overload 

by TAC is associated with diet supplemented with Cb and folate. 

To investigate the underlying mechanisms allowing an activation of PGC-1α-mediated 

cascade in mice fed with SD that underwent 4 weeks of TAC, we first assessed the combined 

effect of TAC and diet on post-translational activation/inhibition of PGC-1α. Given the 

involvement of Cb in methylation and in acetylation of proteins via methylcobalamin, post-

translational regulators of PGC-1α were studied. Thus, as shown in Figure 4A, Prmt1 gene 

expression level showed interesting changes since a large increase was observed after TAC 

only in mice treated with Cb and folate, evoking a higher methylation level in this group. 

Accordingly, the total methylation level, assessed by immunoblotting, was significantly 
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higher in SD-TAC group than in ND-TAC group (Figure 4B). Interestingly, ND-TAC mice 

displayed a trend (p = 0.142) to a lesser methylation of proteins in comparison with ND-Sham 

mice (Figure 4B). Whereas Sirt1 gene expression was not impacted by TAC and diet, the 

general control non-repressed protein 5 (Gcn5) gene expression was decreased in SD-TAC 

compared to ND-TAC group (Figure 4A). These results suggest a higher acetylation level of 

proteins, and potentially PGC-1α, in ND-TAC than in the other groups and especially in SD-

TAC mice. Indeed, a normalization of elevated total acetylation level in TAC group by SD 

was observed (Figure 4B).  

 

The protective effect of SD was not related to Cb and folate action on oxidative stress 

and homocysteinemia. 

Knowing that mitochondria are a major producer and a target of ROS in heart, assessment of 

oxidative stress was also performed. Protein carbonylation level was similar in all groups 

(Figure 5A) and gene expression (Glutathione peroxidase 1, GPX1) or protein level 

(Superoxide dismutase 2, SOD2) of antioxidant enzymes as well as protein level of Nuclear 

factor (erythroid-derived 2)-like 2 (NFE2L2) did not show any significant difference between 

TAC groups (Figure 5B and 5C), even if NFE2L2 level tended to be lower in ND-TAC group 

in comparison to the other groups (Figure 5C).  

It is also well known that Cb is intimately linked to the concentration of homocysteine in the 

blood through a stimulation of methionine production from homocysteine and folate. A 

dysregulation of homocysteinemia having been reported to be associated with cardiac 

dysfunction, plasma homocysteine concentration was measured and did not show any 

difference between the all groups (Figure 5D). 

 

Cobalamin activated mitochondrial biogenesis in isolated rat cardiomyocytes.  

Dealing with the fact that SD used in this study was enriched with Cb and folate, the specific 

effects of each compound on mitochondrial biogenesis were studied in isolated 

cardiomyocytes obtained from adult rat. Whereas the transcription levels of Pgc-1α and Pgc-

1β were respectively unchanged and decreased after Cb treatment, this latter induced a 

significant increase in Tfam transcription (an increase of 59±10% compared to control 

(p<0.01)) (Figure 6A). Moreover, transcription of Cox1, a gene encoded by mitochondrial 

genome, tended to increase (an increase of 114±56% compared to control (p<0.068), Figure 

6A). Importantly, these data correlated with significant increase in protein amount of CS and 

CPT1, implying an elevation of mitochondria mass after Cb treatment (Figure 6B). In 
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contrast, cardiomyocytes treated with folate only did not exhibit any difference in expression 

of these same genes in comparison to control (Figure 6C), indicating that Cb supplementation 

is required to induce an activation of mitochondrial biogenesis.  
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Discussion 

Alterations of energy metabolism and especially mitochondrial dysfunctions have been 

largely reported in heart failure syndrome for many years,22, 23 lending credibility to the idea 

of a metabolic therapy of this disease. In the present study, we tested this concept by 

exploring the potential protective effect of Cb in cardiac pressure overload suggested by the 

action of this compound on mitochondrial biogenesis revealed by the cardiac-specific 

robotized cellular assay previously published. 6 Thus, we show here that feeding with a diet 

supplemented with Cb and folate, from 3 weeks before TAC to sacrifice, exhibits beneficial 

effects in the murine model of myocardial dysfunction used in this study. Indeed, the 

treatment with Cb and folate clearly minimized the alterations of cardiac contractility 

classically induced by TAC24, 25 and the protective effect of these B vitamins was associated 

with sustained mitochondrial biogenesis process. Whereas these mechanisms are at least 

partly involved in the preservation of mitochondrial function and in the lesser sensitivity to 

TAC of mice fed with SD, the similar oxidative status with ND and SD seems to suggest that 

an antioxidant effect of these vitamins would not be a major mechanism of the protective 

effect observed in this model.  

 

Cb and folate support PGC-1α activity in murine model of cardiac pressure overload  

Although several factors contribute to the pathogenesis of cardiac dysfunction in heart failure, 

mitochondrial dysfunction is commonly recognized as an important contributor. Here, we 

confirm again the metabolic disorders induced by cardiac pressure overload previously 

reported.3, 26, 27 Importantly, we show for the first time that a treatment with a diet 

supplemented with Cb and folate is beneficial in this pathological model and that the 

protective effects of these vitamins on cardiac function are combined with a prevention of 

mitochondrial damages and more generally with a preservation of energy metabolism.  

It has been reported that after a prolonged aortic banding, cardiac dysfunction is associated 

with metabolic alterations that could be partly explained by a decrease in PGC-1α expression 

and a downregulation of its downstream transcription cascade.3, 28, 29 In the present study, a 

clear decrease in Pgc-1α transcription was shown in the heart of animals with aortic stenosis. 

This was associated with a lower transcription level of Tfam and Nrf2 in ND-TAC group 

suggesting an inhibition of PGC-1α cascade. The normalization of Tfam and Nrf2 expression 

in SD-TAC mice evidenced an improvement of PGC-1α activity when TAC mice were fed 

with SD. Actually, PGC-1α activity is largely dependant on methylation and acetylation states 

of the protein.13, 30, 31 Those states could be suspected to be modified by SD, as shown 
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previously. Indeed, this study has shown that methyl donor deficiency in rat induces 

detrimental effect on energy metabolism through an imbalanced methylation/acetylation of 

PGC-1α by PRMT1 and SIRT1/GCN5 in the heart and in the liver 7-9; methyl donor 

deficiency during pregnancy and lactation also induces heart and liver affliction in offspring 

because of the same underlying mechanisms 9. Moreover, one of these studies pointed out the 

hypomethylation of PGC-1α to explain the cardiac hypertrophy observed in rats fed without 

Cb and folate that besides suggests a major role of energetic status in cardiac remodelling 7 

and thus supports the idea of metabolic therapy of heart failure. However, a complementation 

of food with Cb and folate had never been tested in a model of myocardial dysfunction. In our 

study, the expression of Sirt1, Gcn5 and Prmt1 and particularly the assessment of total 

methylation/acetylation level by immunoblotting suggested a lesser acetylation level and a 

higher methylation level of PGC-1α in SD-TAC mice that are in favour of the activation of 

this transcriptional co-activator.32, 33 In a convincing manner, these observations which allow 

to propose post-translational modifications of PGC-1α were associated with the preservation 

of mitochondrial function and thus seem to be at least in part responsible for the protection of 

cardiac energy metabolism observed in SD-TAC group.  

The impact of Cb and folate on PGC-1α activity can be explained by the role of these 

compounds in methionine production, the precursor of the universal methyl donor SAM,12, 34 

which allows methylation of this co-activator by PRMT1; but it can also be advanced that 

SAM is required to modulate the activity of numerous proteins which could regulate PGC-1α 

in a second time, as it has previously been suggested for SIRT1.14 Thus, even if no 

modification of Sirt1 expression were noted in our study, a post-translational activation of this 

enzyme could eventually be proposed, reinforcing the idea of a lesser acetylation of PGC-1α 

suggested by the decrease in Gcn5 expression and in total acetylation level in SD-TAC 

group.33 

Interestingly, there is no obvious direct effect of Cb on Pgc-1α transcription in vivo contrary 

to what had been shown in cells.6 However, the transposition of what is seen in an acute 

cellular model to a chronic animal model has to be measured, especially as the stimulation of 

Pgc-1α transcription in adult rat cardiomyocytes reported in our previous study was transitory 

and thus might suggest a complex mechanism. Even so, the fact that we showed here that Cb, 

but not folate, exhibits a stimulating effect on mitochondrial biogenesis in adult rat 

cardiomyocytes tends to demonstrate that Cb plays a central role in the activation of the 

downstream PGC-1α transcription cascade observed in SD-TAC group and that this activation 
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could not be attributed to a direct effect of folate which was added in the composition of the 

supplemented diet to ensure a sufficient source of methyl.  

Finally, whereas it is difficult to directly link the adenosylcobalamin pathway to 

mitochondrial biogenesis according to what is known about this derivative of Cb, a beneficial 

action of this molecule in mitochondrial function could be proposed via its action in the use of 

odd chain fatty acid.35 Indeed, adenosylcobalamin is the cofactor of methylmalonyl coenzyme 

A mutase in mitochondria involved in odd-chain fatty acids catabolism 10-12 and ensures the 

entry of the last degradation product of these fatty acids, methylmalonyl-CoA, into the Krebs 

cycle by its conversion to succinyl-CoA. Moreover, a supply of adenosylcobalamin allows 

avoiding a possible accumulation of methylmalonylic acid which inhibits the Krebs cycle.36 

Consequently, it can not be excluded that adenosylcobalamin could partly be responsible for 

the protection observed in this study. 

 

Protective effect of Cb and Folate in cardiac pressure overload is independent of its role 

on oxidative stress and on homocysteinemia. 

Beyond the effect of Cb and folate on cardiac energy metabolism through PGC-1α activation 

in our model, the protective action of these two B vitamins could also be explained by 

antioxidant mechanisms. Indeed, Cb and folate are efficient radical traps37, 38 and they can 

prevent oxidative damages in vivo.39, 40 Moreover, whether it be through methylcobalamin or 

adenosylcobalamin pathways, a deficiency in Cb leads to oxidative stress.41, 42 Nevertheless, 

no oxidative damages were observed after four weeks of TAC in our model and no difference 

in antioxidant elements such as GPX1, SOD2 or NFE2L2, were noted between TAC groups, 

indicating that a potential antioxidant effect of these B vitamins would not be involved in the 

protective mechanisms. Besides, Cb oxidative protection is often associated with its role in 

the control of homocysteinemia. Indeed, Cb is important to maintain a relatively low 

homocysteinemia and hyperhomocysteinemia (HHCY) is reported to increase ROS 

production43 and to decrease antioxidant mechanisms.44, 45 In our study, plasma level of 

homocysteine was similar in all groups; consequently, it can be considered that Cb did not act 

through this mechanism in the present work.  

Of note, the fact that oxidative stress and HHCY previously described in pressure overload 

model46 were not observed in our study shows that, after four weeks of aortic banding, our 

mice were at the beginning of the disease. Interestingly, even if the syndrome was not fully 

developed, the metabolic alterations were noted, demonstrating that these latter occur at an 

early stage of the disease and that metabolic therapy could consequently be relevant.  
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The absence of HHCY in our model is also a critical point to understand the action mode of 

Cb in this study. Indeed, even if the underlying mechanisms are not fully elucidated, it has 

been described that HHCY can directly or indirectly alter cardiac function. Actually, the 

vascular alterations induced by HHCY are well known,47, 48 but HHCY can also directly affect 

contractile properties of the heart through different mechanisms involving mitochondria or 

not.49, 50 Knowing that homocysteinemia was normal after four weeks of TAC, this potential 

protective mechanism of Cb can not be considered to explain our results.  

 

In summary, we demonstrated here for the first time that the use of a treatment with Cb 

supplemented diet in a murine model of cardiac pressure overload exhibits beneficial effects 

on cardiac function. This protective action of Cb is associated with a sustained 

acetylation/methylation balance which leads to the preservation of mitochondrial biogenesis 

and mitochondrial function, potentially involving a post-translational activation of PGC-1α. 

Overall, these results support the notion that, in cardiac myopathy, mitochondrial biogenesis, 

and especially PGC-1α, is a relevant target to preserved cardiac energy metabolism and 

function of the heart, conferring credit to metabolic therapy.  
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Figure legends 

 
Table 1: Anatomical characteristics of mice 4 weeks after surgery 
 
Figure 1: Effect of TAC on cardiac function under normal or cobalamin/folate-
supplemented diet. 
A-C. Left ventricle mass, Ejection fraction and fractional shortening were assessed by 
echocardiography before surgery (panels on left) and at sacrifice (panels on right). D. Markers 
of cardiac damage 4 weeks after surgery: Anp (atrial natriuretic peptide) and Mcip1 (myocyte-
enriched calcineurin interacting protein 1). (n = 6 to 8 per experimental group), * p<0.05 
sham vs TAC, # p<0.05 ND vs SD. 
 
Figure 2: Effect of TAC on cardiac energy metabolism under normal or 
cobalamin/folate-supplemented diet. 
A. Rate of respiration measured under phosphorylating conditions (2mM ADP) in the 
presence of substrates for complex I and II. B. Acceptor ratio was calculated as the ratio 
between maximal respiration rate (ADP 2mM) and basal respiration rate (without ADP) with 
malate-pyruvate (4:1mM). C. Citrate synthase (CS) enzymatic activity. D. mRNA expression 
level of enzymes of carbohydrate and fatty acid catabolisms. E. Proportion of H and M 
isoforms of LDH assessed from activity of isoenzyme. (n = 6 to 8 per experimental group), * 
p<0.05 sham vs TAC, # p<0.05 ND vs SD. 
 
Figure 3: Markers of mitochondrial biogenesis in heart of mice fed with normal and 
cobalamin/folate-supplemented diet 4 weeks after surgery. 
A. mRNA expression level of transcriptional coactivators of mitochondrial biogenesis. B. 
mRNA expression level of key transcriptional factors of mitochondrial biogenesis. (n = 6 to 8 
per experimental group), * p<0.05 sham vs TAC, # p<0.05 ND vs SD.  
 
Figure 4: Effect of TAC on post-translational modifications in heart of mice under 
normal and supplemented diet. 
A. mRNA expression level of Prmt1, Sirt1 and Gcn5 involved in protein 
acetylation/methylation balance. B. total methylation (Me-Arg) and acetylation (Ac-Lys) of 
proteins assessed by dot blots. (n = 6 to 8 per experimental group), * p<0.05 sham vs TAC, # 
p<0.05 ND vs SD. 
 
Figure 5: Cardiac oxidative status and homocysteinemia of mice fed with normal and 
cobalamin/folate-supplemented diet 4 weeks after surgery. 
A. Global carbonylation of ventricle proteins. B. mRNA expression level of Gpx1. C. Protein 
level of SOD2 and NFE2L2. D. total plasma concentration of homocysteine after 4 weeks of 
surgery (n = 6 to 8 per experimental group), * p<0.05 sham vs TAC, # p<0.05 ND vs SD. 
 
 
Figure 6: Markers of mitochondrial biogenesis in cardiomyocytes treated with 
cobalamin or folate. 
A. mRNA expression level of transcriptional coactivators and key transcriptional factors of 
mitochondrial biogenesis after 24h treatment with 30µM Cb. B. Protein level of CPT1 and CS 
after 24h treatment with 30µM Cb. C. mRNA expression level of transcriptional coactivators 
and key transcriptional factors of mitochondrial biogenesis after 24h treatment with 750µM 
Folate. (n = 7 to 9 per experimental group), * p<0.05 sham vs TAC, # p<0.05 ND vs SD. 
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 Table 1 
 

 
Normal diet Supplemented diet Statistical analysis 

 

Sham               
(n=7) 

TAC              
(n=7) 

Sham               
(n=8) 

TAC              
(n=7) 

D
iet effect 

T
A

C
 effect 

Interaction 

Body weight (g) 26.6 ±  1 26.4 ±  1 25.6 ±  0.5 25 ±  1 0.17 0.59 0 .83 

Heart weight (mg) 173.9 ±  5.4 292.3 ±  14.5    
** 

157 ±  6 242.4 ±  14     
**  ## 

0.004 <0.001 0.13 

Tibia lenght (mm) 17.3 ±  0.1 17.3 ±  0.2 17.1 ±  0.1 17.3 ±  0.3 0.5 9 0.65 0.44 

Heart/Tibia (mg/mm) 10.1 ±  0.4 17 ±  0.9      
** 

9.18 ±  0.3 14 ±  0.7         
**  ## 

<0.001 <0.001 0.08 

Lung/Tibia (mg/mm) 10.8 ±  0.5 17.4 ±  2.2 10.4 ±  0.3 15.8 ±  2.8 0.7 8 0.009 0.9 

Liver/Tibia (mg/mm) 93.2 ±  3.2 72.2 ±  4.5        
* 

75.5 ±  3      
# 

73.8 ±  3.9 <0.001 0.038 <0.001 

Kidney/Tibia (mg/mm) 10.5 ±  0.4 10.2 ±  0.4 9.8 ±  0.4 8.7 ±  0.5 0.094  0.038 0.3 

* TAC vs Sham        
# ND vs SD        
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Supplemental material 
 
 
Primer sequences 
 

 Gene Primers Hybridation 
temperature  

Product 
size 

5'-AGGCCATATTGGAGCAAATC-3' Anp 
5'-CTCCTCCAGGTGGTCTAGCA-3' 

60°C 88 bp 

5'-AATGAGCAGGTCAAGGGCTA-3' Gcn5 
5'-GGATGCTGTGTTTGATGTGG-3' 

60°C 73 bp 

5'-GTTTCCCGTGCAATCAGTTC-3' Gpx1 
5'-TCACTTCGCACTTCTCAAACA-3' 

60°C 129 bp 

5'-TTTCACCTTCTCGTTCCCCT-3' Hk2 
5'-GTCATTCACCACAGCCACAA-3' 

60°C 175 bp 

5'-CCGTTCCCTCTCATCAAAAG-3' Mcad 
5'-ACACCCATACGCCAACTCTT-3' 

60°C 129 bp 

5'-CAGCGAAAGTGAGACCAGGG-3' Mcip1 
5'-ACGGGGGTGGCATCTTCTAC-3' 

60°C 309 bp 

5'-CACTCAACATTTCGGGAAGAG-3' Nrf2 
5'-CTCATTCATCTGTTGCTCTTGG-3' 

60°C 143 bp 

5'-CCTTCACACCTTCACCACAT-3' Pdk4 
5'-AAAGAGGCGGTCAGTAATCC-3' 

60°C 189 bp 

5'-CACCAAACCCACAGAGAACAG-3' Pgc-1α 
5'-GCAGTTCCAGAGAGTTCCACA-3' 

58°C 210 bp 

5'-TGGAAAGCCCCTGTGAGAGT-3' Pgc-1β 
5'-TTGTATGGAGGTGTGGTGGG-3' 

60°C 202 bp 

5'-ATCGAGTTCACCCGATGC-3' Prmt1 
5'-TCTTCACTGTTAGGTAGTCCTCCA-3' 

58°C 112 bp 

5'-AAAAGATAATAGTTCTGACTGGAGCTG 3' Sirt1 
5'-TGAAGAATGGTCTTGGGTCTTT-3' 

60°C 171 bp 

5'-GCTAAACACCCAGATGCAAA-3' 

Mouse 

Tfam 
5'-TACTTGCTCACAGCTTCTTTGT-3' 

60°C 143 bp 

5'-AGCAGGAATAGTAGGGACAGC-3’ Cox1 
5’-TGAGAGAAGTAGTAGGACGGC-3’ 

60°C 520 bp 

5'-CACCAAACCCACAGAGAACAG-3' Pgc-1α 
5'-GCAGTTCCAGAGAGTTCCACA-3' 

58°C 210 bp 

5'-TGGAAAGCCCCTGTGAGAGT-3' Pgc-1β 
5'-TTGTATGGAGGTGTGGTGGG-3' 

60°C 202 bp 

5'-GAAAGCACAAATCAAGAGGAG-3' 

Rat 

Tfam 
5'-CTGCTTTTCATCATGAGACAG-3' 

60°C 175 bp 
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Titre : Rôle de SIRT1 et de la biogenèse mitochondriale et de la biogenèse 
mitochondriale dans la prolifération des cellules du muscle lisse de l’artère pulmonaire 

Mots clés : sirtuine, hypertension artérielle pulmonaire, prolifération, biogenèse mitochondriale, 
muscle lisse 

Résumé : L’hypertension artérielle pulmonaire 
(HTAP) est une maladie mortelle caractérisée 
par un important remodelage vasculaire, 
principalement dû à l’hyperprolifération et à la 
résistance à l’apoptose des cellules du muscle 
lisse de l’artère pulmonaire (CML-AP). 
Récemment il a été montré que les CML-AP 
présentent un remodelage du métabolisme 
énergétique, avec une régulation négative de 
l’oxidation phosphorylante associée à une 
activation de la voie glycolytique, qui semble 
contribuer à leur phénotype particulier. La 
désacétylase sirtuine1 (SIRT1) est un important 
modulateur du métabolisme énergétique, 
notamment via son activation de peroxisome 
proliferator-activated receptor gamma 
coactivator-1 α (PGC-1α), régulateur clé de la 
biogenèse mitochondriale.  

Dans cette étude, nous montrons pour la 
première fois que la la prolifération des CML-
AP de rat et humaines est caractérisée par une 
réduction de l’activité de SIRT1, et est 
augmentée suite à l’inhibition pharmacologique 
ou la sous-expression spécifique de SIRT1. De 
plus, suite à l’hypoxie chronique, des souris 
déficientes en SIRT1 présentent un remodelage 
vasculaire plus important que celui observé chez 
les souris contrôles. Au contraire, l’activation 
pharmacologique de SIRT1 inhibe fortement la 
prolifération des CML-AP, et est associée à 
l’activation de la biogenèse mitochondriale. 
L’ensemble de ces résultats suggère que 
l'inactivation de SIRT1 joue un rôle causal dans 
l’hyperprolifération des CML-AP et cette 
enzyme pourrait être une cible thérapeutique 
prometteuse pour le traitement de l’HTAP.  

 
 

Title : Role of SIRT1 and mitochondrial biogenesis in the proliferation of pulmonary 
artery smooth muscle cells 

Keywords : sirtuin, pulmonary arterial hypertension, proliferation, mitochondrial biogenesis, smooth 
muscle 

Abstract:  Pulmonary arterial hypertension 
(PAH) is a lethal disease characterized by an 
intensive vascular remodelling, mainly due to 
hyper-proliferation and resistance to apoptosis 
of pulmonary artery smooth muscle cells 
(PASMCs). Recently it has been found that 
PASMCs demonstrate a shift in energy 
metabolism from oxidative phosphorylation 
towards glycolysis thus contributing to their 
particular phenotype. The deacetylase sirtuin1 
(SIRT1) is a modulator of energy metabolism, 
particularly via its activation of peroxisome 
proliferator-activated receptor gamma 
coactivator-1 α (PGC-1α), the master regulator 
of mitochondrial biogenesis. Here we show for  

the first time that rat and human PASMC 
proliferation is characterised by a diminution 
of SIRT1 activity, and is potentiated by SIRT1 
pharmacological inhibition or specific 
downregulation. Moreover, after chronic 
hypoxia, SIRT1 KO mice display a more 
intense vascular remodeling compared to their 
control littermates. Conversely, 
pharmacological SIRT1 activation strongly 
inhibits PASMC proliferation, and is 
associated with the activation of mitochondrial 
biogenesis. In general, the data obtained show 
that SIRT1 inactivation plays a causative role 
in PASMC proliferation and this enzyme 
could be a promising therapeutic target for 
PAH treatment.  

 


