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RÉSUMÉ 

Les effets de la chaleur ont été étudiés sur la fonctionnalité mitochondriale de fibres 

perméabilisées de soleus de rat, dans deux situations différentes. Nous avons comparé une 

exposition aiguë à deux températures, 35 et 40°C, pour l’oxydation du pyruvate et du palmitoyl-

CoA. La chaleur a entraîné une diminution du couplage de la phosphorylation oxydative 

spécifique pour l’acide gras, médiée par la protéine découplante UCP3, indépendamment d’un 

stress oxydatif ou d’une altération structurelle. Ainsi, l’utilisation préférentielle des glucides à 

la chaleur pourrait être au moins en partie due à une altération de l’oxydation des lipides. Dans 

la seconde étude, nous avons étudié l’effet de l’acclimatation à la chaleur sur les réponses 

mitochondriales à l’entraînement en endurance. Seul l’entraînement en endurance a induit une 

augmentation du contenu mitochondrial et des capacités oxydatives mitochondriales. Aucun 

effet de l’acclimatation à la chaleur n’a été observé sur l’oxydation des lipides ou l’expression 

de UCP3. En revanche, la limitation par l’acclimatation à la chaleur de l’augmentation des 

capacités d’oxydation des glucides induites par l’entraînement en endurance interroge sur un 

frein de l’entrée du pyruvate dans la mitochondrie. De plus, l’entraînement en endurance et 

l’acclimatation à la chaleur ont induit une augmentation synergique des réserves en glycogène. 

L’acclimatation à la chaleur pourrait également induire des adaptations du complexe IV de la 

chaine respiratoire mitochondriale et en optimiser la sensibilité à l’oxygène. Ces résultats 

évoquent un profil glycolytique hypoxia-like.  

Mots-clefs : Chaleur, acclimatation à la chaleur, entrainement en endurance, respiration 

mitochondriale, métabolisme, muscle squelettique, acides gras, dacouplage, stress oxydatif. 
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ABSTRACT 

The effects of heat on mitochondrial function was studied in permeabilized fibers of rat soleus, 

in two different situations. We compared acute exposure at two temperatures, 35 and 40°C, on 

the oxidation of pyruvate and palmitoyl-CoA. Heat-induced a decrease in coupling of oxidative 

phosphorylation specifically for fatty acid, mediated by the uncoupling protein UCP3, 

regardless of any oxidative stress or structural alteration. Thus, carbohydrates prefered use at 

heat could partly be, at least, due to impaired lipid oxidation. In the second study, we 

investigated the effect of heat acclimation on mitochondrial responses to endurance training. 

Only endurance training led to an increase in mitochondrial content and mitochondrial oxidative 

capacities. No effect of heat acclimation was observed on lipid oxidation or on the expression 

of UCP3. However, heat acclimation-induced limitation of training-induced increase in 

carbohydrate oxidation capacities raises questions about a brake on the entry of pyruvate into 

the mitochondria. In addition, endurance training and heat acclimation led to a synergistic 

increase in glycogen stores. Heat acclimation could also induce adaptations of the IV complex 

of the mitochondrial respiratory chain and optimize its sensitivity to oxygen. These results 

suggest a hypoxia-like glycolytic profile. 

Keywords : heat acclimation, endurance training, mitochondrial respiration, skeletal muscle 

metabolism cross-tolerance fatty acid; heat; mitochondrial uncoupling; oxidative stress; skeletal 

muscle 
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INTRODUCTION 

L’exposition à la chaleur entraîne une diminution des capacités d’endurance à l’exercice. 

L’élévation de la température profonde altère les capacités aérobies maximales (VO2max) et 

sous-maximales (fatigabilité à l’effort) par l’impact des contraintes thermorégulatrices sur le 

système cardio-vasculaire. La déshydratation et la mise en jeu de la balance circulatoire 

(vasodilatation périphérique versus vasodilatation musculaire) diminuent le débit sanguin 

distribué aux muscles en activité. Outre les réponses cardiovasculaires, neuro-hormonales et 

musculaires, les caractéristiques du métabolisme énergétique participent à l’endurance à 

l’exercice. La fourniture en énergie repose sur l’utilisation des glucides et des lipides, pour un 

sujet en équilibre nutritionnel. La contribution relative de ces substrats dépend de la durée et de 

l’intensité d’exercice comme modélisé par Brooks & Mercier. Cette balance glucido-lipidique 

peut néanmoins être modifiée. L’entraînement aérobie, en optimisant l’utilisation des lipides, 

permet une épargne des réserves glucidiques qui représentent un facteur limitant de la 

performance en endurance. Cette balance glucido-lipidique peut également être modifiée par 

l’environnement thermique.  

Qu’elle soit d’origine exogène (élévation de la température environnementale) ou endogène 

(production métabolique de chaleur), l’exposition aiguë au stress thermique chaud entraîne une 

augmentation de l’utilisation des glucides pour un exercice à une intensité absolue donnée. 

L’augmentation de l’utilisation des réserves en glycogène pourrait participer à la fatigabilité 

accrue à l’exercice à la chaleur. Cette plus grande dépendance du métabolisme énergétique aux 

glucides s’inscrit dans une réaction à un stress incluant une stimulation adrénergique associée 

à l’exercice et à l’exposition à la chaleur et des effets locaux de l’élévation de la température 

musculaire. Ces effets locaux pourraient affecter directement le métabolisme mitochondrial, 

induire l’utilisation préférentielle des glucides notamment par une altération spécifique de 

l’utilisation des lipides. La complexité de la voie d’oxydation des lipides, les processus 

de transport mitochondriaux ou les effets détersifs des lipides sur la membrane 

mitochondriale peuvent participer à une altération du fonctionnement mitochondrial lors de 

l’exposition à la chaleur. 

Cette diminution des capacités d’endurance à l’exercice à la chaleur peut être limitée par 

l’entraînement en endurance et l’acclimatation à la chaleur. La mise en place des adaptations 

respectives à ces deux facteurs/stresseurs entraîne des réponses dont la résultante 

permet d’améliorer la tolérance à l’exercice à la chaleur. L’entraînement permet 

d’augmenter la disponibilité l’oxygène par une optimisation de l’appareil cardiovasculaire 
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(diminution de la fréquence cardiaque, augmentation de l’inotropisme, angiogenèse),des 

adaptations neuro-hormonales et humorales (sensibilité des récepteurs adrénergiques, seuils 

de vasodilatation et de sudation précoces) et musculaires (recrutement des fibres, isoformes de 

myosine, couplage excitation-contraction). Il induit également des adaptations 

métaboliques permettant d’augmenter le potentiel oxydatif musculaire par l’augmentation 

du contenu mitochondrial permettant d’augmenter l’utilisation musculaire de l’oxygène et 

l’utilisation des lipides.  

L’exposition prolongée ou répétée à la chaleur permet d’optimiser les effecteurs de 

la thermorégulation et d’augmenter la tolérance cellulaire à la chaleur permettant à

l’organisme d’augmenter ses capacités de thermolyse et de résistance à la chaleur. 

L’augmentation du volume plasmatique est une adaptation centrale qui permet de préserver la 

volémie et de différer le retentissement de la balance circulatoire sur le débit sanguin 

musculaire et la fonction myocardique. Il est par contre plus difficile de déterminer si une 

augmentation des capacités aérobies métaboliques musculaires participe de cette meilleure 

tolérance.  

Ces deux facteurs pourraient partager certaines adaptations métaboliques 

mitochondriales. Ainsi il a été décrit une diminution de la dépendance énergétique aux

glucides et une restauration des capacités d’oxydation lipidique avec 

l’acclimatation à la chaleur Ces adaptations mitochondriales sont donc proches 

de celles induites par l’entraînement aérobie et pourraient participer conjointement à une 

transition de la balance glucido-lipidique plus marquée. Des phénomènes de biogenèse 

et de remodelage des mitochondries ont également pu être observés à la suite d’une 

période d’acclimatation à la chaleur, dans des études ne comportant néanmoins pas de 

mesure de la fonctionnalité mitochondriale. Leur rôle dans l’amélioration du 

métabolisme énergétique à la chaleur et leur potentialisation avec les 

adaptations mitochondriales à l’entraînement aérobie demeurent donc à préciser.  

Ces perspectives de plasticité mitochondriale à la chaleur interrogent non seulement sur l’effet 

additif avec les réponses à l’entraînement mais également sur l’effet protecteur dans 

des situations d’altération du métabolisme mitochondrial telles que le syndrome 

métabolique ou l’immobilisation prolongée. 

Ce travail propose d’étudier les effets de la chaleur sur le métabolisme mitochondrial au 
moyen de deux modèles d’exposition à la chaleur. Nous avons fait l’hypothèse, dans notre
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première étude, qu’une élévation de la température pouvait altérer spécifiquement le 
fonctionnement mitochondrial et induire des limitations à l’oxydation des lipides. Dans 
une seconde étude, nous avons supposé que la fonctionnalité mitochondriale pouvait 
également être le support d’une plasticité à la chaleur de nature à potentialiser les 
adaptations mitochondriales et métaboliques à l’entraînement. Nous nous sommes 
intéressés aux effets propres de l’entrainement aérobie et de l’acclimatation à la chaleur 
et à leur interaction pour identifier d’éventuels mécanismes synergiques ou antagonistes. 
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RAPPELS BIBLIOGRAPHIQUES 

Généralités sur le métabolisme énergétique 

1. Les filières

La production d’énergie provient de l’utilisation des glucides, des lipides ou des protéines. Au 

repos, la part des protéines dans la fourniture en énergie est non négligeable, de l’ordre de 24% 

de l’énergie totale (O'Hearn, Tingelstad et al. 2016) mais le devient à l’exercice. En effet, à 

l’exercice, l’utilisation des acides aminés est peu modifiée en valeur absolue mais l’énergie 

totale fournie augmente fortement. Ainsi la part des acides aminés devient faible dans la

fourniture en énergie à l’exercice et est estimée à environ 1% au cours d’un exercice prolongé 

d’intensité modérée à intense (Henderson, Black et al. 1985, Brooks 1987). L’essentiel de la 

production d’énergie à l’exercice provient donc de l’utilisation des glucides et des lipides. Au 

regard de la thématique abordée dans ce travail, la participation des acides aminés, en tant que 

substrat énergétique, peut être considérée comme négligeable (Brooks 1987, Kasperek, Conway 

et al. 1992). Le métabolisme des acides aminés ne sera donc plus évoqué.  

a. Métabolisme glucidique

Les réserves glucidiques (hydrates de carbone = CHO) sont représentées par les stocks de 

glycogène hépatique et musculaire (pour un homme de 70 kg environ 150 g et 450 g 

respectivement) soit un équivalent de 2400 kcal. Les réserves musculaires ne peuvent être 

redistribuées dans l’organisme, du fait de l’absence d’une glucose-6-phosphatase musculaire, 

le glucose-6-phosphate ne pouvant traverser la membrane plasmique librement. Seule la réserve 

hépatique permet la libération de glucose dans le sang, permettant la régulation de la glycémie. 

Le foie permet de stocker le glucose mais également d’en produire de novo par néoglucogenèse 

à partir de lactate, de glycérol, d’acides aminés glucoformateurs ou de propionyl-CoA.  

Le transport sanguin est réalisé sous forme de glucose libre. L’entrée du glucose dans la cellule 

nécessite des transporteurs, différents selon le tissu considéré. Si les transporteurs Glut-1 sont 

ubiquitaires, les transporteurs Glut-4 présents au niveau du muscle sont responsables de l’entrée 

du glucose dans les cellules en réponse à l’insuline et/ou à la contraction musculaire. La 

régulation du métabolisme glucidique dépend du rapport insuline-glucagon qui permet de 

maintenir la stabilité de la glycémie (4,5-6 mmol.l-1) malgré la discontinuité des apports 

alimentaires (post-prandiale, post-absorptive ou jeûne). A l’exercice, la régulation met en jeu 
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d’autres hormones comme l’adrénaline, ainsi qu’une régulation humorale auto et paracrine via 

les perturbations du niveau énergétique (5′ adenosine monophosphate-activated protein kinase : 

AMPK) et électrolytique (Ca2+, H+…) de la cellule. Le contrôle du métabolisme glucidique 

répond à un double impératif de maintien de la glycémie et de fourniture en énergie. 

La glycolyse 

La glycolyse consiste en la dégradation progressive d’une molécule de glucose à six carbones 

en deux molécules de pyruvate à 3 carbones. Elle permet de récupérer une partie de l’énergie 

du glucose par la réduction de 2 molécules de NAD+ (nicotinamide adenine nucleotide forme 

oxydée) en NADH,H+ (nicotinamide adenine nucleotide forme réduite) et la production de 4 

molécules d’ATP (Figure 1). 

La voie est un carrefour métabolique : 

- le glucose-6-P, pour la synthèse du glycogène, des pentoses-P, de la glucosamine

(glycoprotéines) 

- les trioses-P pour la synthèse du fructose, des pentoses-P et du glycerol-3P

- le pyruvate, en relation avec le lactate et l’alanine dans le cytosol et avec l’acétyl-CoA et

l’oxaloacétate dans les mitochondries. 

Le bilan net de cette voie est la production de 2 ATP (consommation de 2 ATP pour la 

phosphorylation des substrats) et de 2 NADH,H+.  

Le glucose-6-P peut provenir localement de la glycogénolyse musculaire ou bien du glucose 

sanguin après une étape de phosphorylation par l’hexokinase. Contrairement au foie, dans 

lequel la réaction est catalysée par une glucokinase, la phosphorylation du glucose n’est pas 

réversible dans le muscle. Le G6P présent dans la cellule musculaire ne peut pas repartir dans 

la circulation.  

Le devenir des équivalents réduits NADH,H+ produits dépend de la disponibilité en oxygène. 
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Figure 1. Etapes de la glycolyse cytosolique. L’activation du glucose en G6P, catalysée par l’hexokinase, est 
irréversible dans le muscle. Le substrat est hydrolysé ou stocké sous forme de glycogène. L’hexokinase et la 6-
phosphofructokinase représentent les étapes-clés de la régulation de la glycolyse cytosolique (Simon 2009).  

Devenir du pyruvate 

En condition anaérobie, la réduction du pyruvate en lactate permet de réoxyder le NADH + H+ 

en NAD+ qui peut être réutilisé dans la voie de la glycolyse. La glycolyse anaérobie est catalysée 

par la lactate-déshydrogénase (LDH). La production d’ATP est faible (2 molécules), mais 

rapide et ne nécessite pas d’oxygène. La LDH est une enzyme cytoplasmique qui a également 
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été mise en évidence dans la mitochondrie (Brooks 2009). Il s’agit d’un tétramère de 8 sous-

unités M (muscle) et H (heart) définissant 5 isoformes. Selon la proportion relative en sous-

unités M, favorisant la réaction vers la production de lactate, et H, favorisant la réaction inverse, 

l’activité de l’enzyme catalysera un sens de réaction plutôt que l’autre. Le lactate circulant peut 

être réutilisé par le myocarde ou le foie, seul organe à pouvoir synthétiser du glucose à partir 

du lactate (cycle de Cori). Il peut également être réutilisé par le muscle ; ainsi, 70 à 75% du 

lactate produit à l’exercice peut être réutilisé par les fibres oxydatives. Des transporteurs 

sarcolemmaux et mitochondriaux du lactate (MCT = monocarboxylate transporter) ont été 

identifiés. En outre, l’entraînement en endurance permettrait d’augmenter la clairance sanguine 

du lactate, ainsi que l’expression de transporteur du lactate (Thomas, Bishop et al. 2012). 

En condition aérobie, les électrons et protons du NADH + H+ sont transportés, grâce à des 

systèmes de navettes, dans la mitochondrie pour être oxydés par la chaîne respiratoire. L’entrée 

du pyruvate dans la mitochondrie par la pyruvate translocase et les MPC (Mitochondrial 

Pyruvate Carrier) (Bricker, Taylor et al. 2012, Herzig, Raemy et al. 2012) est suivie d’une 

formation d’acétyl-CoA catalysée par la pyruvate déshydrogénase (PDH).  

Régulation du métabolisme glucidique 

Au sein de cette voie, trois enzymes d’activité réversible, peuvent être régulées à plusieurs 

niveaux : par des effecteurs allostériques via un site de liaison, par des modifications post-

traductionnelles comme des phosphorylations/déphosphorylations et transcriptionnelles 

(expression de leurs gènes).  

L’hexokinase est inhibée par son produit, le glucose-6-P. 

La phosphofructokinase 1 (PFK 1) est inhibée d’une part par l’ATP, le citrate et l’AMP 

(adénosine monophosphate) et d’autre part par l’adrénaline, et activée par l’insuline.  

L’activité de la PDH est inhibée par son produit, l’acétyl-CoA et les équivalents réduits. 

La PDH est également régulée de façon post-traductionnelle par un système de 

phosphorylation-déphosphorylation. Elle est active sous forme déphosphorylée alors qu’elle 

est inhibée après phosphorylation. Les pyruvate-déshydrogénases kinases (PDK), au nombre 

de trois isoformes (PDK-1, PDK-2 et PDK-4), chacune spécifique d’un des trois sites de 

phosphorylation de la PDH, sont activées par l’augmentation du ratio NADH + H+/NAD

+, ATP/ADP et acétyl-CoA/CoA et inhibées par le pyruvate et le dichloroacétate. Les 

pyruvate déshydrogénases phosphatases ont 2 isoformes (PDP1 et PDP2). PDP1 est 

notamment activée par l’augmentation du calcium intracellulaire (Figure 2). 
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Figure 2. Régulation de la pyruvate déshydrogénase (PDH). L’activité de la pyruvate déshydrogénase est sous 
le contrôle de la pyruvate déshydrogénase kinase (PDH kinase) et de la pyruvate déshydrogénase phosphatase 
(PDH phosphatase). Par un mécanisme de phosphorylation/déphosphorylation, le PDH est activée par PDH 
phosphatase et inactivée par PDH kinase. La phosphatase et la kinase sont régulées par différents effecteurs. La 
PDH est également contrôlée par ses produits finaux.  

La glycolyse est inhibée en cas d’excès d’énergie (élévation de l’ATP et du citrate) ou activée 

en cas de déficit (augmentation de l’ADP et AMP).  

A partir du G6P, le muscle peut stocker le glucose sous forme de glycogène, via l’action de la 

glycogène synthase. Son action est régulée par un système de phosphorylation (forme 

inactive) 

/ déphosphorylation (forme active), contrôlé par la glycogène synthase kinase (GSK), elle-

même controlée par un système de phosphorylation (forme active)/déphosporylation (forme 

inactive) (Beurel, Grieco et al. 2015). La GSK, qui est activée par le glucagon et l’adrénaline, 

et inhibée par l’insuline, a pour effet d’inhiber la glycogène synthase et donc la synthèse du 

glycogène.  
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b. Métabolisme lipidique

Les réserves lipidiques sont situées dans le muscle et le tissu adipeux. D’une masse d’environ 

15 kg pour un individu de 70 kg, elles représentent une capacité énergétique d’environ 140000 

kcal. Mis à part les triglycérides et les corps cétoniques, leur transport dans le sang se fait sous 

forme de lipoprotéines (chylomicrons, VLDL, LDL, IDL et HDL). Les acides gras (AG) 

peuvent avoir deux origines : triglycérides intramusculaires et du tissu adipeux.  

Les transporteurs membranaires des AG sur le sarcolemme 

Le passage des acides gras à chaîne courte (AGCC, 4 à 6 carbones) ou moyenne (AGCM, 8 à 

10 carbones) du plasma au milieu intramusculaire peut se faire par diffusion simple, à travers 

la membrane. Pour les acides gras à chaîne longue (plus de 12 carbones) un transporteur est 

nécessaire (Luiken, Schaap et al. 1999). Plusieurs protéines seraient impliquées : les fatty 

acid tranport proteins (FATPs), la fatty acid translocase CD36 (FAT CD36) et les plasma-

membrane fatty acid binding proteins (FABPpm) (Figure 3). 

Les FATPs sont présentes dans le muscle squelettique (isoformes 1 et 4) et dans le myocarde 

(isoformes 1 et 6). FATP1 est liée à une acyl-CoA synthétase à longue chaîne, sensible à 

l’insuline. Elle pourrait ainsi participer à l’augmentation de la captation des AG en réponse à 

une sécrétion insulinique, de façon analogue au transport insulinodépendant du glucose médié 

par le transporteur Glut-4. Aussi, elle tiendrait un rôle particulier dans la captation des AG en 

période postprandiale et pourrait participer à l’insulinorésistance périphérique. Dans les 

modèles de souris déficientes en FATP-1, un défaut d’accumulation des AG dans le muscle est 

observé en postprandial alors qu’ils s’accumulent dans le foie. S’il ne se développe donc pas 

d’insulinorésistance musculaire dans ce modèle après un régime riche en graisse, la lipotoxicité 

au niveau hépatique est accrue et conduit au développement précoce d’une stéatose (Doege and 

Stahl 2006). 

La Fat CD36 serait organisée en un pool qui peut être transloqué à la membrane sarcolemmale 

sous certaines conditions, comme notamment la contraction musculaire (Bonen, Luiken et al. 

2002, Bonen, Campbell et al. 2004). Il existe également une régulation transcriptionnelle en 

réponse à une élévation des AGL (Bastie, Nahle et al. 2005, Nahle, Hsieh et al. 2008). 

La FABPpm serait liée à Fat CD36, les deux protéines agissant de concert pour faciliter la 

dissociation des AGL de l’albumine qui les transporte dans le plasma (Luiken, Schaap et al. 

1999). 
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Une fois dans la cellule, les acides gras sont activés sous forme d’acyl-coenzyme A (acyl-CoA) 

par l’acyl-CoA synthase (ACS). L’acyl-CoA ainsi formé se lie à une protéine de transport : 

l’acyl-CoA Binding Protein (ACBP) qui l’amène au niveau de la membrane externe de la 

mitochondrie. 

Figure 3. Transport des acides gras au niveau du sarcolemme. ACBP: acyl-CoA binding protein, ACS: acyl-
CoA synthase, FABPc: cytoplasmic fatty acid binding protein, FABPpm: plasma-membrane fatty acid binding 
protein, FAT: fatty acid translocase, FATP : fatty-acid transport protein, VLDL: very low density lipoprotein 
(Koonen, Glatz et al. 2005). 

Transport mitochondrial des AG 

Les acides gras à chaînes courtes (AGCC) et moyennes (AGCM) vont pouvoir pénétrer par 

simple diffusion. Les acides gras à longue chaîne (AGLC) sont, eux, transportés vers la 

mitochondrie sous forme d’acyl-carnitine (les AGCM peuvent également utiliser ce transport). 

Les AGLC, sous forme d’acyl-CoA, traversent la double membrane mitochondriale, via le 

système des carnitine palmitoyltransférases (CPT) I et II et de la carnitine acylcarnitine 

translocase (CACT) (McGarry, Mannaerts et al. 1977, McGarry and Brown 1997) (Figure 3). 
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Ce système de transport, notamment CPT1, serait le régulateur de l’oxydation des lipides et le 

facteur limitant du transport des AGLC. Cette protéine de transport, CPT-1 est associée à la 

membrane externe et existe sous trois isoformes principales dont une forme CPT-1a, présente 

dans le foie et la forme CPT-1b, présente dans le muscle squelettique et le cœur et l’isoforme 

CPT-1c. La forme musculaire serait notamment plus sensible à l’inhibition de son activité par 

le malonyl-CoA (Faye, Borthwick et al. 2005). Outre son rôle dans le transport sarcolemmal, 

FAT CD36 pourrait faciliter le transport mitochondrial des AGLC à l’exercice, en interagissant 

avec CPT1. La présence de FAT CD36 a été mise en évidence au niveau de la membrane 

mitochondriale, près de CPT1 (Bonen, Campbell et al. 2004, Bezaire, Bruce et al. 2006). Ce 

rôle de cofacteur pourrait être mis en jeu dans des situations d’oxydation accrue des AG telles 

que l’exercice (Holloway, Jain et al. 2009). 

Les acyl-carnitine, générés par CPT-1, sont transloqués dans l’espace intermembranaire grâce 

à la carnitine acylcarnitine translocase (CACT) intégrée dans la membrane interne. La libération 

de l’AG de la carnitine par la CPT-2 permet le passage de l’acyl-CoA dans la matrice cellulaire 

et restitue la carnitine, disponible pour le passage d’un nouvel AGLC.  

Un déficit génétique en CPT-2 a été découvert pour la première fois en 1973. Selon la mutation 

identifiée, le tableau varie d’une forme « adulte » bénigne marquée par des épisodes de 

rhabdomyolyse au cours d’exercices prolongés à une forme « infantile sévère », responsable de 

malaises avec hypoglycémie et hypocétonémie profondes aboutissant souvent à des morts 

subites avant l’âge d’un an (Bonnefont, Djouadi et al. 2004). L’absence de mutation pour CPT1 

connue à ce jour est en faveur de son caractère vital. (Figure 4). 

Des points de contact entre les 2 membranes mitochondriales seraient des zones de passage 

privilégiées. De telles zones ont pu être mises en évidence en microscopie électronique 

(Brdiczka 1991). L’importante concentration de protéines telles que CPT indiquent que ces 

zones pourraient constituer un point de passage des protéines et des AG (Fraser and Zammit 

1998). 
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Figure 4. Transport mitochondrial des acides gras. ACS : acyl-CoA synthase, CACT: carnitine acCPT1: 
carnitine palmitoyl transferase 1, CPT1: carnitine palmitoyl transferase 1, FAT/CD36 : fatty acid translocase, 
IMS : intermembrane space, LCFA : long-chain fatty acids, CoA : Coenzyme A, MOM : mitochondrial outer 
mambrane, MIM : mitochondrial inner membrane (Bezaire, Bruce et al. 2006) 

La beta-oxydation 

C’est la voie métabolique capable de fournir le plus d’énergie par gramme de substrat oxydé, 

utilisée par toutes les cellules, à part les neurones et les globules rouges. Elle a lieu dans les 

mitochondries. Appelée également hélice de Lynen, la voie de dégradation des acides gras 

(2nC) consiste en une cascade de réactions itératives permettant d’obtenir n molécules d’acétyl-

CoA (2C), n NADH,H+ et n FADH2 (flavine adenine dinucleotide forme réduite) après n-1 

cycles. L’initiation de la β-oxydation nécessite l’activation d’un acyl-CoA par condensation de 

l’acide gras avec le coenzyme A (Figure 5). 

Exemple : palmitoyl-CoA (16C) + 7 FAD + 7 NAD+ + 7 CoA-SH + 7 H2O => 8 acétyl-CoA + 

7 FADH2 + 7 NADH + 7 H+

L'équivalence en ATP est la suivante : 8 acétyl-CoA produisent 96 ATP, 7 FADH2 produisent 

14 ATP et 7 NADH,H+ produisent 21 ATP, soit un total de 131 ATP. L'activation de l'acide 

palmitique en palmitoyl-CoA nécessitant 2 ATP, le rendement net est 129 ATP par molécule 

de palmitate oxydé (8 ATP par C). A nombre de carbones équivalents, un acide gras génère 

plus de molécules d'ATP qu'un ose, les oses étant déjà des molécules en partie oxydées. 

CACT 
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Figure 5. Béta-oxydation des acides gras. Les acides gras dérivés du plasma et des IMTG sont activés dans le 
cytosol en acyl-CoA gras par les acyl-CoA synthetases (ACS) avant d'entrer dans la mitochondrie. L’acyl-CoA 
transite à travers la double membrane mitochondriale sous forme d’acyl carnitine, par un système mettant en jeu 
la carnitine palmitoyltransférase 1 (CPT1) (I), la carnitine - acyl carnitine translocase (CACT) et la carnitine 
palmitoyltransférase 2 (CPT2). Après libération de la carnitine, l’acyl-CoA entre dans la β-oxydation (Hélice de 
Lynen). Une succession de réactions enzymatiques permettent de produire un acétyl-CoA et un acyl-CoA à n-2 
carbones, ainsi qu’un FADH2 et un NADH,H+ à chaque tour d’hélice. La régulation de ce métabolisme s’opère 
au niveau de la CPT-1 qui régule l’entrée des acides gras via la disponibilité en carnitine et en atyl-CoA. L’activité 
de la thiolase (MCKAT= meddium chain 3-k étoacyl-CoA thiolase) est régulée par son produit, acétyl-CoA. La 3-
HAD (MSCHAD : medium and short chain hydroxyacyl-CoA déshydrogénase) contrôle l’oxydation des acides 
gras à courte et moyenne chaîne. L’oxydation des acides gras à longue chaîne débute avec les enzymes liées à la 
membrane, spécialisées dans la dégradation de ces AG VLCAD et MTP). Après 2-3 tours, les AG sont dégradés 
dans la matrice, par les enzymes destinées aux AG à moyenne et courte chaine (dont HAD et thiolase). (Houten 
and Wanders 2010). DCI: dodecanoyl-CoA delta isomerase, MTP : mitochondrial trifunctional protein, VLCAD : 
very long chain acyl-CoA déshydrogénase.  

Régulation de l’oxydation des lipides 

La régulation est principalement assurée par les étapes de transports mitochondriales via 

notamment CPT-1 (Figure 6). Il est assez largement admis que l’activité CPT-1 est inhibée par 

l’accumulation de malonyl-CoA. La sensibilité au malonyl-CoA pourrait dépendre du tissu 

considéré. En effet, la quasi-totalité de l’activité CPT-1 serait inhibée dans le gastrocnémien 
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superficiel (muscle glycolytique) alors que 40% de son activité le serait dans un muscle oxydatif 

comme le soleus. Il existe ainsi une fraction de CPT-1 résistante à l’inhibition par le malonyl-

CoA, en proportion variable selon le muscle considéré (Faye, Borthwick et al. 2005). L’activité 

de CPT-1 dépend également de la disponibilité en carnitine qui n’est cependant pas limitant en 

situation physiologique. La concentration en malonyl-CoA dépend directement de l’activité de 

l’Acétyl-CoA Carboxylase (ACC). 

Figure 6. Représentation schématique du métabolisme des acides gras (AG). En situation d’abondance 
énergétique, la diminution de l’AMPK entraîne une levée d’inhibition de l’acétyl-CoA carboxylase. La formation 
de malonyl-CoA à partir de l’acétyl-CoA est favorisée. Le Malonyl-CoA freine l’entrée des acides gras activés 
(acyl-CoA) dans la mitochondrie en inhibant l’activité de CPT1(1). L’accumulation d’acétyl-CoA va également 
inhiber l’activité de la thiolase de la β-oxydation (2). Inversement, un déficit énergétique (diminution de l’ATP, 
augmentation de l’AMP) se traduit par une augmentation d’activité d’AMPK qui inactive ACC par 
phosphorylation (3). La diminution du malonyl-CoA va lever l’inhibition de CPT-1 et favoriser l’entrée des acides 
gras dans la mtiochondrie. D’après (Foretz, Taleux et al. 2006). 

La β-oxydation per se est également une étape de régulation. La thiolase, une enzyme de la β-

oxydation est également inhibée par l’acétyl-CoA. L’oxydation des AG est contrôlée par la 

disponibilité mitochondriale en AG dont l’entrée est régulée par l’activité de CPT1. La 3- HAD 

constitue une enzyme clé de la β-oxydation dont le niveau d’activité est le reflet de l’aptitude 

différente des muscles oxydatif et glycolytique à oxyder les acides gras. 

1 
3 

2 

1

3
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2. Respiration mitochondriale 

a. Cycle de Krebs (fourniture de l’Acétyl-CoA) 

Le cycle de Krebs est une série de réactions biochimiques dont la finalité est de produire des 

équivalents réduits qui serviront à la production d'ATP dans la chaîne respiratoire. Il s'agit d'un 

cycle car le dernier métabolite, l'acide oxaloacétique, est aussi impliqué dans la première 

réaction. Il est la voie commune finale de toute molécule d’acétyl-CoA, qu’elle soit issue de la 

glycolyse ou de la β-oxydation. Le cycle est initié par la réaction de condensation de l’acétyl-

CoA avec l’oxaloacétate formant le citrate (Figure 7). 

 

Figure 7. Cycle de Krebs. L’entrée de l’acétyl-CoA dans le cycle de Krebs entraîne la formation de citrate à partir 
d’oxaloacétate. L’étape 6 mettant en jeu la succinate déshydrogénase utilise le FADH2 attaché au complexe II de 
la chaine respiratoire mitochondriale. La régulation du cycle dépend de la fourniture en acétyl-CoA et de 
l’utilisation des équivalents réduits NADH,H+et FADH2 permettant de renouveler les équivalents NAD+ et FAD 
nécessaire aux réactions d’oxydation du cycle. Production de 3 NDAH + H+ et 1 FADH2 par molécule d’acétyl-
CoA d’après (Boyle 2005) 
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b. Chaîne respiratoire mitochondriale (CRM)

Le terme de phosphorylation oxydative est employé pour décrire le couplage entre les 

oxydations d’équivalents réducteurs et la phosphorylation de l’ADP. Ce processus implique 

cinq complexes à multiples sous-unités, insérés dans la membrane interne et constituant la 

chaîne respiratoire et responsable de la succession de réactions d’oxydoréduction. L’oxydation 

du NADH,H+ au niveau du complexe I (NADH-ubiquinone réductase) et du succinate au niveau 

du complexe II (succinate-ubiquinone réductase) fournissent les flavines réduites (NAD+ pour 

le complexe I et FAD pour le complexe II) qui permettent le transfert de protons et électrons au 

coenzyme Q. Les électrons sont transportés le long de la chaîne de transport des électrons, par 

les complexes I, II, III et IV via 2 composés mobiles l’ubiquinone (Q) et le cytochrome-c (Cyt-

c) qui se déplacent à l’intérieur de la bicouche lipidique de la membrane interne. Une orientation 

spécifique de ces différents éléments dirige le transport des électrons selon des séquences 

précises : 

I → Q → III → Cytc → IV et II → Q →III → Cytc → IV.

Le transfert d’électrons permet la translocation de protons de la matrice vers l’espace 

intermembranaire uniquement au niveau des complexes I, III et IV (cytochrome c-oxydase). 

L’accepteur final des électrons est l’oxygène qui est réduit en deux molécules d’eau par le 

complexe IV (Figure 8).  

L’accumulation de protons dans l’espace intermembranaire, crée un gradient électrochimique 

de protons qui génère une différence de potentiel de part et d’autre de la membrane interne (∆ψ= 

-220mV) et constitue une source d’énergie électrochimique (appelée force protomotrice)

utilisée pour la synthèse d’ATP au niveau de l’ATP synthase ou complexe V. La force 

protomotrice générée par l’oxydation du NADH,H+ est supérieure à celle générée par

l’oxydation du FADH2. Un flux de NADH,H+ est nécessaire et doit être entretenu pour

maintenir le potentiel de membrane.  

Le NADH,H+ est le plus important, quantitativement. Ce coenzyme mobile peut être produit 

dans le cytosol et la matrice. Cependant, le NADH ne peut pas traverser librement la 

membrane mitochondriale. Le pool cytosolique utilise donc 2 systèmes de navette pour 

transférer les équivalents réduits (H+) dans la matrice afin d’être oxydés dans la CRM.  



33 

Figure 8. Fonctionnement de la chaine respiratoire mitochondriale (CRM). La chaîne respiratoire 
mitochondriale assure une succession de réactions d’oxydoréductions à partir des équivalents réduits NDAH,H+ 
et FADH2. Le transfert d’électrons entre complexes génère un pompage des protons H+ vers l’espace 
intermembranaire. Le gradient électro-chimique de H+ crée une force protomotrice dont l’énergie est couplée à la 
phosphorylation de l’ADP par le complexe V. L’oxygène est l’accepteur final des électrons traversant la CRM. 
L’activité de la chaîne respiratoire est contrôlée par la disponibilité en ADP (consommation de l’ATP) et en 
substrats et O2 (Simon 2009). 

La navette glycerol-3-P (G3P), assurée par la glycerol-3-P déshydrogénase, réalise le transfert 

des équivalents réducteurs du NADH + H+ cytosolique vers le FADH2 de la membrane interne 

mitochondriale via le G3P. Dans certaines études, le glycérol-3-P est d’ailleurs utilisé comme 

substrat pour étudier spécifiquement l’activité du complexe II (Figure 9). 

La navette malate-aspartate comprend en fait deux phases : un cycle malate-aspartate pour le 

transfert des protons et un cycle glutamate-aspartate pour le renouvellement de l’oxaloacétate. 

L’oxaloacétate est réduit par le NADH + H+ en malate dans le cytosol. Le malate diffuse alors 

librement dans la matrice en échange de l’α-cétoglutarate. Dans la mitochondrie, le malate est 

oxydé en oxaloacétate, par le NAD+ qui est ainsi réduit en NADH + H+ disponible pour la CRM. 

Ces réactions sont catalysées par une enzyme présente dans les deux compartiments, la malate 

déshydrogénase. Le cycle glutamate-aspartate permet la régénération de l’oxaloacétate 

cytosolique à partir de l’oxaloacétate matriciel. L’aspartate amino-transférasse catalyse la 

transamination de l’oxaloacétate en aspartate. L’aspartate traverse la membrane en échange 

d’un glutamate et est re-transaminé en oxaloacétate (Figure 10). 
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Figure 9. Navette du Glycérol-3-P. (Malgoyre 2011).Le NADH,H+produit par la glycolyse ne peut pas passer 

la membrane mitochondriale. Le pouvoir réducteur est transmis au FAD+ de la chaine respiratoire 

mitochondriale via une glycérol-3-phosphate déshydrogénase cytosolique qui interagit avec le NADH et une 

glycérol-3-phosphate déshydrogénase membranaire contenant FAD. NADH,H+ : nicotinamide adenine 

dinucleotide (forme réduite) FADH2 : flavin adenine dinucleotid (forme réduite) 

Figure 10. Navette du Malate. (Malgoyre 2011) Le NADH,H+ cède son pouvoir réducteur au malate, catalysé 

par la MDH cytosolique Le malate entre dans la mitochondrie par un transporteur. Il est oxydé en oxaloacétate 

et fournit le pouvoir réducteur au NAD+. L’oxaloacétate forme l’aspartate. Qui sort dans le cytolso.MDH : 

malate déshydrogenase, ASAT :aspartate aminotransférase.  

Le FADH2 est un coenzyme fixe de la membrane mitochondriale donnant ses protons au 

coenzyme Q. Sa réduction a une triple origine. Il peut être produit : 

- par l’oxydation du succinate en fumarate par la succinate déshydrogénase (complexe II
de la CRM) du cycle de Krebs

- par l’oxydation du G3P comme vu précédemment avec la navette G3P
- par l’oxydation des acyl-CoA lors de la béta-oxydation. Les FADH2 sont transportés

par une protéine de transfert, ETF : electron transfer flavoprotein.

Membrane externe 

Membrane interne 

Membrane interne 

Espace 

intermembranaire 

Matrice 
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Au total, l’oxydation d’une molécule de glucose (6 carbones) aura produit 10 NADH,H+/2 

FADH2 (2 NADH,H+ issus de la glycolyse, 2 NADH,H+ issus de la transformation du pyruvate 

en acétyl-CoA et 6 NADH,H+/2 FADH2 formés par les 2 molécules d’acétyl-CoA dans le cycle 

de Krebs) alors que l’oxydation d’une molécule d’hexanoate (acide gras à 6 carbones) aura 

produit 11 NADH,H+/8 FADH2 (2 NADH,H+et 2 FADH produits dans l’hélice de Lynnen et 9 

NADH,H+/6 FADH2 issus des 3 molécules d’acétyl-CoA) (Figure 11).  

Figure 11. Bilan énergétique des voies glucidiques et lipidiques pour deux substrats à squelette carboné 

comparable (6C). NADH,H+ : nicotinamide adenine dinucleotide (forme réduite) FADH2 : flavin adenine 

dinucleotid (forme réduite), ATP : Adénosine triphosphate. 

Selon chacun des deux substrats utilisés, la quantité d’énergie générée par la phosphorylation 

oxydative diffère. Un gramme de glucose fournira 3,87 kcal alors qu’un gramme de lipide 

fournira 9,68 kcal, soit plus du double. En revanche, la quantité d’énergie produite rapportée au 

volume d’oxygène consommé est plus importante lors de l’oxydation des glucides que des 
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lipides. Ainsi l’équivalent énergétique est de 5,19 kcal/litre d’oxygène consommé en présence 

de glucose et de seulement 4,81 kcal/litre d’oxygène consommé en présence de palmitate. Cette 

observation est utilisée en physiologie pour déterminer la nature du substrat oxydé par les 

variations du quotient respiratoire (QR = rapport entre CO2 produit et O2 consommé) mesuré 

en calorimétrie indirecte : il est de 0,7 pour les lipides contre 1 pour les glucides (il faut 1 mole 

d’oxygène pour oxyder 1 mole de glucose mais environ 1,4 mole d’O2 pour 1 mole d’AG, bien 

que cela varie selon le squelette carboné de l’AG). Ce coût en oxygène plus élevé associé à la 

complexité de la voie des lipides rendent compte d’une différence de débit d’oxydation et d’un 

métabolisme aérobie plus exigeant en O2 pour l’oxydation des lipides, participant à la 

préférence des glucides lorsque l’intensité d’exercice requiert des débits d’énergie et une vitesse 

d’oxydation plus élevés. 

c. Déterminants du couplage

En tant qu’utilisateur final de l’O2, le contenu mitochondrial est un déterminant de la capacité 

maximale de captation musculaire de l’O2. Ainsi, un lien a pu être établi entre performance 

aérobie et contenu mitochondrial (Hoppeler, Howald et al. 1985, Jubrias, Esselman et al. 2001). 

L’augmentation du nombre de mitochondries est le premier facteur permettant d’augmenter le 

fonctionnement mitochondrial et la capacité de synthèse d’ATP. Cependant, des études 

montrent qu’il est possible, également, d’augmenter la capacité de synthèse d’ATP en 

améliorant l’efficience mitochondriale. La mitochondrie consomme moins d’O2 pour produire 

de l’ATP, i.e. en augmentant le rapport ATP/O2 (Larsen, Weitzberg et al. 2007, Siegel, Kruse 

et al. 2013, Jones 2014). La diminution du rapport P/O (production d’ATP par molécule d’O2) 

peut provenir d’une altération du couplage de la phosphorylation oxydative, de la chaine 

respiratoire mitochondriale ou de la phosphorylation. 

Le couplage de la phosphorylation oxydative 

La capacité maximale de production d’ATP peut être altérée par des mécanismes court-

circuitant la phosphorylation par une fuite de protons, diminuant le gradient transmembranaire 

de protons. Cette fuite peut être induite chimiquement (par le dinitrophénol) (Marcinek, 

Schenkman et al. 2004), par un fort potentiel de membrane (Brand 2000) ou par des protéines 

canalaires (Harper, Bevilacqua et al. 2004) qui vont détourner la force protomotrice en 

augmentant la fuite de protons. De telles protéines canalaires (UCP, (uncoupling protein) ont 

été découvertes dans le tissu adipeux brun et sont connues pour induire la production de chaleur 

par ce mécanisme de fuite de protons chez les espèces hibernants (Nicholls and Locke 1984). 
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L’isoforme UCP3 serait présente au sein du muscle squelettique, avec ce rôle paradoxal de 

diminution du couplage. A ce jour, le rôle d’UCP-3 dans le muscle reste encore extrêmement 

débattu. Parmi les hypothèses, le découplage participerait au contrôle de la dépense énergétique 

et à la régulation du poids par l’augmentation de la vitesse d’oxydation mitochondriale (Conley, 

Amara et al. 2013). Davantage retrouvé dans les fibres I avec contenu lipidique augmenté, le 

découplage participerait à la régulation du métabolisme lipidique et serait un moyen de défense 

contre le stress oxydatif. Ainsi la lutte contre le stress oxydant majoré lors du vieillissement 

passerait par une augmentation du découplage qui en corolaire diminue la capacité maximale 

de phosphorylation et pourrait participer à la fatigabilité accrue observée avec l’âge.  

En outre, la nature du substrat oxydé est un élément déterminant sur le rendement de la 

phosphorylation oxydative (P/O). L’oxydation des glucides produit une proportion plus 

importante de NADH,H+ que de FADH2 par rapport aux acides gras (Sibille, Filippi et al. 

2001). En comparant des substrats avec un même nombre de carbone, le glucose produit 10 

NADH,H+ et 2 FADH2 alors que l’hexanoate produit 12 NADH,H+ et 6 FDH2. L’oxydation 

du glucose produit davantage d’électrons et donc de force promotrice que l’acide gras. La 

production d’ATP par molécule d’oxygène est plus efficiente (5,19 kcal.L-1 O2 pour les glucides 

contre 4,81 kcal.L-1 O2 pour les AG).  

La chaine respiratoire mitochondriale. 

La chaîne respiratoire mitochondriale caractérise la capacité de réduction de l’oxygène à partir 

des équivalents réducteurs NADH,H+ et FADH2 fournis par l’oxydation des substrats. Son 

fonctionnement détermine donc la vitesse d’oxydation (VO2) et de fourniture en H+ pour la 

phosphorylation. Ce flux d’O2 semble lié à la masse mitochondriale. Néanmoins, certaines 

situations comme le vieillissement pourraient altérer le fonctionnement de la CRM. Une 

expérience chez la souris a montré une diminution de la production maximale d’ATP liée à 

l’âge alors que le contenu de la CRM avait augmenté (Siegel, Wilbur et al. 2012). Dans une 

autre étude, l’augmentation de la capacité maximale de production d’ATP n’était que 

partiellement expliquée par l’amélioration du couplage ATP/O, et résultait donc d’une 

amélioration du fonctionnement de la CRM. L’administration de SS31, un anti-oxydant a 

permis de restaurer une résistance à la fatigue chez des souris âgés. La plus grande oxydation 

des complexes liée au stress oxydatif du vieillissement, corrigée par le SS31, a permis de 

restaurer l’efficacité de la CRM. (Siegel, Kruse et al. 2013). Dans ce cas, le moins bon 

fonctionnement de la CRM était dû à la production d’ERO, avec une altération du flux d’O2, 

responsable d’une fatigue musculaire sans altération du couplage.  



38 

La phosphorylation 

Le contrôle de la phosphorylation pourrait également représenter un facteur de l’efficience 

mitochondriale. La synthèse d’ATP par l’ATP synthase est sous le contrôle du rapport 

ATP/ADP. Cette régulation fait intervenir le contrôle de la navette créatine -phosphocréatine 

par la créatine-kinase qui permet de maintenir un niveau d’ADP favorable à la synthèse d’ATP, 

et une protéine transmembranaire, ANT-1 (adenine nucleotide transporter) assurant l’échange 

par translocation bidirectionnelle entre cytosol et matrice de l’ADP et de l’ATP (Chance and 

Williams 1956, Conley, Kemper et al. 2001, Perry, Kane et al. 2012). Néanmoins, la 

concentration en ADP n’explique pas à elle seule la régulation de la production mitochondriale 

d’ATP. L’ANT-1 modifierait l’affinité mitochondriale pour l’ADP. Cette régulation est 

notamment importante dans le passage d’une situation de repos à une phase d’exercice. En effet, 

l’affinité mitochondriale pour l’ADP est faible dans des conditions de faible demande en 

ATP mais s’élève drastiquement lorsque la concentration en ADP augmente comme cela a été 

observé à l’exercice (Perry, Kane et al. 2012). En l’absence de créatine, cette affinité pour 

l’ADP est 20 fois plus grande dans les mitochondries de muscle glycolytiques comparée à celles 

de mitochondrie de muscles oxydatifs. De plus, les situations d’entraînement (Zoll, Sanchez et 

al. 2002) ou certaines interventions nutritionnelles (oméga 3) (Herbst, Paglialunga et al. 2014) 

sont connues pour modifier la sensibilité des mitochondries à l’ADP notamment par 

modification de l’expression du complexe protéique ANT1-créatine kinase mitochondriale (mi-

CK). La modification de la sensibilité de la mi-CK entrainerait une augmentation de l’affinité 

pour l’ADP (Perry, Kane et al. 2012). Des mécanismes de régulation allostérique mais 

également traductionnels et post-traductionnels semblent impliqués dans cette régulation de la 

phosphorylation par la sensibilité à l’ADP via l’ANT1 (Jeneson, Schmitz et al. 2009, Wang, 

Murray et al. 2013, Herbst, Paglialunga et al. 2014).  

3. Régulation du métabolisme énergétique

Les glucides et les lipides sont les substrats majeurs du métabolisme énergétique. Leur 

contribution relative dépend du statut nutritionnel de l’individu, des apports et des réserves en 

glycogène, de la puissance et de la durée (quantité d’énergie par unité de temps) requise par 

l’activité. Dans la situation classique d’un sujet ayant les apports nutritionnels adaptés (bien 

nourri), la balance de contribution des acides gras et des glucides (CHO) à l’exercice peut être 

modélisée par le concept de cross-over (Figure 12) (Brooks and Mercier 1994). La contribution 

relative des substrats se caractérise par une augmentation de la part des glucides au détriment 

des lipides avec l’augmentation de la puissance d’exercice. Le point de croisement glucido-



39 

 

lipidique (PCGL) correspond à la puissance relative d’exercice pour laquelle la contribution 

des 2 substrats est égale dans la fourniture en énergie. Ainsi, l’oxydation des lipides est 

prépondérante lorsque la puissance développée par l’organisme (énergie dépensée par unité de 

temps) est basse comme dans le métabolisme de base ou dans les exercices d’intensité modérée 

(Brooks and Mercier 1994). La participation des lipides augmente également avec la durée 

d’exercice, pour des intensités modérées, notamment par la diminution de la disponibilité en 

glucides liée à la diminution des réserves en glycogène (Holloszy, Kohrt et al. 1998). Lorsque 

l’intensité augmente, la part des glucides augmente pour devenir majoritaire après le PCGL. 

 

Figure 12. Point de croisement glucido-lipidique (cross-over concept). La contribution relative des glucides 
(%CHO) augmente au détriment de l’oxydation des lipides (%Fat), en fonction de la puissance relative d’exercice. 
Le point de croisement correspond à la puissance pour laquelle la contribution des glucides dans la fourniture en 
énergie devient majoritaire. Après entraînement, le glissement vers la droite de la courbe traduit une augmentation 
de la contribution des lipides dans la fourniture en énergie pour une intensité d’exercice relative donnée. La 
diminution de la contribution des glucides (moindre glycogénolyse) s’accompagne d’une moindre stimulation par 
le système nerveux sympathique (SNS) (Brooks and Mercier 1994). 

a. La disponibilité en substrats. 

L’organisme module l’utilisation des substrats en fonction de leur disponibilité. Notamment, 

l’alimentation influence l’utilisation des substrats comme le montrent de nombreuses études, 

au travers des modifications du QR. En post-prandial, le quotient respiratoire égal à 1 traduit 

une utilisation exclusive des glucides pour la fourniture en énergie, liée à leur disponibilité 

accrue (Thomas, Peters et al. 1992, Kahlhofer, Lagerpusch et al. 2014). Inversement, à distance 
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d’un repas comme durant un jeûne, la diminution du QR traduit une augmentation de 

l’oxydation des lipides, en lien avec la diminution de la disponibilité en glucides (Thomas, 

Peters et al. 1992, Thyfault, Rector et al. 2006). Les divers entraînements et stratégies 

alimentaires qui ont pu être proposés dans le cadre d’une perte de poids ou de l’amélioration de 

la performance s’appuient notamment sur la sollicitation de cette flexibilité alimentaire 

(Haman, Peronnet et al. 2004, Kahlhofer, Lagerpusch et al. 2014). Par exemple, un effet du 

régime cétogénique est de favoriser l’utilisation des lipides en mimant un jeûne glucidique. 

L’épuisement des réserves glucidiques amène l’organisme à utiliser les acides gras pour 

produire, via le foie, des corps cétoniques utilisables par les cellules et du glucose par 

néoglucogenèse (Walczyk and Wick 2017) dans le but de restaurer une flexibilité métabolique 

souvent perdue dans les situations de surpoids du fait d’un défaut d’utilisation des lipides. 

A l’exercice sous-maximal, l’augmentation du débit sanguin local permet de favoriser l’apport 

des substrats glucidiques et lipidiques ainsi que l’O2. Ils proviennent de la circulation (lipolyse 

du tissu adipeux, glycogénolyse hépatique) et des réserves intra-musculaires (triglycérides 

intra-musculaires, glycogène musculaire). La contribution de ces différentes réserves dépend 

de l’intensité et de la durée d’exercice et de la taille des réserves. Cependant, dans la régulation 

de la balance glucido-lipidique, la contribution des lipides ne parait pas directement dépendante 

de la disponibilité en lipides, puisque leur utilisation diminue malgré l’augmentation de leur 

disponibilité sanguine (Kiens, Essen-Gustavsson et al. 1993).  

b. La régulation hormonale

Insuline/glucagon 

Le rapport insuline/glucagon représente les principaux effecteurs la boucle de régulation de la 

glycémie face à la discontinuité des apports. L’insuline est sécrétée en réponse à l’augmentation 

de la glycémie. Elle va favoriser son utilisation au niveau du muscle et son stockage 

principalement au niveau du foie. Par ailleurs, elle favorise le stockage des AG et inhibe leur 

oxydation. Elle agit sur le transport des substrats (GLUT 4 et FAT CD36)(Luiken, Dyck et al. 

2002), l’activité de la PDH, de la Glycogène Synthase et de la lipase hormonosensible (LHS). 

Les actions hépatiques se caractérisent par une inhibition de la glycogénolyse et de la glycolyse 

et une stimulation de la synthèse du glycogène. Au niveau du tissu adipeux, la synthèse des 

triglycérides est favorisée et la lipolyse est inhibée. Pour le glucagon, les effets sont 

essentiellement hépatiques et inverses de l’insuline. Il stimule également l’oxydation des AG 

par le foie. 



41 

Adrénaline 

L’adrénaline favorise la glycogénolyse musculaire (et hépatique) ainsi que la glycolyse 

anaérobie (via PFK notamment). Elle stimule l’action du glucagon et inhibe celle de l’insuline, 

renforçant les capacités de mobilisation glucidiques. Elle stimule la lipolyse au niveau du tissu 

adipeux. A l’exercice, l’activation du système nerveux sympathique et l’augmentation de la 

concentration en adrénaline et noradrénaline ont des effets sur l’utilisation des substrats, en 

favorisant l’utilisation des glucides par augmentation de la disponibilité dans le sang et dans le 

muscle. 

Des facteurs autres qu’hormonaux interviennent dans la régulation systémique de la glycémie. 

Notamment, l’Interleukine-6 (IL-6), une myokine musculaire est produite à l’exercice. Elle 

intervient dans la disponibilité des substrats. Elle permettrait de stimuler la néoglucogenèse 

hépatique et la captation du glucose par le muscle, en réponse à une diminution de la réserve 

glycogénique musculaire, mais également la lipolyse et l’oxydation des lipides (van Hall, 

Steensberg et al. 2003, Carey, Steinberg et al. 2006). 

c. La régulation mitochondriale

Cycle de Randle 

L’intérêt de ce modèle est d’identifier un carrefour de régulation de la contribution des deux 

substrats majeurs dans la fourniture en énergie, même si des études plus récentes ont permis de 

préciser les mécanismes de régulation. Historiquement, le cycle de Randle décrit l’inhibition de 

l’oxydation des glucides par l’oxydation des AG. L’accumulation d’un intermédiaire, l’acétyl-

CoA, inhibe l’entrée du pyruvate dans la mitochondrie par inhibition allostérique de la PDH. 

L’inhibition de l’entrée du pyruvate serait l’étape-clé de la freination de l’oxydation du glucose 

(Randle, Garland et al. 1963, Randle, Newsholme et al. 1964, Randle, Kerbey et al. 1988, 

Randle 1995, Randle 1998) (Figure 13A). Inversement, il a été ensuite proposé que le flux 

d’oxydation du glucose pouvait inhiber l’utilisation des lipides via l’accumulation de malonyl-

CoA. L’accumulation de malonyl-CoA inhibe CPT1 et stimule l’AG synthase. La moindre 

entrée d’AG dans la mitochondrie limite leur oxydation (McGarry, Mannaerts et al. 1977, 

McGarry 1998) (Figure 13B). Ainsi, le terme de cycle décrit l’inhibition réciproque entre les 

voies glucidique et lipidique et non un retour à un état initial. Ce cycle glucose-AG rend compte 

du contrôle de la balance glucido-lipidique dans son fonctionnement mitochondrial et de 

l’interrelation entre ces deux métabolismes, sous l’influence des régulations hormonales et 

humorales, et reposant sur la régulation des deux systèmes enzymatiques clés.  



42 

Figure 13. Cycle de Randle. A) Inhibition de l’utilisation du glucose par les acides gras. L’inhibition de la 
pyruvate déshydrogénase (PDH) est induite par l’acétyl-CoA et le NADH, dont l’accumulation résulte de 
l’oxydation accrue des acides gras (LCFA : long chain fatty acids). La phosphofructokinase-1 (PFK-1) est inhibée 
par le citrate. L’inhibition de l’hexokinase (HK) par le citrate est incertaine. Le glucose est ainsi détourné de 
l’utilisation vers le stockage (glycogénogenèse, néoglucogenèse) et la synthèse d’intermédiaires (anaplerosis). B) 

Inhibition de l’utilisation des acides gras par le glucose. La formation du malonyl-CoA à partir de l’Acétyl-
CoA est catalysée par l’acétyl-CoA carboxylase (ACC). L’accumulation de malonyl-CoA inhibe l’entrée des 
acides gras à longue chaine, au niveau de la carnitine palmitoyl transférase-1 (CPT-1). Les acides gras sont 
détournés de l’oxydation vers le stockage sous forme de triglycérides. (Hue and Taegtmeyer 2009). ACL : ATP-
citrate lyase, CYTO: cytosol, FAS : fatty acid synthase, Glc-6-P : glucose-6-phosphate, Fru-6-P : fructose-6-
phosphate, GLUT 4 : glucose transporter-4, MITO: matrice mitochondriale, β-ox : β-oxydation.  

Les étapes clé de l’utilisation du choix du substrat : 
Régulation du transport des AG dans la mitochondrie 

Dans la cellule musculaire, la concentration en malonyl-CoA est finement régulée. Il est produit 

à partir de l’acétyl-CoA par l’acétyl-CoA carboxylase (ACC) et dégradé par une autre enzyme, 

la malonyl-CoA déshydrogénase (MCD). L’activité de ces deux enzymes est régulée de façon 

très différente puisque l’ACC est essentiellement inactivée par phosphorylation par l’AMP-

activated protein kinase (AMPK), alors que la MCD est essentiellement régulée au niveau 

transcriptionnel. Lors du passage d’une situation à une autre (repos-exercice…), seule la 

modulation de l’activité de l’ACCest donc suscpetible d’expliquer un changement de la 

concentration malonyl-CoA. Le malonyl-CoA est un inhibiteur allostérique de CPT1, comme 

montré in vitro et sur fibres perméabilisées (McGarry, Mills et al. 1983, Smith, Perry et al. 

2012). L’inhibition de l’ACC entraîne une diminution de l’accumulation de malonyl-CoA et 

une levée d’inhibition de CPT1. Cependant, il semble que cette régulation dépende davantage 

du ratio acides gras / malonyl-CoA. En effet, le niveau d’oxydation des acides gras pourrait 

varier en l’absence de modification de la concentration de malonyl-CoA, comme le suggèrent 

certaines études (Odland, Heigenhauser et al. 1996, Odland, Howlett et al. 1998), voire 

A B 
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diminuer avec la concentration en malonyl-CoA. De plus la sensibilité de CPT1 au malonyl-

CoA pourrait varier notamment avec l’entraînement (Starritt, Howlett et al. 2000), être 

diminuée par l’augmentation de la concentration en palmitoyl-CoA (Kolodziej and Zammit 

1990, Smith, Perry et al. 2012) ou par des altérations du cytosquelette (processus AMPK 

dépendant ou plutôt indépendant ?) (Miotto, Steinberg et al. 2017). En outre, l’activité CPT1 

non-dépendante de malonyl-CoA pourrait être contrôlée par le pH (Starritt, Howlett et al. 2000). 

Dans les exercices de haute intensité, la disponibilité en carnitine a été avancée comme un 

facteur limitant du transport des AGLC et donc de l’oxydation des AG. La disponibilité 

importante d’acétyl CoA dans l’espace intermembranaire, au regard de son utilisation dans le 

cycle de Krebs, peut entraîner un piégeage de la carnitine. La diminution du pool de carnitine 

ralentit alors l’activité de CPT1. Néanmoins dans cette situation, il semble plutôt que ça soit la 

vitesse de processing des acylCoA dans l’hélice de Linen qui soit le facteur limitant en aval, 

aboutissant à une accumulation en amont d’acylCoA limitant secondairement la disponibilité 

en carnitine. 

Rôle central de la PDH dans la balance AG-glucose 

Le contrôle de l’oxydation des AG pourrait surtout dépendre de la concentration en acétyl-CoA 

et de la régulation de l’activité de la PDH. Ainsi, une inactivation de la PDH est enregistrée 

dans le muscle en réponse au jeûne, ou encore lors d’un régime riche en graisse c'est-à-dire 

dans des situations physiologiques ou pathologiques dans lesquelles est observé un frein à 

l’utilisation du glucose dans le muscle (Harris, Bowker-Kinley et al. 2002). De façon plus 

fondamentale, l’entrée du pyruvate dans la mitochondrie a d’ailleurs été identifiée comme un 

des points de contrôle majeur de la respiration enregistrée sur mitochondries isolées du muscle 

squelettique ou de myocarde (Rossignol, Letellier et al. 2000). 

La concentration en acétyl-CoA semble une étape clé de l’utilisation relative des substrats. Sa 

formation provenant du métabolisme glucidique (pyruvate) ou lipidique (acyl-CoA), la 

régulation est le résultat de l’interpénétration de ces deux métabolismes contrôlés par la 

disponibilité en substrats et les régulations hormonales (insuline, adrénaline…) et humorales 

(Ca2+, pH…).  

Or, il apparait que le contenu en acétyl-CoA en lui-même est surtout régulé par l’activité de la 

PDH (Harris, Bowker-Kinley et al. 2002). A l’exercice, la stimulation de la PDH croît avec 

l’intensité (Constantin-Teodosiu, Carlin et al. 1991) mais diminue avec la durée (Watt, 

Heigenhauser et al. 2002). Son activation serait induite notamment par la contraction et les 
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perturbations de l’homéostasie calcique induisant une déphosphorylation de la sous-unité 

PDHE1α. Cette activité est également modulée par les concentrations en pyruvate et acétyl-

CoA, agissant sur la PDK, permettant d’ajuster le flux de la PDH à la glycolyse et au cycle de 

Krebs (Holness and Sugden 2003, Pilegaard, Birk et al. 2006). En parallèle, la concentration en 

acétyl-CoA est influencée par l’activité de la CAT. Ainsi, lors d’une élévation de l’acétyl-CoA, 

il se produit une formation d’acétyl-carnitine qui atténue l’accumulation d’acétyl-CoA, 

diminuant l’inhibition de la PDH mais, qui, en diminuant la carnitine disponible pour se lier 

aux acyl-CoA, limite également l’oxydation des AG (Harris, Foster et al. 1987, Sahlin 1990, 

Constantin-Teodosiu, Carlin et al. 1991, Odland, Howlett et al. 1998, van Loon, Greenhaff et 

al. 2001, Seiler, Koves et al. 2015). Cette compétition entre concentration en acétyl-CoA et en 

acétyl-carnitine, pourrait être le principal régulateur de l’activité PDH permettant sans 

ajustement dynamique en fonction de la puissance d’exercice (Roepstorff, Halberg et al. 2005). 
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 Effets aigus de la chaleur sur le métabolisme énergétique et la 
mitochondrie 

La chaleur induirait une augmentation du métabolisme de repos (Consolazio, Shapiro et al. 

1961, Consolazio, Matoush et al. 1963, Dimri, Malhotra et al. 1980), et influencerait le niveau 

de performance lors d’exercices aérobies ou en force (Edwards, Harris et al. 1972, Girard, 

Brocherie et al. 2015). En effet, de nombreuses études montrent une diminution des capacités 

d’endurance. L’exposition aiguë à la chaleur diminue tant la capacité (�̇�O2max) et la puissance 

maximales aérobies (Klausen, Dill et al. 1967, Rowell, Brengelmann et al. 1969, Saltin, Gagge 

et al. 1972, Sen Gupta, Dimri et al. 1977) que l’endurance d’efforts sous-maximaux, qu’elle 

soit estimée par le temps de parcours pour une distance donnée (TT : time trial) ou par la durée 

jusqu’à épuisement d’un exercice d’intensité donnée (Time to exhaustion) (Nybo, Rasmussen 

et al. 2014). Par exemple, aucun sujet parmi 24 n’est en mesure de terminer une marche (Figure 

14) de 100 min à 49°C – 20% humidité relative (HR) à 3.5mph soit 5,6 km/h (Pandolf &

Young). 

Figure 14. Effet d’une acclimatation à la chaleur de 7 jours sur un exercice prolongé sous-maximal (Pandolf 
1998) 
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De même, le temps de maintien avant épuisement d’un exercice sous-maximal (40 min 

70%VO2max) effectué à la chaleur (40°C 20 % HR) est diminué, certains sujets ne parvenant 

pas au bout de l’exercice (2 sur 13 sujets) alors que le même exercice en ambiance tempérée 

était bien tolérée (Febbraio, Snow et al. 1994). Sawka, notamment, a montré une diminution de 

8% de la VO2max d’un exercice réalisé à la chaleur (49°C), comparé à un exercice en ambiance 

tempérée (21°C) (Sawka, Young et al. 1985). Ainsi un exercice réalisé à même intensité absolue 

correspondra à une intensité relative plus importante à la chaleur que s’il est réalisé en ambiance 

tempérée (Sawka, Young et al. 1985). 

En revanche, l’évaluation de la dépense énergétique à l’exercice sous-maximal à la chaleur 

montre des effets moins univoques. Certaines études retrouvent une augmentation de VO2 

(Consolazio, Shapiro et al. 1961, Consolazio, Matoush et al. 1963, Fink, Costill et al. 1975, 

Dimri, Malhotra et al. 1980) alors que d’autres observent au contraire une diminution de la 

consommation en O2 (Brouha, Smith et al. 1961, Williams, Bredell et al. 1962, Petersen and 

Vejby-Christensen 1973, Young, Sawka et al. 1985, Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, 

Snow et al. 1994). Ces observations contradictoires reflètent des différences méthodologiques 

telles que le statut d’acclimatation, l’intensité d’exercice ou le niveau de stress thermique qui 

vont influencer le métabolisme énergétique musculaire. L’exposition à la chaleur va perturber 

la contribution relative des filières aérobie et anaérobie ainsi que la disponibilité et l’utilisation 

des substrats (Fink, Costill et al. 1975, King, Costill et al. 1985, Febbraio, Snow et al. 1994). 

L’objet de ces rappels est de synthétiser les connaissances et controverses actuelles concernant 

l’effet aigu de la chaleur sur le métabolisme musculaire.  

1. Métabolisme glucidique

Si l’altération du métabolisme glucidique à la chaleur est connue depuis longtemps (Fink, 

Costill et al. 1975, Febbraio 2001), certaines observations contradictoires interrogent sur les 

mécanismes encore inconnus et les conséquences sur la performance. 

a. La glycémie

Augmentation de la glycémie par la chaleur. Lors de l’exposition passive à la chaleur, la 

glycémie augmenterait (Akanji, Bruce et al. 1987, Frayn, Whyte et al. 1989, Akanji and Oputa 

1991, Schmidt, Matos et al. 1994, Moses, Patterson et al. 1997). Cependant l’interprétation de 

cette hyperglycémie à la chaleur comme altération du métabolisme glucidique fait l’objet de 

controverses. L’effet d’une exposition passive à la chaleur (35 vs 23 °C) sur la glycémie 

veineuse a été mesuré en prenant en compte les variations du débit sanguin cutané, qui 
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augmente par l’ouverture de shunts artério-veineux du fait de la réponse thermorégulatrice. 

L’augmentation de la glycémie apparait corrélée à la vasodilatation cutanée, du fait d’une 

artérialisation du sang veineux (Frayn, Whyte et al. 1989). Ainsi, les auteurs concluaient à une 

altération apparente de la tolérance au glucose par l’exposition aiguë à la chaleur. 

Stimulation de la glycogénolyse hépatique. Néanmoins, plusieurs observations plaident pour 

un impact spécifique de la chaleur aiguë sur le métabolisme du glucose, avec notamment une 

augmentation de la libération hépatique de glucose (Hargreaves, Angus et al. 1996). 

L’hyperglycémie à l’exercice à la chaleur serait donc, au moins en partie, le résultat d’un effet 

sur la régulation hépatique et non due au seul effet « mécanique » de diminution de la différence 

artérioveineuse en glucose consécutive à l’ouverture de shunts. D’autre part, une augmentation 

de l’insulinémie est également observée, au repos, à l’exposition passive à la chaleur (Akanji, 

Bruce et al. 1987, Frayn, Whyte et al. 1989, Akanji and Oputa 1991, Schmidt, Matos et al. 1994, 

Moses, Patterson et al. 1997). L’exposition à la chaleur induit une élévation de la glycémie et 

de l’insulinémie post-ingesta (repas ou hyperglycémie provoquée par voie orale) au repos 

(Faure, Charlot et al. 2016), traduisant une certaine intolérance au glucose induite par la chaleur. 

De plus, malgré les effets insulino-sensibilisants de l’exercice, la chaleur induit une 

augmentation de la glycémie post-ingesta après exercice par rapport à la situation témoin. Le 

stress aigu chaud apparait comme un stress métabolique puissant capable de contrecarrer les 

effets métaboliques propres de l’exercice.  

Chaleur et charge glycémique. La possibilité d’une hyperglycémie induite par le stress 

thermique chaud pose la question des conditions de réalisation des tests diagnostiques de 

dysrégulation de la glycémie. Ainsi, une surestimation des cas d’intolérance au glucose est 

possible si les tests sont réalisés en ambiance chaude. Une étude a notamment retrouvé, chez 

certains sujets sains, une diminution de la tolérance à l’hyperglycémie provoquée par voie orale 

(HGPO) atteignant les critères d’intolérance au glucose lorsque le test était réalisé à 33°C 

(Akanji and Oputa 1991). Inversement, la vie sous les climats chauds pourrait accroitre le risque 

de pathologie de la régulation du métabolisme glucidique s’il existe bien une insulino-résistance 

induite par la chaleur comme le suggèrent les études citées précédemment. Il est d’ailleurs 

troublant de retrouver un taux d’incidence du diabète augmenté dans les populations tropicales, 

sans néanmoins préjuger de l’importance relative de l’habitus et des conditions 

environnementales.  

Si ces variations systémiques de l’homéostasie glycémique induites par la chaleur sont assez 

bien établies tant au repos qu’à l’exercice, les mécanismes sous-jacents sont imparfaitement 
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connus. S’il semble exister une participation hépatique à ces observations (Hargreaves, Angus 

et al. 1996, Gerich, Meyer et al. 2001), le rôle du muscle, organe le plus consommateur de 

glucose par sa masse, dans cet équilibre est incontournable.  

b. Utilisation du glucose par le muscle exposé à la chaleur

Il convient ici de distinguer l’origine du glucose utilisé par le muscle qui peut trouver son 

origine dans la circulation sanguine ou dans les stocks de glycogènes intramusculaire. Les effets 

de la chaleur sur l’utilisation du glucose circulant par le muscle sont très débattus. Certaines 

études montrent une augmentation de la consommation du glucose sanguin par le muscle 

(Koshinaka, Kawamoto et al. 2013) alors que d’autres attribuent l’élévation de glycémie lors 

d’un exercie à la chaleur à une élévation du taux d’apparition du glucose sans variation du taux 

de disparition et donc de captation par le muscle (Hargreaves, Angus et al. 1996, Koshinaka, 

Kawamoto et al. 2013)  

Augmentation de l’utilisation du glycogène musculaire. Quoiqu’il en soit concernant la 

captation du glucose circulant, les études portants sur l’utilisation des réserves glucidiques 

intramusculaires lors d’exercices à la chaleur sont plus nombreuses. Il est communément admis 

que l’hyperthermie induit une augmentation de l’utilisation des réserves glucidiques 

intramusculaires lors d’exercices prolongés (Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, Snow et al. 

1994, Hargreaves, Angus et al. 1996, Starkie, Hargreaves et al. 1999). Plusieurs études ont 

montré que l’augmentation de l’utilisation du glycogène musculaire induite par la chaleur était 

atténuée lorsque l’augmentation de la température profonde était elle-même limitée par diverses 

contre-mesures telles que l’acclimatation (King, Costill et al. 1985, Young, Sawka et al. 1985, 

Kirwan, Costill et al. 1987, Febbraio, Snow et al. 1994), l’hydratation (Hargreaves, Dillo et al. 

1996, Gonzalez-Alonso, Calbet et al. 1999), la baisse de la température ambiante (Febbraio, 

Snow et al. 1996, Parkin, Carey et al. 1999), ou le refroidissement (Kozlowski, Brzezinska et 

al. 1985, Lemmer 2000). De nombreuses études suggèrent donc que l’exposition aiguë à la 

chaleur a des effets sur le métabolisme glucidique musculaire dépendantes de l’augmentation 

de la température profonde et/ou musculaire.  

Pas d’effet de la chaleur si le stress thermique est insuffisant. Néanmoins certaines études 

n’ont pas retrouvé d’augmentation de l’utilisation du glycogène lors d’un exercice à la chaleur. 

Yaspelkis n’a pas retrouvé d’effet de la chaleur sur la glycogénolyse malgré une différence de 

température d’exposition de 10°C entre les deux groupes. Cependant, les sujets de cette étude 

étaient acclimatés à la chaleur, et l’élévation de la température profonde de seulement 0,4°C 
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n’excédait pas l’amplitude des variations circadiennes au repos. De plus, la température 

musculaire n’étant pas connue, il est difficile de dire si l’absence de différence d’effet de la 

chaleur sur la glycogénolyse entre les deux groupes n’était pas liée à une absence d’élévation 

de la température musculaire dans le groupe réalisant l’exercice à la chaleur (Yaspelkis, Scroop 

et al. 1993). Il semble donc qu’une augmentation suffisante de la température musculaire soit 

un préalable important. En effet, l’exercice physique per se est connu pour induire une élévation 

de la température musculaire et une hyperthermie centrale. L’étude d’un stress thermique chaud 

surajouté implique de pouvoir induire une élévation de température suffisante pour mettre en 

évidence un effet de la chaleur exogène, distincte de l’hyperthermie d’exercice. 

L’intensité d’exercice peut également masquer l’effet propre de la chaleur sur l’utilisation du 

glycogène à l’exercice. En effet, plus l’effort est intense, plus le métabolisme énergétique 

repose sur l’utilisation du glycogène (Brooks and Mercier 1994). Ainsi dans l’étude de Maxwell 

(Maxwell, Gardner et al. 1999), les niveaux d’effort (115% �̇�O2max) ont induit un tel niveau de 

consommation d’énergie que l’effet surajouté de la chaleur sur les réserves en glycogène ne 

pouvait probablement pas être individualisé du fait d’un niveau d’utilisation déjà maximal dans 

la situation contrôle. 

Disponibilité en glycogène. Les stocks initiaux en glycogène ont pu aussi interférer avec les 

effets propres de la chaleur. Ainsi, Young ne retrouvait pas d’augmentation de la consommation 

en glycogène entre un exercice réalisé au chaud et un exercice réalisé au froid mais les stocks 

en glycogène avant exercice étaient différents entre les deux groupes(Young, Sawka et al. 

1995).  

Utilisation des glucides à la chaleur. L’utilisation accrue des glucides pose la question de leur 

devenir métabolique. Les glucides étant utilisés à la fois par les métabolismes aérobie et 

anaérobie, l’effet de la chaleur lors d’exercices sous-maximaux peut concerner ces deux filières. 

Plusieurs études montrent que l’augmentation de l’utilisation des CHO au cours d’un exercice 

réalisé à la chaleur s’accompagne d’une augmentation de la lactatémie (Febbraio, Snow et al. 

1994, Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, Carey et al. 1996, Hargreaves, Dillo et al. 1996, 

Parkin, Carey et al. 1999), ce qui pourrait être interprété comme une augmentation de la 

glycolyse anaérobie pour un exercice d’intensité donnée. Dans l’étude de Febbraio de 1996, la 

chaleur était appliquée localement sur le muscle, lors d’un exercice supramaximal 

(115%�̇�O2max) (Febbraio, Carey et al. 1996). Le but était d’analyser le rôle du métabolisme 

dans la survenue de la fatigue musculaire à la chaleur, et de discriminer l’effet propre de la 
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température. Les auteurs ont ainsi montré une augmentation de la lactatémie en parallèle de la 

diminution du glycogène dans le muscle localement chauffé. Cependant la lactatémie est la 

résultante d’une part de la production et de l’élimination musculaires du lactate, et d’autre part 

de son prélèvement par d’autres tissus. La constatation d’une lactatémie augmentée à la chaleur 

ne signifie pas formellement que le muscle actif est le lieu d’un métabolisme anaérobie 

augmenté. La preuve que le métabolisme anaérobie a davantage été mis à contribution ne peut 

être apportée que si l’augmentation de production locale de lactate est mise en évidence. Un 

argument en faveur de cette hypothèse s’appuie sur le dosage des adénosine phosphates (AdN 

= ATP+ADP+AMP encore appelé pool nucléotidique) et de la phosphocréatine (PCr). Or une 

diminution du pool nucléotidique était observée lors de l’exercice, qu’il soit sous-maximal 

(Febbraio, Snow et al. 1994) ou intense (Febbraio, Carey et al. 1996). De manière concordante, 

cette dégradation accrue des phosphates à haute énergie, associée à l’augmentation de la 

glycogénolyse et de la lactatémie forment un faisceau d’arguments en faveur d’une 

augmentation du métabolisme anaérobie, et de la glycolyse lors d’un exercice à la chaleur.  

Augmentation de la lactatémie controversée. L’effet de la chaleur sur l’augmentation de la 

glycogénolyse musculaire et l’activation du métabolisme anaérobie lors de l’exercice à 

la chaleur demeurent néanmoins controversés, certaines études ne retrouvant pas un tel effet 

(Young, Sawka et al. 1985, Nielsen, Savard et al. 1990, Yaspelkis, Scroop et al. 1993, Young, 

Sawka et al. 1995, Maxwell, Gardner et al. 1999). Ainsi, une accumulation intramusculaire 

de lactates est mise en évidence de façon plus importante chez des sujets ayant réalisé un 

exercice sous-maximal à la chaleur, mais en l’absence d’augmentation de la 

glycogénolyse musculaire (Young, Sawka et al. 1985), tandis que l’augmentation de 

la lactatémie n’est pas systématiquement retrouvée au niveau du muscle actif (Nielsen, 

Savard et al. 1990). Plusieurs hypothèses peuvent être discutées concernant les discordances 

de résultats de lactatémie. La balance circulatoire à l’exercice à la chaleur et la redistribution 

d’une partie du débit sanguin vers la peau a pu modifier la capacité d’élimination des lactates 

avec notamment une possible diminution du débit circulatoire splanchnique et surtout la 

capacité d’efflux du muscle secondaire à la diminution du débit sanguin musculaire.  
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Malgré les controverses, l’analyse de la littérature suggère que l’exposition aiguë à la 
chaleur augmente la dépendance du métabolisme énergétique aux CHO et notamment 

aux dépens des stocks glycogéniques intramusculaire et que celle-ci  repose au moins en 

partie sur une augmentation de la contribution de la glycolyse à l’exercice. De plus, malgré 

cette dépendance accrue aux CHO, la vitesse de disparition dans le sang du glucose 

marqué demeure stable. Le muscle n’augmente donc pas sa vitesse d’absorption du 

glucose sanguin par rapport à l’exercice en neutralité thermique. Dans le contexte 
d’hyperglycémie induite par la chaleur évoquée précédemment, ce résultat est cohérent 

avec l’hypothèse de l’augmentation de la production hépatique de glucose avancée par 
certains auteurs. 

Indépendamment de ces effets sur le métabolisme anaérobie, plusieurs études ont montré une 

augmentation du quotient respiratoire (QR) à l’exercice à la chaleur suggérant que les glucides 

pourraient être davantage oxydés lors d’un exercice réalisé à la chaleur plutôt qu’en ambiance 

thermique neutre (Young, Sawka et al. 1985, Dolny and Lemon 1988, Febbraio, Snow et al. 

1994, Febbraio, Snow et al. 1994, Hargreaves, Angus et al. 1996). En couplant la méthode de 

mesures des échanges gazeux à celle du glucose marqué, Hargreaves montre que 

l’augmentation du QR observée reflète une augmentation de l’oxydation des glucides de 33 

µmol.kg-1.min-1 (234 ± 12 vs 201± 8 µmol.kg-1.min-1 ) lorsque l’exercice est réalisé à la chaleur 

(40°C) comparativement à un exercice de même intensité réalisé à 20°C (Hargreaves, Angus et 

al. 1996). 

2. Balance glucido-lipidique

Les effets de la chaleur sur l’utilisation des CHO interrogent sur la contribution relative d’une 

part des filières anaérobie et aérobie, d’autre part de la participation des deux principaux 

substrats énergétiques oxydés (glucides et lipides) à l’exercice, CHO et lipides, dans la 

fourniture en énergie. Alors que de nombreuses études se sont intéressées aux effets de la 

chaleur sur le métabolisme des glucides à l’exercice, d’une manière générale, peu d’études se 

sont réellement intéressées aux conséquences de la chaleur sur l’utilisation des lipides à 

l’exercice. La contribution des acides gras est généralement envisagée sous l’angle de la balance 

des substrats et donc par déduction. Les auteurs supposent une moindre contribution des acides 

gras au regard de l’utilisation accrue des CHO. 
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Une moindre contribution des lipides. Quelques études suggèrent néanmoins une moindre 

contribution des lipides dans la fourniture d’énergie à la chaleur mais ne permettent pas 

d’objectiver une altération de l’oxydation des acides gras à l’exercice à la chaleur. 

Historiquement, l’expérience de Fink observait que l’utilisation des triglycérides intra-

musculaires était réduite à 41°C. Néanmoins, elle comparait deux situations cardinales, froid et 

chaud, sans témoin « tempéré ». D’autres études, depuis, ont également montré une moindre 

utilisation des lipides à la chaleur (Young, Sawka et al. 1985, Dolny and Lemon 1988, Febbraio, 

Snow et al. 1994, Febbraio, Snow et al. 1994, Hargreaves, Angus et al. 1996, Febbraio 2000). 

De plus, une étude récente suggère qu’à la chaleur la vitesse d’oxydation des lipides serait 

maximale pour des intensités très faibles d’exercice. Ainsi, la classique courbe en cloche 

représentant le débit d’oxydation des acides gras en fonction de l’intensité d’exercice ne serait 

pas transposable à la chaleur. Le niveau d’oxydation des lipides étant déjà quasiment maximal 

dès les faibles intensités, il ne ferait que diminuer avec l’intensité d’exercice (Gagnon, Perrier 

et al. 2019). Outre les différences de méthodologie entre ces études, l’ensemble de ces résultats 

sont basés sur l’interprétation métabolique du QR. Ces mesures par calorimétrie indirecte 

nécessitent de vérifier une parfaite stabilité ventilatoire et de pH sanguin dans les deux 

situations d’exercice. Or lors d’une exposition passive à la chaleur, une hyperventilation est 

classiquement reportée qui peut générer des biais d’interprétation importants (Pilch, Szygula et 

al. 2010). L’intensité d’exercice et le stress thermique différents peuvent également expliquer 

les divergences de résultats. Les valeurs de température profonde en fin d’exercice à la chaleur 

étaient de 40,7°C pour Febbraio et 39°C pour O’Hearn. De plus, l’expérience de O’Hearn se 

distingue par une phase d’exposition passive à la chaleur de 120 min précédent l’exercice. Cette 

exposition passive préalable, si elle n’induit pas d’hyperthermie importante, peut avoir modifié 

le métabolisme lipidique, comme le suggère l’augmentation des AG libres circulants qui s’est 

prolongée à l’exercice. Ainsi cette augmentation des AG circulants peut avoir modifié le niveau 

d’oxydation des lipides à l’exercice en augmentant la disponibilité des AG indépendamment de 

la température d’exercice. Ainsi, l’augmentation d’utilisation des CHO et la diminution 

d’oxydation des lipides classiquement suggérée en miroir dans certaines autres études ont pu 

être masquées par cette disponibilité accrue des AG, d’autant plus que l’intensité d’exercice 

était modérée, inférieure à d’autres études (50%VO2max vs 70%VO2max) (Febbraio, Snow et 

al. 1994, Febbraio, Snow et al. 1994). En effet, l’effet de la chaleur sur le métabolisme 

énergétique semble varier selon l’intensité d’exercice. Une étude récente a montré que pour des 

exercices d’intensité modérée (52 à 55% de la puissance maximale aérobie), il n’existait pas de 

différence de contribution entre les CHO et les AG) (Maunder, Plews et al. 2019).  
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Disponibilité en acides gras. Une autre approche que celle du QR consiste à comparer les 

concentrations circulantes en acides gras. Plusieurs études n’ont pas retrouvé d’effet de la 

chaleur sur les AG circulants (Fink, Costill et al. 1975, Nielsen, Savard et al. 1990, Yaspelkis, 

Scroop et al. 1993, Gonzalez-Alonso, Calbet et al. 1999). Cependant, certaines observations ont 

pu montrer qu’une exposition aiguë passive à la chaleur pouvait induire une augmentation des 

acides gras libres circulants (AG non-estérifiés AGNE)(Eddy, Sparks et al. 1976, Yamamoto, 

Zheng et al. 2003, O'Hearn, Tingelstad et al. 2016). Une étude récente a comparé l’effet d’une 

exposition passive à la chaleur (42°C) à une ambiance thermique neutre (23°C) sur les 

concentrations sanguines en lipides, le niveau d’utilisation en CHO et lipides en calorimétrie 

indirecte, au cours d’un exercice sous-maximal réalisé à 42 ou 23°C (50% VO2max) (O'Hearn, 

Tingelstad et al. 2016). Au repos, les auteurs observent une augmentation des AG circulants à 

la chaleur qui perdure à l’exercice à la chaleur, contrairement à d’autres études citées 

précédemment (Fink, Costill et al. 1975, Nielsen, Savard et al. 1990, Gregson, Drust et al. 2002, 

Jentjens, Wagenmakers et al. 2002). La disponibilité en acides gras ne semble donc pas un 

facteur limitant même si l’interprétation d’une concentration plasmatique doit être faite avec 

prudence en gardant à l’esprit qu’il s’agit d’un secteur d’équilibre entre production et utilisation 

des substrats. Ainsi, l’augmentation importante des AG libres circulants observée dans les 

conditions d’exposition à la chaleur peut être due à une augmentation de la lipolyse, stimulée 

par le contexte catécholaminergique (Galster, Clutter et al. 1981, Powers, Howley et al. 1982, 

Iguchi, Littmann et al. 2012), mais également à une moindre utilisation périphérique des lipides 

circulants par rapport aux triglycérides intramusculaires.  

En résumé l’effet du stress thermique chaud aigu peut être considéré comme un facteur 
décalant le point de croisement glucido-lipidique vers une plus grande utilisation des 

glucides, mais sans que le métabolisme lipidique à la chaleur n’ait véritablement été 
exploré notamment dans ces étapes d’oxydation mitochondriales. Il existe plusieurs biais 

à l’interprétation des résultats disponibles et acquis par des techniques non invasives de 
physiologie intégrée ne permettant qu’une évaluation indirecte de l’oxydation des 

substrats. 

Quelles que soient les discordances de données concernant le métabolisme lipidique, 

l’augmentation de le concentration sanguine en acides gras liée à une stimulation 

catécholaminergique ne semble pas s’accompagner des effets attendus sur l’oxydation des 
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lipides et pose la question d’une altération de leur utilisation par le muscle lors de l’exposition 

à la chaleur. Ainsi la chaleur pourrait exercer des effets propres sur le fonctionnement 

mitochondrial et altérer la phosphorylation oxydative. 

3. Effets de la chaleur sur la mitochondrie

Augmentation de la consommation en O2. Binzoni montre une augmentation de la 

consommation musculaire en O2 avec la température (Binzoni, Ngo et al. 2002). Cependant, la 

consommation en O2 est une mesure d’aval. Son augmentation pourrait aussi bien traduire une 

augmentation de la synthèse d’ATP pour répondre à un besoin accru qu’une diminution du 

rendement (consomme plus d’O2 pour produire autant d’ATP). Ainsi, Bottinelli (Bottinelli, 

Canepari et al. 1996) montrait qu’une augmentation de température induisait un coût 

énergétique accru de la force produite (sur fibres musculaires isolées) et donc de la 

consommation en O2. Un mécanisme possible de cette augmentation pourrait être dû à une 

accélération du métabolisme par effet Q10 (effet coefficient de la température) (Kampmann 

and Bröde 2015). Ce concept traduit le fait, que dans certains processus physiologiques, 

l’augmentation de 10°C induit une augmentation de l’activité enzymatique d’un coefficient 2 à 

3. Cependant, une étude ancienne a aussi montré que le ratio ADP/O diminuait de manière

linéaire avec l’augmentation de la température (Brooks, Hittelman et al. 1971). 

Température de fonctionnement de la mitochondrie. A ce jour, la température maximale 

préservant un fonctionnement normal de la mitochondrie n’est pas connue. Dans leur 

environnement naturel et en fonctionnement maximal, la température des mitochondries 

pourrait atteindre 50°C ; c’est le résultat original récemment apporté par Chrétien & al. 

(Chrétien, Bénit et al. 2018) qui révolutionnerait notre connaissance de la physiologie 

mitochondriale si ces résultats étaient confirmés. Habituellement, les températures fixées pour 

l’étude de la fonctionnalité mitochondriale sont choisies d’après des températures tissulaires 

estimées. Ainsi, la température musculaire est la résultante de la production thermique 

contractile, de l’activité des mitochondries et des échanges avec le milieu intérieur. En 

physiologie, il demeure que les données actuellement disponibles sur le fonctionnement 

mitochondrial musculaire ont été obtenues pour des températures expérimentales situées entre 

37 et 42°C, donc bien inférieures à 50°C.  

Altération du fonctionnement par la chaleur. Certaines études suggèrent qu’une élévation 

de la température, bien inférieure à 50°C, induirait des altérations du fonctionnement 

mitochondrial. Des dommages fonctionnels et structuraux liés à la chaleur sont retrouvés pour 
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de nombreux organismes différant par leur stade d’évolution : levure (Davidson and Schiestl 

2001), bivalves (Heise 2003) ou rat(Qian, Song et al. 2004), à des températures élevées mais 

présentes dans le vivant (Yeh 1997, Chien 2000). L’étude de Qian s’intéressait aux effets de la 

chaleur sur le métabolisme mitochondrial de cardiomyocytes. Différents degrés d’hyperthermie 

ont été induits chez des rats (de 39 à 42°C). Ont été étudiés la respiration mitochondriale (à 

37°C) et le métabolisme calcique (contenu cellulaire et mitochondrial en Ca2+, activité Ca2+-

ATPase). Dès 39°C, la diminution du respiratory control ratio (RCR= rapport des vitesses de 

respiration mitochondriale en conditions phosphorylantes (Vmax) et non-phosphorylantes (V0) 

et P/O (rapport entre la concentration en ADP et la consommation en O2) traduisait une 

altération de l’efficience de la phosphorylation oxydative. Pour des températures profondes 

supérieures à 40°C (41 et 42°C), l’étude retrouvait une altération fonctionnelle reposant sur des 

lésions structurelles (libération de cytochrome C) et des phénomènes d’apoptose (dérégulation 

de calcicytie, ouverture du pore de transition de perméabilité membranaire (MPTP), activation 

des caspases, surexpression de Bcl-2) dont on sait que la mitochondrie peut en initier le 

déclenchement (Green and Reed 1998, Mignotte and Vayssiere 1998). Dans cette étude, les 

auteurs reliaient ces lésions à une dysrégulation du Ca2+ et à l’ouverture du MPTP. Cette 

protéine canal est une étape clé de la destruction cellulaire, responsable d’une fuite de Ca2+, de 

perte du potentiel membranaire et d’une production d’espèces radicalaires de l’oxygène (ERO). 

Cette étude montrait qu’une hyperthermie, physiologique car correspondant à des valeurs de 

température retrouvées dans un muscle en activité, pouvait induire des lésions mitochondriales 

structurelles et fonctionnelles. Dans une étude récente conduite sur des mitochondries isolées 

d’hépatocytes, Zukiene retrouve des résultats assez semblables à ceux de Qian. Pour des 

hyperthermies inférieures à 41°C, le fonctionnement mitochondrial était relativement préservé 

avec une conservation du potentiel de membrane. Au-delà, il existait une altération 

progressivement croissante de la phosphorylation oxydative avec la température avec un 

effondrement du potentiel de membrane. Ces altérations étaient partiellement réversibles 

jusqu’à 45°C. 

a. Chaleur et espèces radicalaires de l’oxygène 

La mitochondrie est le lieu de la réduction de l’oxygène. Les espèces radicalaires de l’oxygène 

(ERO) sont des produits de ce métabolisme de l’oxygène. En petite concentration, ces 

molécules constituent des éléments de signalisation pour la cellule, importants pour les phases 

d’adaptation. Une augmentation incontrôlée des ERO va induire un stress oxydatif se 
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caractérisant par des effets délétères nombreux du fait de la grande réactivité des espèces 

radicalaires. (Fig.15) 

Augmentation des ERO à la chaleur. Plusieurs études suggèrent, en effet, que la chaleur 

induirait une production de ERO responsable d’un stress oxydatif (Mujahid, Akiba et al. 2007, 

Kikusato, Ramsey et al. 2010, Kikusato and Toyomizu 2013, Montilla, Johnson et al. 2014, 

Kikusato, Yoshida et al. 2015). Kikusato a comparé, chez des oiseaux, l’effet d’une exposition 

aiguë in vivo à 2 températures, 24 et 34°C, sur le métabolisme de mitochondries isolées à partir 

de muscles oxydatifs Pectoralis superficialis (Kikusato, Ramsey et al. 2010, Kikusato and 

Toyomizu 2013). Il a ainsi montré que le stress thermique chaud avait induit une augmentation 

de production des ERO en conditions non-phosphorylantes. Ceci exclue la responsabilité d’un 

défaut de couplage. L’effet de la chaleur sur la production d’ERO est liée à une augmentation 

de la vitesse d’oxydation générant un potentiel de membrane plus important. L’étude de 

Montilla (Montilla, Johnson et al. 2014), qui s’est intéressée à des muscles squelettiques chez 

le cochon conforte un lien entre production d’ERO à la chaleur et potentiel oxydatif. Ainsi, les 

animaux ont été soumis à un stress thermique chaud aigu (20°C 35-50% HR vs 35°C 20-35% 

HR). Les muscles ensuite prélevés ont été étudiés en séparant fibres rouges (oxydatives) et 

blanches (glycolytiques) afin de préciser le rôle du potentiel oxydatif. Le stress thermique a 

induit un stress oxydatif responsable de lésions uniquement dans les muscles oxydatifs.  

Mitochondrie lieu de production d’ERO. La production d’ERO peut avoir différentes 

origines. La production sélective d’ERO dans les fibres oxydatives et la mise en évidence de 

l’implication de la Mn SOD (située dans la mitochondrie) orientaient vers une origine 

mitochondriale de ce stress oxydatif. Plusieurs études viennent renforcer cette origine 

mitochondriale du stress oxydatif à la chaleur. Ces études ont montré une production d’anions 

superoxydes qui sont générés par la chaine de transport d’électrons et son accepteur final, l’O2 

(Mujahid, Sato et al. 2006, Mujahid, Akiba et al. 2007), eux-mêmes générant le peroxyde 

d’hydrogène (H2O2) ou le radical Hydroxyl (OH-). La chaine de transport d’électrons et les 4 

principales enzymes qui la composent, sont un lieu propice pour la réduction d’O2 en 

superoxyde catalysée par la présence des couples à fort potentiel redox. Les complexes I et III 

sont classiquement connus pour en être les principaux contributeurs (McLennan and Degli 

Esposti 2000, Genova, Pich et al. 2003, Gredilla, Phaneuf et al. 2004, Lenaz, Baracca et al. 

2006). La production d’ERO induit donc un dysfonctionnement de la CRM (Downs and 

Heckathorn 1998, Monti, Supino et al. 2001, Zhao, Fujiwara et al. 2006). 
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Des arguments pour l’induction d’un stress oxydatif. D’autres arguments peuvent encore 

étayer l’induction par la chaleur d’un stress oxydatif mitochondrial comme la peroxydation 

lipidique ou l’oxydation protéique. Les acides gras polyinsaturés de la membrane 

mitochondriale sont notamment une cible privilégiée de ces espèces avec la production de 

malone-dialdéhyde (MDA) (Sakamoto, Tsukamoto et al. 2003, Winger, Millar et al. 2005, 

Mujahid, Pumford et al. 2007). S’ensuivent des dysfonctionnements bioénergétiques mais 

également l’amplification de ce stress oxydatif, la peroxydation de la membrane mitochondriale 

représentant une autre source de radicaux libres (Girotti 1998, Agarwal and Prabakaran 2005). 

Ces ERO sont également impliqués dans la dénaturation des protéines induite par la chaleur 

(Mujahid, Pumford et al. 2007). Parmi les multiples protéines ciblées, le complexe de la 

pyruvate déshydrogénase, les sous-unités de l’ATP synthase ou les enzymes du cycle de Krebs 

sont des étapes clés dans les dommages induits par la chaleur médiés par les ERO (Rhoads, 

Umbach et al. 2006). L’ADN est également une cible bien connue des ERO mais un éventuel 

lien avec l’exposition à la chaleur reste à préciser. Plusieurs études ont montré des dommages 

par la chaleur concernant l’ADN mitochondrial (ADNmt) avec des mutations impliquant des 

dysfonctions de la CRM aggravant la production d’ERO (Melegh, Bock et al. 1996, Yakes and 

Van Houten 1997). Au total, les ERO induites par la chaleur sont susceptibles d’altérer le 

fonctionnement mitochondrial tant au niveau du cycle de Krebs, que de la CRM ou de 

l’ATP synthase (Figure 15). 

La chaleur pourrait diminuer la production d’ERO via des protéines découplantes. 

Cependant, des travaux récents montrent une diminution de la production d’ERO avec 

l’augmentation de la température médiée par les protéines découplantes (UCP). Ces protéines 

découplantes ont pour propriété de détourner le gradient électrochimique produit par la CRM 

de la production d’ATP. Ainsi, le gradient de protons produit par la chaine de transfert 

d’électrons est « court-circuité » par ces canaux et dissipé sous forme de chaleur (Palmieri 

1994). Initialement découvertes dans le tissu adipeux brun grâce à leurs propriétés de 

thermogenèse, elles ont été, depuis, identifiées dans de nombreux tissus, dont le muscle pour 

UCP 3 (Boss, Samec et al. 1997, Acin, Rodriguez et al. 1999). Ces protéines interviennent dans 

plusieurs voies comme la thermogenèse ou la régulation de l’utilisation des lipides dans la 

fourniture en énergie (Adams 2000, Boss, Hagen et al. 2000, Dulloo and Samec 2001, 

Criscuolo, Gonzalez-Barroso Mdel et al. 2005) mais pourraient aussi jouer un rôle dans la 

réponse au stress oxydatif (Papa and Skulachev 1997, Brand 2000, Casteilla, Rigoulet et al. 

2001, Echtay, Esteves et al. 2003) (Figure 16). Kikusato (Kikusato and Toyomizu 2013) a 
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étudié le contenu protéique en UCP aviaire (avUCP) au sein de son modèle de stress oxydatif 

induit par stress thermique. Il a ainsi montré une baisse du contenu en UCP à la chaleur. 

L’augmentation des ERO constatée à la chaleur pourrait en partie s’expliquer, dès lors, par une 

diminution de fuites protoniques que la chaleur induirait par un contenu moindre en UCP. Cette 

hypothèse a également été proposée par (Mujahid, Sato et al. 2006).  

 

Figure 15. Espèces radicalaires de l’oxygène. Processus oxydatifs lésionnels (en rouge) et mécanismes 
protecteurs du stress oxydatif (en bleu). L’apparition d’un stress va induire la production d’espèces radicalaires de 
l’oxygène (ERO) par les mitochondries notamment. La production initiale d’anion superoxyde (02 ̇

-) induit la 
production d’autres espèces réactives. Le dépassement de ces systèmes aboutit à un cercle vicieux qui augmente 
la production des ERO et aboutit au dysfonctionnement, voire la mort cellulaire (Servais, Couturier et al. 2003). 
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Figure 16. Rôle d’UCP dans le stress oxydatif. L’oxydation des substrats par la chaine respiratoire 
mitochondriale produit un gradient de protons (1) qui s’oppose à ce mouvement de protons généré par la chaîne 
respiratoire mitochondriale (CRM). Quand ce gradient devient trop élevé, les électrons sont bloqués dans la chaîne 
respiratoire (2) et certains peuvent réagir avec l’oxygène moléculaire pour former l’ion superoxyde (02 ̇

-) (3). Cet 
ion superoxyde interagit avec UCP et augmente le transport de protons par l’UCP. Le retour de protons diminue 
le gradient électrochimique et débloque la CRM. La reprise de la circulation des électrons diminue le stress 
oxydatif, au prix d’une perte d’énergie dissipée par UCP (sous forme de chaleur?) Ce phénomène se produit 
lorsque la mitochondrie n’est pas recrutée pour produire de l’ATP. Si une production d’ATP a lieu, elle se produit 
avec un potentiel électrochimique plus bas, de l’ordre de 130-150 mV. D’après (Ricquier, Miroux et al. 2002)  

Il est difficile de conclure quant aux résultats contradictoires sur la question des ERO à la 

chaleur. Si le rôle délétère du stress oxydatif n’est plus à démontrer, les effets de la chaleur sur 

la production d’ERO sont encore controversés. En corollaire, les moyens anti-oxydants semble 

participer à la thermosensibilité de la mitochondrie. Ainsi, la diminution de la concentration en 

MnSOD (Omar, Yano et al. 1987) altère, alors que sa surexpression améliore la résistance à la 

chaleur (Li and Oberley 1997, Kuninaka, Ichinose et al. 2000, El-Orabi, Rogers et al. 2011). 

Plusieurs travaux ont ainsi montré que la chaleur pouvait altérer le pouvoir antioxydant de la 

SOD (Moriyama-Gonda, Igawa et al. 2002, Yang and Lin 2002, Morrison, Coleman et al. 

2005). La déplétion en glutathion a également pu augmenter la sensibilité à l’hyperthermie 

(Shrieve, Li et al. 1986).  

b. Thermosensibilité mitochondriale

La sensibilité à la chaleur diffère selon les complexes de la chaine respiratoire. Des données 

de la littérature suggèrent une thermosensibilité variable des complexes de la CRM (Downs and 

Heckathorn 1998). Une étude, réalisée sur des mitochondries de levure, a observé des 
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différences d’effet de la chaleur (30 vs 42°C) sur la production d’ERO par les complexes de la 

CRM (Davidson and Schiestl 2001). Cette étude nous apprend que, possiblement, la 

contribution des complexes dans la production d’ERO par la CRM sous l’effet de la chaleur 

diffère. En outre, si nous nous référons à la température de dénaturation des complexes, il existe 

des différences entre complexes (CIII 64°C, CIV : 63°C Cytochrome C 80°C et ATP synthase 

60°C) qui démontrent, cependant, une certaine résistance (Gwak, Yu et al. 1985, Rigell and 

Freire 1987, Wang, Freire et al. 1993, Arrondo, Castresana et al. 1994, Shi, Takamizawa et al. 

2008). Dans une autre étude, une diminution du potentiel de membrane induite par la chaleur 

entraînait une altération spécifique de l’utilisation du glutamate dont le métabolisme sollicite le 

complexe I de la CRM(Silkuniene, Zukiene et al. 2018). 

La réponse mitochondriale à la chaleur est influencée par l’âge. L’âge peut influencer la 

réponse mitochondriale à la chaleur (Slimen, Najar et al. 2014). Certaines études ont montré 

une altération liée à l’âge des capacités oxydatives mitochondriales du muscle squelettique en 

lien avec une altération de la CRM (Trounce, Byrne et al. 1989, Conley, Esselman et al. 2000, 

Hagen, Krause et al. 2004). Une étude sur hépatocytes de rats a montré que les sujets âgés 

présentaient une susceptibilité aux lésions induites par la chaleur. La plus grande sévérité des 

lésions était en lien avec une altération des capacités de réparation mitochondriale. En effet, les 

systèmes anti-oxydants cytosoliques pourraient rendre compte d’une part de la variabilité de la 

réponse mitochondriale à la chaleur observée. (Haak, Buettner et al. 2009). La balance 

oxydative entre production et neutralisation des ERO pourrait participer à la thermosensibilité 

mitochondriale.  

La réponse mitochondriale à la chaleur pourrait également dépendre du genre. Il existe 

un dimorphisme sexuel de la fonction mitochondriale (biogenèse, flux du calcium) dans des 

tissus comme le foie ou le cœur (Justo, Boada et al. 2005, Chweih, Castilho et al. 2015). Les 

observations liées au sexe montrent que les mitochondries des femelles auraient une plus grande 

thermosensibilité, chez des animaux matures (post-puberté, 3-4mois) (Silkuniene, Zukiene et 

al. 2018).  
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Même si des températures intramitochondriales ont récemment été mesurées à plus de 50°C, il 

semble exister une certaine toxicité de la chaleur sur la fonction mitochondriale voire sur sa 

structure tout au moins pour des températures au-delà de 41°C. Pour des températures 

inférieures, les résultats sont plus débattus et il est souvent difficile de conclure tant les 

méthodes et conditions d’étude varient. Une altération du rendement mitochondrial est le plus 

communément retrouvée en réponse à la chaleur. Celui-ci pourrait être la conséquence d’une 

production de radicaux libres accrus et/ou liée à la présence de protéine découplante de type 

UCP. Le rôle propre de la chaleur en fonction de la nature du substrat oxydé par la mitochondrie 

n’a été que très peu étudié même si l’hypothèse d’une thermosensibilité variable des différents 

complexes de la CRM pourrait y participer. 

 

4. Hypothèses mécanistiques des perturbations induites par la 
chaleur 

Dans la réponse du métabolisme énergétique à l’exposition aiguë à la chaleur, deux 

composantes peuvent être distinguées : la stimulation catécholaminergique et l’effet direct de 

la température sur le muscle.  

a. Mécanisme catécholaminergique 

L’adrénaline stimule la glycogénolyse musculaire. L’exercice est connu pour induire une 

augmentation de la concentration sanguine en adrénaline. Cette sécrétion d’adrénaline à 

l’exercice est augmentée par la chaleur (Galbo, Houston et al. 1979, Febbraio, Snow et al. 1994, 

Febbraio, Snow et al. 1996, Hargreaves, Angus et al. 1996, Hargreaves, Dillo et al. 1996, 

Gonzalez-Alonso, Calbet et al. 1999, Parkin, Carey et al. 1999) et la déshydratation 

(Hargreaves, Dillo et al. 1996). Or l’un des effets de l’activation des récepteurs β-adrénergiques 

est de stimuler la glycogène phosphorylase. L’augmentation de l’adrénaline circulante induite 

par la chaleur devrait médier l’augmentation de l’utilisation des réserves musculaires en 

glycogène. Plusieurs études (Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, Snow et al. 1996, 

Hargreaves, Dillo et al. 1996, Gonzalez-Alonso, Mora-Rodriguez et al. 1997) ont permis de 

constater une concordance de réponse entre l’augmentation de la concentration d’adrénaline et 

celle de la glycogénolyse. Nous disposons de quelques études ayant montré l’effet de 

l’adrénaline sur le métabolisme des substrats, notamment chez l’animal. Ces études ont montré 

via l’injection d’adrénaline (Richter, Sonne et al. 1981, Richter, Ruderman et al. 1982, Issekutz 

1985) ou la neutralisation de son action par ablation des surrénales (Hashimoto, Knudson et al. 
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1982) ou utilisation de β-bloquants (Issekutz 1984), qu’elle permettait de stimuler la 

glycogénolyse. Néanmoins, la corrélation entre adrénaline et glycogénolyse n’est pas toujours 

retrouvée (Nielsen, Savard et al. 1990). La complexité des effets de l’adrénaline explique des 

observations controversées chez l’Homme. Si à doses supra-physiologiques, a été mis en 

évidence un effet de l’adrénaline sur la glycogénolyse (Jansson, Hjemdahl et al. 1986, Spriet, 

Ren et al. 1988), d’autres études n’ont pas montré d’augmentation de la glycogénolyse à la suite 

de l’administration de concentrations physiologiques d’adrénaline (Chesley, Hultman et al. 

1995, Wendling, Peters et al. 1996). L’effet de l’adrénaline a été étudié au cours d’un exercice 

sous-maximal à la chaleur. L’adrénaline a été administrée lors d’un exercice en normothermie 

(20°C) pour atteindre la concentration observée lors d’un exercice à la chaleur (40°C), c’est-à-

dire environ 2 fois la concentration d’adrénaline. Il a ainsi été observé une augmentation de la 

glycolyse, de l’utilisation du glycogène et de l’oxydation des CHO, mimant la réponse observée 

pour un même exercice réellement accompli à 40°C. Ainsi, la glycogénolyse musculaire à 

l’exercice réalisé à la chaleur parait bien médiée par l’adrénaline (Febbraio, Lambert et al. 

1998).  

L’adrénaline stimule la glycogénolyse hépatique. De plus, l’adrénaline serait également 

impliquée dans la production hépatique de glucose à l’exercice et à la chaleur. Chez l’animal, 

des observations suggèrent que l’adrénaline stimule la production hépatique de glucose 

(Richter, Sonne et al. 1981, Sonne, Mikines et al. 1985). De plus, l’injection d’adrénaline a 

permis d’augmenter cette production de glucose chez des individus entraînés en endurance ou 

surrénalectomisés (Howlett, Febbraio et al. 1999, Howlett, Galbo et al. 1999). Ainsi, les études 

in vivo suggèrent une augmentation de la production hépatique de glucose et de l’utilisation 

musculaire au moins en partie médiée par la réponse circulante adrénergique.  

Adrénaline et oxydation des glucides. L’exposition aiguë à la chaleur induirait une 

augmentation du QR à l’exercice, qui pourrait être médiée par l’adrénaline (Febbraio, Lambert 

et al. 1998). L’implication des catécholamines pose la question de leur mécanisme d’action. 

Cette augmentation de la concentration d’adrénaline pourrait activer la pyruvate 

déshydrogénase (Watt, Howlett et al. 2001).  

Au regard des études précédentes, le rôle de l’adrénaline dans la réponse du métabolisme 

lipidique à la chaleur demeure mal connu. Si l’adrénaline est connue pour être un puissant agent 

lipolytique, notamment par son action sur la lipase hormonosensible, son rôle particulier dans 

la mobilisation des acides gras n’a jamais été étudié au cours d’un exercice à la chaleur 

notamment au regard des peptides natriurétiques. A ce jour, il n’est pas possible d’imputer 
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l’élévation des AG plasmatiques lors d’un exercice à la chaleur à la sécrétion d’adrénaline plutôt 

qu’à une moindre utilisation par le muscle. 

 

b. Effet local de la température  

Plusieurs expérimentations ont été réalisées afin d’étudier l’effet de l’augmentation de la 

température locale, en s’affranchissant de l’augmentation de la température profonde. Febbraio 

a comparé l’effet local de deux températures musculaires sur l’utilisation des substrats au cours 

d’un exercice intense (115% �̇�O2max) ou sous-maximal (70% �̇�O2max) (Febbraio, Carey et al. 

1996, Starkie, Hargreaves et al. 1999). Pour cela, il a utilisé des manchons chauffants et 

refroidissants afin d’induire localement une augmentation de la température au niveau du 

muscle actif (quadriceps, en l’occurrence) sans modifier la température profonde. Il a pu 

montrer que le muscle chauffé utilisait davantage le glycogène, indépendamment d’une 

augmentation de la température centrale ou d’une stimulation catécholaminergique qu’une 

exposition générale à la chaleur aurait pu induire.  

Plusieurs hypothèses sont suggérées dans la littérature : soit une accélération du métabolisme 

par effet Q10 ou secondaire à une augmentation de la demande en ATP liée à la fonction 

contractile, soit une altération rendement mitochondrial que nous avons déjà évoqué dans le 

chapitre sur les effets mitochondriaux de la chaleur. 

Effet Q10  

L’augmentation de la température intramusculaire, per se, pourrait jouer un rôle sur l’activité 

d’enzymes-clé du métabolisme énergétique (Kozlowski, Brzezinska et al. 1985, Young 1990). 

Brooks a montré dans des mitochondries isolées incubées à différentes températures que 

l’élévation de température (de 25 à 37°C) augmentait la vitesse de respiration en conditions 

non-phosphorylantes et phosphorylantes (stades 4 et 3) (Brooks, Hittelman et al. 1971). Dans 

une autre étude de Brooks, la chronologie de décroissance de la VO2 suivait la décroissance des 

températures profonde et musculaire. Ainsi, une part de la VO2 mesurée en récupération, 

généralement utilisée pour étudier le métabolisme anaérobie, pourrait refléter un effet Q10 sur 

des réactions catalysées par les enzymes du métabolisme aérobie. 

Cet effet de la chaleur représente, classiquement, une augmentation de l’ordre de 2 à 3 fois 

l’activité enzymatique en réponse à une élévation de 10°C. Ainsi pour une augmentation de 2°C 

de la température musculaire, les activités enzymatiques augmentent de 20 à 30% environ. Les 
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preuves directes de cet effet de la température sont néanmoins peu nombreuses dans la 

littérature. Au cours de l’exercice modéré, l’augmentation locale de la température musculaire 

induit une augmentation de l’utilisation des réserves en glycogène (Starkie, Hargreaves et al. 

1999). Une augmentation de l’utilisation du glycogène était observée avec l’augmentation de 

la température musculaire mais indépendamment de la température profonde (restée stable) ou 

d’une altération du pool nucléotidique. En considérant la différence maximale de température 

(6,9°C) et la diminution des réserves en glycogène (-76%), l’effet de la chaleur sur le muscle 

parait s’inscrire dans la fourchette d’un effet Q10 soit + 70% pour une augmentation de 7°C 

entre le groupe chaud et le groupe témoin. 

Effets de la chaleur sur les propriétés contractiles 

Augmentation de la force maximale musculaire. Malgré quelques études contradictoires 

(Dotan and Bar-Or 1980, Yaicharoen, Wallman et al. 2012, Yaicharoen, Wallman et al. 2012), 

il semble que les performances de sprint unique (Sargeant 1987, Linnane, Bracken et al. 2004), 

répété (Falk, Radom-Isaac et al. 1998, Girard, Bishop et al. 2013) ou intermittent (Maxwell, 

Aitchison et al. 1996, Morris, Nevill et al. 2000, Morris, Nevill et al. 2005, Sunderland and 

Nevill 2005, Hayes, Castle et al. 2014) soient améliorées par la chaleur. Notamment lors d’un 

exercice unique au cours duquel le muscle est localement chauffé, peut être observée une 

augmentation de la puissance et de la force maximales. Une exposition passive à la chaleur 

améliore la puissance développée (11%) lors d’un exercice de pédalage isocinétique (Sargeant 

1987).  

Accélération du tunr-over en ATP. Parmi les mécanismes potentiels de l’effet de la chaleur 

locale, certains reposent sur la fonction contractile et d’autres sur la fonction métabolique du 

muscle (Febbraio 2001). La chaleur augmenterait la vitesse d’utilisation de la phosphocréatine 

(PCr) (Gray, De Vito et al. 2006). Cette hypothèse suppose une contribution plus importante 

des fibres rapides glycolytiques dont la vitesse de dégradation de la PCr est la plus rapide. Or 

certains auteurs ont suggéré une activation préférentielle des fibres de type II par la chaleur 

(Young, Sawka et al. 1985). Ainsi, pour une intensité donnée, la fourniture en énergie pour un 

exercice réalisé à la chaleur reposerait davantage sur le métabolisme anaérobie.  

Couplage excitation-contraction à la chaleur. Des modifications du couplage 

électromécanique pourraient aussi être impliquées dans les effets de la chaleur locale sur la 

performance. Selon les études, la chaleur pourrait causer une séquestration plus rapide du Ca2+, 

un décalage de la relation force-Ca2+ vers la droite ou la modification de l’activité ATPase 

(Bottinelli, Canepari et al. 1996, De Ruiter and De Haan 2000, MacIntosh 2003). Une 
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accélération des cycles des ponts actine-myosine a été décrite à la chaleur (Edwards, Harris et 

al. 1972). Ces modifications des propriétés contractiles musculaires par les conséquences sur la 

vitesse de dégradation de l’ATP qu’elles occasionnent, impliquent des adaptations du 

métabolisme énergétique et ainsi la chaleur pourrait augmenter le turn-over de l’ATP.  

Concernant les mécanismes possibles mis en jeu par la chaleur et expliquant les altérations 

métaboliques observées, l’ambiance adrénergique majorée lors d’un exercice à la chaleur 

participe probablement à la facilitation de la glycogénolyse. Un effet propre de la température 

sur le muscle avec un effet Q 10 est communément retrouvé in situ mais son rôle in vivo reste 

discuté. Indépendamment de modification métaboliques, il existe des altérations de la chaleur 

sur le couplage excitation-contraction qui pourraient secondairement modifier les besoins en 

énergie et le turn-over en ATP. Il reste à ce jour difficile d’expliquer les mécanismes qui 

concourent au déplacement du point de croisement glucido-lipidique lors d’un exercice à la 

chaleur. S’il est établi que les perturbations systémiques hormonales ne peuvent en rendent 

compte, les effets locaux de la chaleur sur les enzymes des voies métaboliques glucidiques et 

lipidiques n’ont jamais été comparés.  

5. Influence de l’exposition aiguë à la chaleur selon le type
d’exercice

Selon le type d’exercice considéré, l’effet de la chaleur varie (Maunder, Plews et al. 2019) et 

pourrait être bénéfique ou délétère. Plusieurs observations suggèrent un effet positif de la 

chaleur sur les performances maximales. En effet, une revue sur les performances maximales 

et supra-maximales en athlétisme (100m -1500m) retrouvait une plus grande proportion de 

records annuels au cours d’événements ayant lieu en été (Haida, Dor et al. 2013).  

Exercices intenses. Parmi les hypothèses, la stimulation de la glycolyse à la chaleur pourrait 

avoir un effet favorable sur les efforts intenses où la composante anaérobie est très importante. 

Dans les épreuves de sprint, la conjonction d’effets favorables sur le couplage excitation-

contraction et le métabolisme glycolytique pourrait être bénéfiques sur la vitesse de contraction, 

avec le corollaire d’un turn-over accru de l’ATP. Mais cet avantage de la chaleur sur la 

contraction musculaire pourrait être limité lors de la répétition d’exercice court et intense par 

une fatigabilité accrue (Maxwell, Aitchison et al. 1996, G. Morris, Nevill et al. 1998, Morris, 

Nevill et al. 2000, Morris, Nevill et al. 2005, Sunderland, Morris et al. 2008, Hayes, Castle et 

al. 2014). Des mécanismes centraux pourraient y participer par une inhibition de l’activation 
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motrice à la chaleur (Drust, Rasmussen et al. 2005, Morris, Nevill et al. 2005). Si cette inhibition 

centrale conduit à une limitation des performances maximales à la chaleur, elle pourrait 

cependant prévenir la survenue d’une fatigue d’origine métabolique. 

Exercices sous-maximaux. La dépendance du métabolisme aux glucides qui augmentent avec 

la température conduisant à un épuisement des réserves glycogéniques pourrait être un facteur 

limitant du maintien d’un exercice à la chaleur (Febbraio, Snow et al. 1994, Gagnon, Perrier et 

al. 2019). Cependant, l’endurance à l’exercice sous-maximal demeure principalement limitée 

par la thermorégulation. Les impératifs de thermolyse induisent une contrainte sur le système 

cardiovasculaire conduisant à une diminution du débit sanguin localement distribué au muscle 

par la redistribution de la balance circulatoire et la diminution de la volémie (déshydratation). 

Les connaissances sont encore incomplètes quant à l’importance relative de l’effet de la chaleur 

sur les facteurs métaboliques et mécaniques de la contraction.  

Les effets métaboliques de la chaleur locale, bénéfiques ou délétères, doivent donc être 

relativiser au regard de ses effets systémiques majeurs bien connus pour être un facteur limitant 

de la performance. L’utilisation majorée des réserves en glycogène et du métabolisme anaérobie 

interpelle néanmoins quant à l’altération de la performance de longue durée à la chaleur, en 

parallèle des limitations cardio-vasculaires. Parmi les mesures de limitation des effets de la 

chaleur, l’acclimatation permet d’améliorer tolérance et performance à l’effort. 



67 

 

Adaptations métaboliques et mitochondriales à la chaleur et à 
l'entraînement  

1. Effets de l’acclimatation  

a. Cinétique d’acclimatation  

L’acclimatation diminue les effets délétères du stress thermique chaud. L’Homme est 

capable de s’adapter à un stress thermique chaud répété ou prolongé, grâce à des réponses 

comportementales et physiologiques. La mise en place de ces adaptations se produit au cours 

d’une période d’acclimatation, soit par exposition en milieu naturel (acclimatization des anglo-

saxons), soit par exposition à un stress thermique chaud artificiel (acclimation). 

 

Figure 17. Les phases d’acclimatation. Partie gauche : niveaux de HSP72 (Coeur) dans des groupes de rats 

témoins (C) et acclimatés à la chaleur (1, 2 et 20 jours). En haut niveau d’expression de transcrits hsp 72 (RNAm 
par RT-PCR semi-quantitative). * 0.001 > p < 0.005. En bas niveau d’expression protéique HSP (protéines 
normalisées à un échantillon commercial HSP) dans les différents groupes de rats. Partie droite : cinétique de 

HSP 70 (protéines et ARNm) durant la phase d’acclimatation. Le stress thermique chaud environnemental stimule 

la voie afférente des thermorécepteurs qui active les β-récepteurs sympathiques et augmente les réserves 

cellulaires HSP et contribue à l’élévation du seuil de température de survenue des lésions thermiques (T-TshTI). 

Le processus est lent. Durant la phase précoce d’acclimatation (STHA), l’élévation du transcrit hsp72 permet 
d’augmenter la production de HSP72 dont les réserves sont augmentées une fois l’acclimatation achevée. Le 
phénotype acclimaté permet de retarder la survenue de lésions thermiques par l’augmentation constitutive des 
réserves HSP72 et une réponse transcriptionnelle accélérée (abrupt response). STHA : short-term heat 

acclimation LTHA : long-term heat acclimation. D’après (Horowitz 2014).   
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Le stress thermique chaud peut également être d’origine endogène, provenant de la chaleur 

produite au cours d’un exercice par les mécanismes de production d’énergie et de contraction. 

L’exercice physique est d’ailleurs utilisé, dans les protocoles d’acclimatation, pour favoriser 

les adaptations en intensifiant l’exposition à la chaleur. Le stress thermique chaud d’origine 

exogène et la production de chaleur endogène, s’ils sont suffisamment intenses, peuvent donc 

induire un stockage thermique dans l’organisme, qui se traduit par l’augmentation de la 

température profonde. La répétition des expositions va induire des adaptations (Nybo, 

Rasmussen et al. 2014). L’acclimatation qui résulte de ces adaptations permet de diminuer les 

effets délétères sur la performance de l’exposition aiguë à la chaleur (Baker 1965). L’individu 

acclimaté est capable de supporter plus longtemps un stress thermique environnemental plus 

intense et/ou lié à l’activité physique (Figure 17) (Institute of Medicine Committee on Military 

Nutrition 1993, Hori 1995, Sawka, Bruce Wenger et al. 2011).

Les réponses d’acclimatation. L’acclimatation à la chaleur se fait selon un continuum 

commun de modifications dont la cinétique d’instauration peut varier selon les protocoles 

utilisés. Classiquement, le processus est décrit en deux phases, permettant d’atteindre 

l’équilibre homéostatique qui caractérise l’achèvement de cette acclimatation. Une première 

période d’acclimatation, courte (STHA pour short-term heat acclimation), et une seconde 

phase, plus longue (LTHA pour long-term heat acclimation) ont été décrites (Figure 18). La 

première phase, classiquement de 8 à 15 jours, correspond à la mise en place de mécanismes 

immédiats de défense contre le stress thermique afin de maintenir l’homéostasie au travers 

d’une hyperstimulation des boucles de régulation. La plupart des réponses adaptatives sont 

supportées par l’appareil cardiovasculaire (fréquence cardiaque, volume d’éjection systolique, 

contractilité du myocarde, vasomotricité, volémie) et les effecteurs de la thermorégulation 

(sudation, balance hydrique). Les mécanismes de thermolyse deviennent plus efficaces grâce 

un déclenchement plus précoce de la vasodilatation périphérique et de la sudation. Le volume 

sudoral augmente alors que son osmolarité diminue, permettant d’augmenter les capacités de 

thermolyse par évaporation de la sueur en limitant les pertes électrolytiques. La réponse 

cardiovasculaire est également modifiée grâce à l’augmentation de la volémie, accompagnée 

par une bradycardie. Cette réponse permet le maintien de la volémie et de la pression veineuse 

centrale. Ces adaptations se caractérisent par une diminution de la température profonde de 

repos et un accroissement des capacités de thermolyse, concourant à un élargissement de la 

plage de thermorégulation possible. La mise en place de ces réponses se fait selon des cinétiques 

différentes (Fig. 18 ). Nous avons récemment montré que l’évolution du confort thermique n’est 



69 

pas parallèle aux réponses physiologiques (Malgoyre, Tardo-Dino et al. 2018). La diminution 

de l’inconfort ressenti survient avant la mise en place de la réponse thermorégulatrice. La 

seconde phase, LTHA, nécessitant plus d’un mois d’exposition, correspond à la mise en place 

de la réponse cellulaire, qui accroit la résistance au stress thermique, avec notamment des 

modifications mitochondriales. Cette réponse va induire un nouvel état homéostatique de la 

cellule caractérisé par une cytoprotection à la chaleur et notamment médié par des modifications 

épigénétiques. Ce contrôle épigénétique est probablement un des acteurs de la mémoire à 

l’origine du maintien ou de la réinduction rapide de la cytoprotection après une période de 

désacclimatation (Horowitz 2016).  

Figure 18. La cinétique des adaptations induites par l’acclimatation (exercice à la chaleur) sur la réponse 

thermorégulatrice à la chaleur. Durant la première semaine d’acclimatation, le volume plasmatique croît et la 

fréquence cardiaque diminue durant un exercice à une intensité absolue donnée. La perception du confort 

thermique s’améliore. Les températures profonde et cutanée diminuent alors que le débit sudoral augmente pour 
un exercice à une intensité absolue donnée. Ainsi, la capacité d’exercice aérobie augmente  

Dans cette partie nous n’abordons que les adaptations du métabolisme énergétique en réponse 

à l’exposition répétée au stress thermique chaud.  

b. Epargne glucidique

Diminution de la dépense énergétique. La signature métabolique de l’acclimatation à la 

chaleur se caractérise par une diminution du métabolisme global et musculaire à la chaleur 

(Young, Sawka et al. 1985, Febbraio, Snow et al. 1994, Sawka, Bruce Wenger et al. 2011). La 

dépense énergétique au repos diminue (Hori 1995). A l’exercice à la chaleur, une augmentation 
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de la consommation maximale d’oxygène (Lorenzo, Halliwill et al. 2010, Nybo, Rasmussen et 

al. 2014) et une consommation d’oxygène moindre pour un exercice sous-maximal à une 

puissance donnée (Sawka, Pandolf et al. 1983, Pandolf and Young 1992) ont été également 

observées.  

Si cette épargne énergétique et cette amélioration de la capacité aérobie peuvent en partie 

résulter des adaptations systémiques cardiovasculaires et plasmatiques mentionnées ci-dessus, 

elles pourraient également être en lien avec des adaptations mitochondriales. En effet, après 

acclimatation, la consommation en oxygène de mitochondries isolées diminue (Assayag, Saada 

et al. 2012). 

Diminution de la dépendance au glucose. En outre, si l’exposition aiguë au stress thermique 

chaud augmente la dépendance énergétique au glucose, l’acclimatation à la chaleur induirait un 

déplacement du métabolisme énergétique de l’utilisation des glucides vers celle des lipides 

(Young, Sawka et al. 1985, Kirwan, Costill et al. 1987). Cette moindre dépendance aux hydrates 

de carbone pourrait participer à l’amélioration de l’endurance à l’exercice à la chaleur après 

acclimatation. Par exemple, une acclimatation à la chaleur de 8 jours à l’aide d’un exercice à 

50% VO2max de 90 min en ambiance chaude (39,6°C, 29% d’humidité) entraine une moindre 

utilisation des réserves musculaires en glycogène à l’issue d’un exercice à la chaleur, avec une 

diminution de la glycémie. La différence artérioveineuse en glucose n’était pas modifiée, 

montrant ainsi que le muscle n’avait pas prélevé davantage de glucose après acclimatation 

(Kirwan, Costill et al. 1987). Ainsi, l’acclimatation semble induire une moindre utilisation des 

CHO dans la fourniture en énergie à l’exercice, ce que semble confirmer l’observation d’une 

diminution du QR (Young, Sawka et al. 1985, Kirwan, Costill et al. 1987, Febbraio, Snow et 

al. 1994).  

Métabolismes aérobie et anaérobie. L’acclimatation à la chaleur pourrait modifier tant la voie 

aérobie qu’anaérobie impliquées dans l’utilisation du glucose à l’exercice. L’acclimatation 

permettrait une moindre accumulation de lactate pour des exercices d’intensité modérée et de 

durée moyenne (inférieure à 1 heure) (Kirwan, Costill et al. 1987, Febbraio, Snow et al. 1994) 

même si ce résultat n’est pas constamment retrouvé (Young, Sawka et al. 1985). Deux méta-

analyses récentes ont fourni des conclusions opposées sur l’effet de l’acclimatation sur 

l’accumulation de lactate (Tyler, Reeve et al. 2016, Rahimi, Albanaqi et al. 2019). Febbraio 

expliquerait la diminution du lactate sanguin par une moindre participation de la glycolyse 

(Febbraio, Snow et al. 1994), en partie due à une diminution de l’activation sympathique et des 

catécholamines (Febbraio 2001) réduisant la glycogénolyse. D’autres études suggèrent que la 
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moindre élévation des lactates avec l’acclimatation à la chaleur pourrait être liée à une 

diminution du coût énergétique de l’exercice, i.e. la consommation en O2, (Sawka, Pandolf et 

al. 1983, Aoyagi, McLellan et al. 1994), dont les hypothèses restent à prouver (Sawka, Pandolf 

et al. 1983) et qui n’est pas, retrouvée dans d’autres études (King, Costill et al. 1985, Kirwan, 

Costill et al. 1987). L’augmentation du volume plasmatique consécutive à l’acclimatation à la 

chaleur, pourrait favoriser, par l’amélioration de la balance circulatoire et le maintien du débit 

splanchnique, une meilleure élimination des lactates (Bass, Kleeman et al. 1955, Rowell, 

Brengelmann et al. 1968, Harrison 1985). La survenue du seuil d’accumulation du lactate 

pourrait être retardée (Sawka, Pandolf et al. 1983)et la puissance au seuil anaérobie augmentée 

après acclimatation (Lorenzo and Minson 2010).  

Métabolisme lipidique à la chaleur. L’utilisation des lipides à la chaleur après acclimatation 

a donné lieu à moins de travaux. Le glissement du métabolisme énergétique vers l’utilisation 

des lipides décrit ci-dessus pour l’épargne glucidique (Young, Sawka et al. 1985, Kirwan, 

Costill et al. 1987, Febbraio, Snow et al. 1994) n’est cependant pas toujours retrouvé (Robinson, 

Dill et al. 1941, Robinson, Turrell et al. 1943, Wyndham, Benade et al. 1968). Si la correction 

de l’hyperglycémie lors d’un exercice après acclimatation est partagée, la concentration en AG 

circulants tant à augmenter chez Kirwan en post acclimatation (Kirwan, Costill et al. 1987). Il 

demeure donc difficile de savoir comment évolue la disponibilité en AG au cours de 

l’acclimatation.  

c. Effet biogénique et dynamique mitochondriale :
amélioration de la fonctionnalité mitochondriale

Plusieurs études suggèrent des effets de l’acclimatation à la chaleur similaires à ceux d’un 

entrainement en endurance sur les adaptations du métabolisme mitochondrial (Robinson, Dill 

et al. 1941, Shvartz, Shapiro et al. 1977, Sawka, Pandolf et al. 1983, Houmard, Costill et al. 

1990, Aoyagi, McLellan et al. 1994, Fujii, Honda et al. 2012). Des observations concordantes 

montrent que la chaleur permettrait par ailleurs d’augmenter le contenu protéique mitochondrial 

(Naito, Powers et al. 2000, Uehara, Goto et al. 2004, Oishi, Hayashida et al. 2009, Kakigi, Naito 

et al. 2011). La masse mitochondriale est le résultat d’un équilibre entre synthèse (biogenèse) 

et destruction (autophagie ou mitophagie) des mitochondries. L’acclimatation à la chaleur 

pourrait améliorer la fonctionnalité mitochondriale par ces effets quantitatifs.  

peirb
Note
seuil lactate: accumulation au desus de 1mM pas anrobie mais pourrait évoquer augmentation décelable de la production d'acide lactique non entièrement réutilisé?
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Biogenèse et exposition chronique à la chaleur

Augmentation du contenu mitochondrial médiée par PGC1-α. L’exposition répétée à la 

chaleur permettrait de stimuler la biogenèse mitochondriale, via l’activation de PGC-1α. Liu et 

Brooks ont pour la première fois mis en évidence une stimulation de la biogenèse 

mitochondriale par un stress thermique sur des myotubes issus de cellules C2C12 (myoblastes 

de souris) placées 1 heure par jour pendant 5 jours à 40°C. Ils ont observé une augmentation du 

contenu protéique mitochondrial et des marqueurs de la biogenèse, tels que PGC-1α (Liu and 

Brooks 2012). Yamaguchi a également montré in vitro, sur des myoblastes humains, qu’une 

exposition passive de 7 jours à 39°C avais permis d’induire une différenciation vers un 

phénotype oxydatif (Yamaguchi, Suzuki et al. 2010). Des résultats obtenus in vivo dans le 

muscle squelettique viennent confirmer les observations de Liu. Tamura a étudié l’effet distinct 

et combiné d’une exposition passive à la chaleur et d’un entraînement en endurance sur des 

souris pendant 3 semaines (Tamura, Matsunaga et al. 2014). L’exposition à la chaleur a induit 

une augmentation de l’activité des enzymes mitochondriales (Citrate synthase, 3-hydroxyacyl-

coA déshydrogénase) et du contenu en protéines de la CRM (phosphorylation oxydative) dans 

les muscles Plantaris (mixte) et Soleus (aérobie). Cet effet de la chaleur sur la biogenèse 

mitochondriale a été aditif avec ceux de l’entraînement (Seebacher 2009, Seebacher, Murray et 

al. 2009). En outre, ces effets de l’acclimatation à la chaleur sur le contenu mitochondrial 

n’étaient plus retrouvés chez des souris dont le gène pgc1α était inactivé (data non publiées, 

présentées en congrès (Tamura, Kouzaki et al. 2019)) (Figure 19). 

Autophagie et exposition chronique à la chaleur

L’acclimatation à la chaleur pourrait avoir un effet bénéfique dans des situations d’amyotrophie 

modulant les processus autophagiques. Plusieurs études ont montré que le stress thermique 

chaud aidait à la régénération musculaire après lésion ou amyotrophie de décharge (Kojima, 

Goto et al. 2007, Ohno, Yamada et al. 2010, Hatade, Takeuchi et al. 2014). Un des mécanismes 

clé de l’atrophie musculaire est la perte des mitochondries par accélération de leur destruction 

(Powers, Wiggs et al. 2012, Bonaldo and Sandri 2013, Calvani, Joseph et al. 2013). Dans un 

modèle d’atrophie induite par dénervation sciatique chez des souris, Tamura a montré qu’une 

exposition à la chaleur in vivo de 6 jours avait permis de lutter contre la diminution du contenu 

protéique et des capacités oxydatives (citrate synthase, complexes de la chaîne respiratoire) 

préservant de ce fait la masse musculaire. Cette préservation du pool mitochondrial était 

associée à une diminution de l’activation de la mitophagie et du  stress oxydatif (Tamura, 

Kitaoka et al. 2015).  



Figure 19. Effet du stress thermique chaud sur les voies d’activation de la transcription de la biogenèse 

mitochondriale. L’exposition à la chaleur active la transduction de signaux intra-cellulaires qui promeuvent la 

transcription de gènes impliqués dans le métabolisme mitochondrial, codés au niveau nucléaire (nDNA) et 

mitochondrial (mtDNA). Outre les facteurs de transcription, des protéines chaperonnes peuvent également 

contribuer à la stimulation de la biogenèse à la chaleur en augmentant les capacités de régulation post-

traductionnelles (Tamura and Hatta 2017). 

Possible détérioration mitochondriale par altération du remodelage. Néanmoins, le 

bénéfice de l’acclimatation à la chaleur sur la fonctionnalité mitochondriale demeure débattu. 

En effet, un des rôles de la mitophagie est d’éliminer les mitochondries détériorées. 

L’inhibition du flux mitophagique pourrait avoir un effet délétère sur la qualité du pool 

mitochondrial. Ainsi, chez des cochons exposés 1 à 3 jours à la chaleur, une diminution des 

marqueurs d’activation autophagique était observée alors que ceux du contenu 

mitochondrial étaient augmentés en absence d’activation de la biogenèse. L’acclimatation 

aurait altéré le renouvellement des mitochondries en inhibant l’activité mitophagique. 
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L’augmentation du contenu traduirait donc une accumulation de mitochondries défectueuses 

(Brownstein, Ganesan et al. 2017) posant la question de la fonctionnalité de cette masse 

mitochondriale accrue.  

Fonctionnalité mitochondriale et exposition chronique à la chaleur

Augmentation in vivo de la fonction mitochondriale. Récemment, l’amélioration de la 

fonction mitochondriale par l’exposition répétée à la chaleur a été mise en évidence, 

indépendamment d’une action sur la biogenèse dans une étude qui présente le double intérêt 

d’avoir été réalisée chez l’Homme et de mesurer l’effet d’une exposition locale répétée à la 

chaleur sans exercice physique associé (Hafen, Preece et al. 2018). En exposant un quadriceps 

à la chaleur locale (+3,9°C d’augmentation de température profonde musculaire) 2h/j pendant 

6 jours, le quadriceps controlatéral étant témoin, les auteurs ont observé que l’exposition répétée 

à la chaleur avait induit une augmentation de la capacité respiratoire mitochondriale, ainsi 

qu’une augmentation de certaines protéines mitochondriales (CI et CV) et de PGC-1α. 

L’activité de la citrate synthase, marqueur communément admis du contenu mitochondrial, 

n’était pas augmentée. Malgré la réponse PGC-1α, il n’est pas certain que la biogenèse 

mitochondriale ait été stimulée dans cette étude. Ces observations montrent qu’une exposition 

locale répétée à la chaleur a pu induire une augmentation de la fonctionnalité mitochondriale, 

sans augmentation avérée de la masse mitochondriale.   

Possibles modifications de la membrane mitochondriale. L’acclimatation à la chaleur 

pourrait améliorer spécifiquement l’efficience mitochondriale (Cassuto 1968, Seebacher 2009, 

Seebacher, Murray et al. 2009, Assayag, Saada et al. 2012). Un signe important d’acclimatation 

à la chaleur est en effet la diminution du métabolisme énergétique, réduisant au passage la 

production endogène de chaleur (Assayag, Saada et al. 2012). Notamment, l’acclimatation à la 

chaleur modifierait l’activité des complexes I et III ce qui induirait moins d'ERO (Assayag, 

Saada et al. 2012). En accord avec ces observations, les travaux de Nicholls montraient une 

meilleure efficience de la phosphorylation oxydative des mitochondries issues de cobayes 

acclimatés à la chaleur (Nicholls, Darley-Usmar et al. 2010). Ce maintien de la fonctionnalité 

médiée par un meilleur couplage pourrait être sous-tendu par la modification de la composition 

des membranes mitochondriales en cholestérol et acides gras polyinsaturés (Shmeeda, Kaspler 

et al. 2002). Ce remodelage membranaire permettrait de diminuer la dissipation d’énergie par 

fuite de protons, donc d’améliorer le couplage (Haines 2001).  

Effets de l’acclimatation et de l’entraînement intriqués. A la lumière de ces différentes 

études, l’acclimatation à la chaleur pourrait induire une amélioration de la capacité oxydative 
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mitochondriale. Néanmoins, les mécanismes précis de ces effets de l’acclimatation à la chaleur 

sur le métabolisme mitochondrial restent largement méconnus. La plupart des études utilisent 

des protocoles d’acclimatation à la chaleur incluant des entraînements en endurance. Les effets 

de l’entraînement sur l’amélioration de la fonction mitochondriale peuvent masquer certains 

effets de l’acclimatation à la chaleur. Ainsi la variabilité de certaines réponses à l’acclimatation 

à la chaleur sur le métabolisme mitochondrial, pourrait provenir du niveau d’endurance des 

sujets au départ (Weinman, Slabochova et al. 1967, Wyndham, Rogers et al. 1976). En 

corollaire, l’entraînement en endurance sollicitant également les processus de thermorégulation, 

les adaptations qui s’ensuivent peuvent aussi résulter de l’hyperthermie d’origine endogène. 

Même si ces études sont souvent réalisées chez des sujets entraînés afin de minimiser l’impact 

des courtes périodes d’entraînement, il est souvent difficile de faire la part des choses entre ces 

deux facteurs. En outre, les quelques études sur l’effet d’une acclimatation passive à la chaleur 

chez des sujets sédentaires, ne montraient pas d’amélioration de l’endurance à l’exercice à la 

chaleur mais plutôt un phénotype d’adaptation de la thermorégulation (baisse de température 

profonde, sudation et vasodilatation précoces) sans baisse de la fréquence cardiaque à l’exercice 

(Lim, Chung et al. 1997, Beaudin, Clegg et al. 2009).  

d. Tolérance cellulaire

Plasticité d’acclimatation. Si l’acclimatation permet de diminuer l’impact physiologique du 

stress thermique, la thermotolérance correspond aux réponses cellulaires à l’exposition répétée 

à un stress thermique modéré qui permettent de survivre à des expositions à la chaleur qui 

seraient létales pour un organisme naïf d’expositions à la chaleur (Moseley 1997, Horowitz 

1998). L’acclimatation à la chaleur permet d’augmenter la réserve de thermorégulation 

(endurance à la chaleur), c’est-à-dire d’élargir la plage de température pour un fonctionnement 

optimal métabolique (efficacité de la phosphorylation oxydative, biogenèse) mais également de 

repousser la température de survenue de lésions thermiques (Figure 20). La thermotolérance et 

l’endurance à la chaleur sont deux processus complémentaires dont il semble qu’ils partagent 

des voies communes de signalisation au travers de la réponse de choc thermique (HSR : heat 

shock response) (Kuennen, Gillum et al. 2011). Maloyan notamment montre que la 

thermotolérance a permis d’augmenter la survie de rats à des stress de 60% supérieurs à 

l’exposition létale avant induction de la tolérance (Maloyan, Palmon et al. 1999). Au niveau 

mitochondrial, plusieurs études montrent une augmentation de la résistance au stress thermique 

chaud aigu de mitochondries ayant été acclimatées à la chaleur. Cette résistance s’observe sous 

la forme d’un maintien de la fonction malgré un stress ischémique (Assayag, Saada et al. 2012), 
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d’une moindre production de ERO (Maloyan, Palmon et al. 1999) ou d’une diminution de morts 

cellulaires par apoptose (Assayag, Gerstenblith et al. 2010). Les études sur les régimes 

d’acclimatation utilisent de plus en plus le critère de résistance accrue aux lésions induites par 

la chaleur (Horowitz 2002), à côté des trois autres critères classiques de baisse du métabolisme 

de base (baisse de la température profonde), température seuil abaissée pour le déclenchement 

de la thermolyse et augmentation de la réserve cardiovasculaire. 

 

 

Figure 20. Plasticité d’acclimatation montrée par l’élargissement de la plage de thermorégulation. 

L’acclimatation à la chaleur permet d’accroître la tolérance à la chaleur par une sudation plus précoce (T-TshEV : 
décalage vers la gauche de la courbe) et l’augmentation de la température lésionnelle (T-TshTI : décalage de la 
croube vers la droite) (Horowitz 2014). 

 

Réponse cytoprotectrice médiée par HSP. La construction du phénotype cytoprotecteur 

nécessite du temps. Il ne peut s’inscrire dans les protocoles d’acclimatation à court terme 

(STHA : short-term heat acclimation) mettant en place les réponses thermorégulatrices 

d’endurance à la chaleur. Cette thermotolérance apparait au cours des protocoles longs (LTHA : 

long-term heat acclimation) (Assayag, Gerstenblith et al. 2010, Assayag, Saada et al. 2012) 

mais débute dès la phase précoce d’acclimatation mettant notamment en jeu les récepteur β-

adrénergiques du système sympathique (Maloyan and Horowitz 2002). L’activité 

transcriptionnelle dépendante de la température est connue depuis les années 60 (Ritossa 1962). 

Un lien est suggéré entre la réponse cellulaire immédiate (HSR : heat shock response) et le 

processus plus long d’acclimatation à la chaleur, mettant en jeu des HSP (heat shock protein) 

(Moseley 1997). La famille des HSP se définit par leur poids moléculaire (de 8 à 110 kDa). Les 



77 

HSP sont compartimentées. Les HSP intracellulaires (iHSP) interviennent dans les processus 

de traitement des protéines dénaturées, de gestion des fragments protéiques, maintien des 

protéines structurales et de chaperonnage des protéines membranaires (Figure 21). Les HSP 

extracellulaires (eHSP) ont un rôle de signal dans le déclenchement de la réponse immunitaire 

(Pockley 2003, Asea 2007, Noble 2008). L’expression des HSP augmente au cours et au 

décours d’une exposition à un stress thermique chaud. La réponse diffère selon l’organe 

considéré, le cœur et le foie induisant de plus grandes réponses que les muscles. Parmi ces 

protéines, HSP 72 a été mise en évidence dans les réponses au stress thermique et à l’exercice 

(Horowitz, Maloyan et al. 1997, Locke 1997). La réponse HSP 72 consiste en une augmentation 

du transcrit hsp72 à l’initiation de l’acclimatation. Cependant la réponse protéique est différée, 

l’acclimatation entraîne une augmentation progressive du stock en protéines HSP 72. La 

synthèse de HSP dépend de la profondeur et de l’accumulation du stress thermique (Maloyan, 

Palmon et al. 1999). Si l’exercice induit également une synthèse de HSP, la combinaison de 

l’exercice et de l’exposition à la chaleur réalise une réponse bien plus importante que chacun 

des stresseurs séparément. L’augmentation d’expression a été corrélée à l’augmentation de la 

performance et de la puissance aérobie chez le chien (Febbraio and Koukoulas 2000). 

Inversement, il a été montré l’incapacité de certains hommes, porteurs d’un polymorphisme de 

HSP 70, à s’acclimater (Horowitz 2014). D’autres HSP telles que HSP 90 interviennent 

également dans la HSR ; leur cinétique varie selon la durée et l’intensité du stress thermique 

(Periard, Racinais et al. 2015) Si l’expression d’HSP répond à l’exposition à la chaleur, 

l’acclimatation a également augmenté les réserves en HSP70 (Horowitz & robinson 2007). Il 

apparait que le développement de l’acclimatation se caractérise par une augmentation des 

réserves basales en iHSP (iHSP72 notamment) et une HSR plus rapide (Horowitz 2014) 

permettant une réponse de moindre intensité (Periard, Racinais et al. 2015). La cellule est mieux 

préparée et plus réactive. Le stimulus thermique induit un stress moindre. Au cours d’une étude 

de l’expression des iHSP 72 et 90 pendant 10 jours d’exercice à la chaleur, leur réponse était 

corrélée aux adaptations physiologiques. Les niveaux basaux de protéines étaient augmentés et 

la meilleure réponse physiologique était observée chez les individus ayant montré une baisse 

de l’expression post-exercice (McClung, Hasday et al. 2008). Le niveau de HSP serait corrélé 

à la performance à l’exercice à la chaleur. Parmi ces protéines chaperonnes, HSP 72 est un 

marquer majeur de stress thermique et de lésion thermique. Il dépendrait du niveau de stress 

thermique (température ambiante, récepteur β adrénergique) et non du stockage thermique, dans 

une relation dose-dépendante (Flanagan, Ryan et al. 1995).  
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Figure 21. Activation de la voie des heat shock proteins (HSP). Les HSP ont été initialement découvertes en 

1962, après exposition à un choc thermique chaud, mais de nombreux autres facteurs de stress sont susceptibles 

d’induire l’expression de ces protéines. Les HSP sont liés à des facteurs de stress thermique (HSFs) présents dans 
le cytosol qui rendent inactives les HSP (1). A la suite de l’exposition à un stress hyperthermique, les HSF se 
séparent des HSP (2). Les HSF vont former, après phosphorylation, des complexes (trimères) qui vont activer, 

dans le noyau, le promoteur du gène HSP 70 (HSE : heat shock element) (3). L’augmentation de transcription 
(HSP mRNA) permet d’augmenter la synthèse de protéines HSP 70 (4). Les HSP ont un rôle de protéines 
chaperonnes. Elles vont assister l‘assemblage et la translocation de protéines nouvellement synthétisées, et la 

réparation et la récupération de la conformation des protéines dénaturées (5). I/R : ischémie-reperfusion, ROS : 

espèces réactives de l’oxygène, RNS : espèces réactives de l’azote. (Kregel, 2002). 

 

Mécanismes de protection induits par la réponse HSP. L’acclimatation à la chaleur 

permettrait ainsi d’améliorer les capacités de maintien de l’homéostasie protéique, augmentant 

ainsi la plasticité mitochondriale à la température. La fonction des HSP est de lutter contre la 

réponse UPR (unfolded protein response) qui décrit la réponse physiologique à la perte de 

fonction et la dénaturation de protéines. Sous l’effet de différents facteurs tels que le 

vieillissement, les protéines se détériorent et perdent leur conformation spatiale. Les HSP 

permettent d’éliminer les protéines détériorées. Tamura a montré que l’acclimatation à la 

chaleur permettait d’atténuer la réponse UPR induite par le vieillissement (Tamura, Matsunaga 

et al. 2017). Les cibles de ces protéines chaperonnes sont multiples (Figure 22). Elles seraient 

1 

2 

3 

4 
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impliquées dans la biogenèse mitochondriale via PGC-1α (HSP 70) (Liu, D'Silva et al. 2003, 

McArdle, Dillmann et al. 2004), le contrôle de la mitophagie via la Parkin (Drew, Ribas et al. 

2014) ou l’apoptose (Zeng, Tan et al. 2013). Elles permettraient également de protéger la 

mitochondrie contre le stress oxydant (Arieli, Eynan et al. 2003). 

Figure 22. Localisation et rôle des principales HSP impliquées dans la HSR (Kregel 2002). 

Autres voies de signalisation. La réponse à l’acclimatation à la chaleur dépend d’autres gènes 

que les HSP, activés par la chaleur ou d’autres stimuli. Plus de de 200 gènes activés ou inhibés 

par le stress thermique ont été identifiés. L’exposition à la chaleur a modifié la transcription de 

gènes impliqués dans l’expression des protéines chaperonnes, le système immunitaire, la 

transduction du signal, la croissance, la prolifération et la différentiation cellulaire, l’expression 

d’enzymes du métabolisme glucidique et lipidique notamment, et la transcription (Sonna, 

Gaffin et al. 2002). La mise en jeu de différents gènes par d’autres stresseurs peut activer des 

voies transcriptionnelles distinctes et aboutir à des effets séparés conduisant à une meilleure 

tolérance à la chaleur. Kodesh a ainsi montré qu’une acclimatation à la chaleur et un 

entraînement en endurance pouvaient agir différemment sur la fonction contractile (couplage 

ou turn-over calcique) et non de manière additive (Kodesh, Nesher et al. 2011).  

La multiplicité et l’interconnexion des voies transcriptionnelles mises en jeu par l’acclimatation 

à la chaleur confèrent des adaptations pouvant protéger la cellule contre d’autres stress.  

e. Phénotype hypoxia-like

Réponses adaptatives à la chaleur pouvant sous-tendre une tolérance à l’hypoxie. 

L’acclimatation à la chaleur permettrait une amélioration de la réponse à un exercice en hypoxie 

(Heled, Peled et al. 2012, Lee, Miller et al. 2016). L’acquisition d’un phénotype protecteur 

atténuerait les réponses physiologiques à l’hypoxie aiguë (Lee, Emery-Sinclair et al. 2014).Les 

adaptations cardiovasculaires induites par l’acclimatation à la chaleur pourraient être 

bénéfiques pour la tolérance à l’hypoxie et participeraient à une tolérance croisée entre 
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exposition à la chaleur et à l’hypoxie, induite par l’acclimatation à la chaleur. Les réponses 

adaptatives concernant la compliance cardiaque (Horowitz, Shimoni et al. 1986), le contrôle 

vasomoteur (Nielsen, Hales et al. 1993), constituent des adaptations potentiellement bénéfiques 

pour l’exercice en hypoxie. L’augmentation du temps de transit par la diminution de la 

fréquence cardiaque et de la viscosité pourrait contribuer à maintenir l’hématose (Powers, 

Lawler et al. 1989). L’inflation volémique observée à l’acclimatation à la chaleur permettrait 

de préserver la SpO2 en situation hypoxique (Gibson, Turner et al. 2015) et d’améliorer la 

performance en altitude (Convertino, Greenleaf et al. 1980). Inversement, il semble qu’il n’y 

ait pas de bénéfice de l’acclimatation à la chaleur sur les réponses hypoxiques en absence 

d’expansion volémique (White, Salgado et al. 2014). L’abaissement de la température profonde 

en retardant la redistribution du débit sanguin vers la peau pourrait maintenir une perfusion 

tissulaire participant ainsi à une meilleure tolérance à l’hypoxie Elle agirait également sur la 

courbe de dissociation de l’hémoglobine, augmentant son affinité pour l’oxygène (décalage 

vers la gauche). L’exposition à la chaleur induirait également une hypoxie par diminution du 

débit sanguin musculaire qui pourrait induire des adaptations tissulaires locales bénéfiques 

(Rowell, Brengelmann et al. 1968, Fink, Costill et al. 1975, Kozlowski, Brzezinska et al. 1985, 

Nielsen, Savard et al. 1990).  

Induction d’un phénotype proche du phénotype hypoxique. Un autre élément mécanistique 

repose sur les voies d’activation de la cytoprotection induites par l’acclimatation à la chaleur et 

qui amélioreraient la résistance cellulaire à l’hypoxie. Cette acclimatation croisée a été 

beaucoup étudiée dans le cœur, en raison notamment de l’importance de la réponse hypoxique 

et des moyens de l’améliorer dans la prévention de maladies cardiovasculaires. Dans des 

modèles d’ischémie-reperfusion de cœurs de rats, l’exposition à un stress thermique répété 

préalable a permis de diminuer les effets délétères de l’ischémie (Maloyan, Eli-Berchoer et al. 

2005). L’acclimatation à la chaleur a également induit une protection contre les lésions 

cérébrales traumatiques induites chez la souris (Shein, Horowitz et al. 2005, Shein, Horowitz 

et al. 2007). L’acclimatation à la chaleur induirait un phénotype métabolique proche de celui 

observé en hypoxie : capacité glycolytique augmentée, augmentation des réserves en glycogène 

et transcription accrue de la phosphofructo-2 kinase 2 (PFK2), enzyme limitante de la glycolyse 

(Pescador, Villar et al. 2010, Semenza 2011). Eynan a montré que l’acclimatation à la chaleur 

avait permis d’induire ce phénotype (Eynan, Knubuvetz et al. 2002). Il existerait une activation 

de HIF-1α au cours l’acclimatation à la chaleur, responsable de l’acquisition de ce phénotype 

métabolique. HIF-1α est un facteur de transcription majeur dans la régulation de l’homéostasie 
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de l’oxygène (Fukuda, Zhang et al. 2007, Semenza 2011), découvert par le professeur Gregg 

Semenza, un des lauréats du Prix Nobel de médecine attribué en 2019 pour les connaissances 

apportées sur la façon dont les cellules perçoivent et s’adaptent à la disponibilité en O2. Il active 

la transcription en formant avec HIF-1β, un hétérodimère HIF-1 qui se lie à l’ADN. La 

régulation du système se fait par la dégradation rapide et permanente de HIF-1α en normoxie, 

HIF-1β étant exprimé de manière constitutive. La stabilisation de HIF-1α permet, en 

ralentissant sa dégradation, d’augmenter sa concentration et les probabilités d’interaction avec 

HIF-1β. Une étude récente permet de relier les effets bénéfiques d’une acclimatation à la 

chaleur dans un modèle d’ischémie myocardique chez des rats à ce phénotype hypoxique. Les 

bénéfices de l’acclimatation à la chaleur sur la tolérance cellulaire ont été objectivés par une 

diminution de la taille d’infarcissement du muscle cardiaque et une augmentation du délai de 

survenue de la rigidité contractile des cardiomyocytes. Les auteurs ont élégamment démontré 

que ces améliorations nécessitaient l’activation de HIF-1α et de ses cibles, notamment une 

augmentation de PDK1 et du ratio COX4.2/COX4.1 (Alexander-Shani, Mreisat et al. 2017). 

L’augmentation de ces deux composantes permet d’adapter le fonctionnement mitochondrial à 

une ambiance hypoxique (Figure 23).  

Adaptations mitochondriales. Les mitochondries sont mieux préparées au stress hypoxique. 

Un effet délétère de l’hypoxie provient de l’orientation brutale vers le métabolisme anaérobie 

lactique et de l’ascension rapide de l’acide lactique qui bloque la glycolyse et induit la 

production d’ERO (Eynan, Knubuvetz et al. 2002). L’augmentation de la PDK1 médiée par 

l’induction de HIF1α par l’acclimatation à la chaleur, se traduit par une diminution de l’entrée 

du pyruvate d’où une moindre respiration mitochondriale et une moindre susceptibilité à la 

production d’ERO notamment (Kim, Tchernyshyov et al. 2006). Dans l’étude de Shani, le 

phénotype HA des cellules myocardiques se caractérisait par une moindre production d’ERO 

et un plus fort potentiel glycolytique. A l’instar d’une acclimatation à l’hypoxie, l’augmentation 

basale induite par l’acclimatation à la chaleur, a permis une moindre augmentation de PDK1 en 

réponse au stress hypoxique. En revanche, dans les cardiomyocytes du groupe non acclimaté, 

le stress hypoxique a induit une forte inhibition de la PDH avec deux conséquences : i) la 

glycolyse anaérobie augmente brutalement et est rapidement bloquée par l’augmentation de 

l’acide lactique ; ii) le blocage de la chaîne respiratoire induit la production d’ERO. (Alexander-

Shani, Mreisat et al. 2017). De plus, comme le montre l’étude de Shani, l’acclimatation à la 

chaleur améliore probablement la résistance au stress oxydant en améliorant l’efficience 

mitochondriale. L’augmentation de la COX4.2 permettrait d’optimiser le fonctionnement de la 
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COX. Ainsi, la chaine de transport d’électrons, plus efficiente, optimise la production d’ATP 

et diminue la production d’ERO, en normoxie ou hypoxie.  

 

Figure 23. Tolérance croisée à l’hypoxie induite par l’acclimatation à la chaleur, par induction d’un 
phénotype hypoxique. Le principe en est l’acquisition d’une moindre sensibilité à des lésions causées par 

hypoxie, par une augmentation des réserves et le remodelage de molécules cytoprotectrices. Deux voies sont 

activées : la PDK-1 et la COX. A gauche. Chez le non-acclimaté à la chaleur, le cœur ischémié montre une 
élévation très importante de PDK-1. Le flux glycolytique est rapidement stoppé et la production d’ERO 
significativement plus élevée. A droite. Après 30 jours d’acclimatation, la PDK-1 est stimulée, diminuant l’activité 
de PDH et donc l’utilisation du pyruvate. Durant l’ischémie, bien que PDK ne soit que modérément stimulée, 

l’activité PDH est sensiblement diminuée. Ainsi, l’atténuation des variations induites par l’hypoxie permet un flux 
glycolytique plus lent et prolongé et une production d’ERO plus faible. Par ailleurs, la modification du rapport 

COX4.2/COX4.1 induit un phénotype tolérant à l’hypoxie et une optimisation de la chaîne de transfert d’électrons 
dans des situations d’altérations de la production d’énergie d’après Alexander-Shani & al (Alexander-Shani, 

Mreisat et al. 2017).  
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Ces adaptations croisées permettent de diminuer la production d’ERO en conditions hypoxiques 

tout en maintenant une capacité de production d’ATP aérobie. L’acclimatation à la chaleur 

permet d’améliorer le profil protecteur afin de diminuer l’impact de l’hypoxie et permettre un 

compromis entre limitation du stress oxydatif et maintien de la respiration mitochondriale. Si 

la tolérance croisée à l’hypoxie par l’acclimatation à la chaleur implique la mise en jeu des HSP 

(Maloyan and Horowitz 2002), la seule cytoprotection qu’elles confèrent n’est pas suffisante 

pour induire ce phénotype de résistance à l’ischémie et nécessite l’activation de HIF (Shani). 

Figure 24. Mécanismes potentiels d’adaptation mitochondriale à la chaleur. L’exposition à la chaleur pourrait 
activer la voie de la biogenèse mitochondriale (Tamura, Matsunaga et al. 2014). La chaleur pourrait modifier le 

remodelage mitochondrial, notamment en inhibant les processus mitophagiques et de fission-fusion(Tamura, 

Kitaoka et al. 2015). En outre des modifications de la composition de la chaine respiratoire en cytochrome oxydase 

pourrait être inuites par l’acclimatation à la chaleur (augmentation du rapport COX 4.2 /COX4.1)(Alexander-

Shani, Mreisat et al. 2017). Divers mécanismes contribuant à l’amélioration de la tolérance cellulaire à la chaleur 
pourraient être impliqués. L’augmentation de l’expression des HSP par leur rôle de protéines chaperonnes mais 
aussi probablement par l’activation de voies spécifiques (PGC-1α ou HIF-1α) pourraient participer à ces réponses 
mitochondriales(Liu, D'Silva et al. 2003, Drew, Ribas et al. 2014). Par ailleurs, les modifications des mécanismes 

antioxydants pourraient jouer un rôle dans la préservation de la fonctionnalité mitochondriale (Tamura, Kitaoka 

et al. 2015). L’ensemble de ces réponses met en jeu les mécanismes épigénétiques de modification de l’expression 
du génome afin d’induire la synthèse protéique permettant l’acquisition d’un nouveau phénotype 
mitochondrial(Horowitz 2014). L’ensemble de ces réponses augmenterait la quantité et modifierait la qualité des 
mitochondries. Les adaptations mitochondriales permettraient de diminuer le métabolisme de base moins sensible 

à la chaleur, et d’améliorer l’endurance à l’effort par une augmentation des capacités d’utilisation des lipides et 
une meilleure résistance à la chaleur.  
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Plusieurs effets de l’acclimatation à la chaleur sur le métabolisme énergétique sont établis. Une 

baisse du métabolisme de repos et la correction de la dépendance aux glucides à l’exercice sont 

communément admises. Par ailleurs, l’acclimatation pourrait augmenter la fonctionnalité 

mitochondriale notamment au travers des réponses transcriptionnelles cytoprotectrices. 

L’acclimatation à la chaleur interfère avec plusieurs processus du métabolisme mitochondrial 

avec de possibles effets biogéniques de la chaleur, d’altération de la mitophagie et 

d’amélioration du couplage mais avec encore très peu de données sur la fonctionnalité de ce 

phénotype de mitochondries « thermotolérante » (Figure 24). 

Si la tolérance à la chaleur est clairement augmentée par l’acclimatation, les bénéfices des 

modifications mitochondriales induites par l’acclimatation sur les adaptations métaboliques à 

l’entraînement en endurance demeurent incertains.  

2. Effet de l’entraînement en endurance
L’entraînement physique, particulièrement l’entrainement aérobie, est connu pour augmenter 

les capacités d’utilisation de l’oxygène et améliorer l’endurance à l’exercice. Il est clairement 

admis que le débit de consommation maximale en oxygène (�̇�O2max) est un marqueur majeur 

de la performance aérobie et qu’il peut être augmenté par l’entraînement en endurance (Coyle 

1999, Jacobs, Fluck et al. 2013, Montero, Cathomen et al. 2015, Montero and Lundby 2017).  

Des adaptations cardio-vasculaires et neuro-hormonales vont permettre cette augmentation des 

capacités aérobies. L’amélioration de �̇�O2max résulte des adaptations de l’appareil cardio-

vasculaire et hématologique. Le débit cardiaque maximal augmente au travers d’une 

amélioration du volume d’éjection systolique et d’une augmentation du tonus vagal. La réserve 

cardiaque augmente donc, accompagnée par une augmentation de la volémie. Ainsi, les 

capacités de prélèvement dans l’air ambiant, de transport et de distribution de l’O2 sont 

améliorées par l’augmentation des capacités de convection (volémie, inotropisme cardiaque, 

hématopoïèse). Au niveau musculaire, après entraînement en endurance, les capacités 

d’utilisation de l’O2 sont favorisées localement par la transition vers un phénotype métabolique 

oxydatif qui se caractérise notamment par une augmentation du nombre de mitochondries. Les 

capacités d’extraction musculaires de l’O2 augmentent également, impliquant la stimulation 

d’une angiogenèse qui permet de favoriser l’apport d’oxygène au muscle via une densité 

capillaire accrue. L’augmentation de �̇�O2max permet de diminuer l’intensité relative d’un 
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exercice réalisé à une intensité absolue donnée. Ainsi, le stress métabolique induit par cet 

exercice à intensité absolue donnée diminue. �̇�O2max n’est pas le seul déterminant de la 

performance. Les adaptations concernant l’utilisation des substrats énergétiques jouent 

également un rôle.  

a. Capacité oxydative et transition lipidique

L’endurance à l’exercice dépend notamment du profil d’utilisation des substrats glucidiques et 

lipidiques. L’épuisement des réserves en glycogène est un facteur limitant du maintien de la 

performance (Figure 25) (Saltin and Karlsson 1971). 

Figure 25. Déplétion du glycogène en fonction de la durée d’exercice, au cours d’un exercice de pédalage. 
Chaque courbe représente la déplétion moyenne en glycogène au sein du quadriceps des sujets, à une intensité 
d’exercice relative donnée (30 à 120% VO2max). La déplétion augmente avec l’intensité d’exercice. L’exercice est 
interrompu d’autant plus précocement que la déplétion est importante (Saltin and Karlsson 1971).  

La part des glucides augmente avec la puissance d’exercice, la contribution relative des glucides 

et des lipides évoluant en sens inverse en décrivant un point de croisement glucido-lipidique 



86 

qui correspond à la contribution égale des deux substrats dans la fourniture en énergie. 

L’entraînement aérobie permet d’augmenter la contribution des lipides à l’exercice, qui se 

traduit, dans le modèle de Brooks par un déplacement du point de croisement glucido-lipidique 

vers la droite (Brooks and Mercier 1994). L’augmentation du débit maximal d’oxydation des 

lipides chez les sujets entraînés participe à la prolongation de la durée d’exercice, en ralentissant 

la déplétion en glycogène (Holloszy and Booth 1976, Gollnick and Saltin 1982, Kiens, Essen-

Gustavsson et al. 1993).  

L’augmentation de la contribution relative des lipides induit une épargne des réserves 

glucidiques, autorisant le maintien d’un effort plus intense plus longtemps.  

b. Réponses mitochondriales à l’entraînement

L’entraînement permet d’induire l’augmentation de la masse et de la fonction mitochondriales 

(Hoppeler, Howald et al. 1985, Tonkonogi, Walsh et al. 2000, Daussin, Zoll et al. 2008, Meex, 

Schrauwen-Hinderling et al. 2010, Perry, Lally et al. 2010, Montero and Lundby 2017).  

Augmentation du contenu mitochondrial 

Il existe un lien entre l’augmentation du contenu mitochondrial et la performance aérobie. Les 

sujets endurants, avec un �̇�O2max élevé, ont une densité mitochondriale également élevée 

(Hoppeler, Luthi et al. 1973, Hoppeler, Howald et al. 1985, Weibel, Taylor et al. 1991). 

La biogenèse mitochondriale peut être étudiée du point de vue de l’expression des protéine 

mitochondrial, du contenu en mitochondries de la fonction respiratoire. Selon les 

caractéristiques d’entraînement, intensité relative, durée ou volume, les effets sur le pool 

mitochondrial seront différents. 

La synthèse des protéines mitochondriales a été peu étudiée mais semble augmentée par 

l’entraînement. Elle serait davantage dépendante de l’intensité relative d’exercice. Les 

entraînements à intensité absolue constante, par la diminution de l’intensité relative impliquée 

par les adaptations, ne permettraient pas d’induire une signalisation suffisante (Granata, 

Jamnick et al. 2018). Une augmentation de la synthèse des protéines mitochondriales 

n’implique néanmoins pas une augmentation du contenu mitochondrial d’autant plus que la 

dégradation protéique semble également augmentée à l’entraînement (Short, Vittone et al. 2004, 

Pikosky, Gaine et al. 2006).  

Plusieurs méthodes permettent d’étudier le contenu mitochondrial. Une méthode d’évaluation 

morphologique du contenu mitochondrial par microscopie électronique a été décrite. Elle 
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permet de mesurer la densité mitochondriale volumique (MitoVD), qui correspond au rapport 

entre le volume des mitochondries et le volume de la fibre musculaire. Bien que corrélée à la 

capacité oxydative du muscle (Figure 26) (Sjöström, Ängquist et al. 1982) et sensible à 

l’entraînement en endurance (Hoppeler, Howald et al. 1985, Montero, Cathomen et al. 2015), 

il existe des discordances concernant les effets de l’entraînement observés sur la MitoVD et 

ceux observés par l’activité de la CS (Figure 27) (Montero, Cathomen et al. 2015). Le contenu 

mitochondrial est, en effet, classiquement mesuré par l’activité de la CS (Larsen, Nielsen et al. 

2012).  

Figure 26. Relation entre densité volumique mitochondriale (MitoVD), capacité oxydative musculaire 

maximale (OXPHOS) (A) et débit maximal de consommation d’oxygène (V̇O2 max) (B). A : Il existe une 
corrélation entre MitoVD (en pourcentage du volume musculaire) et la capacité oxydative mitochondriale de fibres 
musculaires perméabilisées (OXPHOS (pmol O2. sec-1.mg-1). B : MitoVD est corrélée au V̇O2 max relatif à la 
masse (l.min-1.kg-1) (Lundby and Jacobs 2016).  

L’entrainement constitue un fort stimulus de l’activité de la CS (Svedenhag, Henriksson et al. 

1983, Jacobs, Esbjornsson et al. 1987, Spina, Chi et al. 1996, Jacobs, Fluck et al. 2013). Les 

effets sur le contenu en mitochondries semblent différer selon le type d’entraînement. En effet, 

l’augmentation de ce contenu semble davantage liée au volume d’entraînement qu’à l’intensité 

d’exercice (Svedenhag, Henriksson et al. 1983, Jacobs, Esbjornsson et al. 1987, Spina, Chi et 

al. 1996). Les réponses de l’activité de la CS ne sont pas observées pour des exercices supra 

maximaux en comparaison d’exercices à intensité plus modérée à volume de travail égal 

(Granata, Jamnick et al. 2018). L’activité CS est un marqueur largement reconnu de la masse 

mitochondriale même si l’absence de modification d’activité en réponse à l’entraînement a pu 
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être rapportée dans certaines études (Mogensen, Sahlin et al. 2007, Porter, Reidy et al. 2015). 

L’activité de la CS demeure la technique validée la plus utilisée et, en outre accessible, pour les 

laboratoires, pour la mesure d’un effet de l’entraînement sur la masse mitochondriale (Brown, 

Henriksson et al. 1989, Booth and Thomason 1991).  

Figure 27 Discordance entre densité mitochondriale et activité de la citrate synthase, dans l’évaluation du 
contenu mitochondrial en réponse à l’entraînement. A : Relation entre le volume d’entraînement (intensité 
relative à la puissance maximale d’exercice x durée de la séance x nombre de séances) et les modifications de la 
densité volumique mitochondriale (MitoVD) dans le vastus lateralis humain. B : Relation entre le volume 
d’entraînement et les modifications de l’activité Citrate Synthase induites par l’entraînement mesurée dans le 
vastus lateralis chez des hommes sains. (Granata, Jamnick et al. 2018).  

Les réponses sur le contenu mitochondrial à l’entraînement ne peuvent pas être définies 

uniquement par l’évolution du contenu mitochondrial mesurée par l’activité de la CS. En effet, 

la réponse du contenu mitochondrial, qu’elle soit mesurée par l’activité de la CS ou MitoVD, 

peut être dissociée de celle des capacités oxydatives mitochondriales (Jacobs, Siebenmann et 

al. 2012, Jacobs, Fluck et al. 2013, Montero, Cathomen et al. 2015). La mesure de la capacité 

respiratoire mitochondriale présente l’avantage de réaliser une évaluation fonctionnelle des 

capacités de phosphorylation oxydative en lien avec l’augmentation de la masse 

mitochondriale, sous-tendue par l’augmentation du contenu mitochondrial mais également par 

la fonctionnalité des mitochondries. Le niveau d’entrainement peut ainsi être caractérisé par la 

capacité respiratoire masse-spécifique mitochondriale (vitesse de consommation d’oxygène par 

les mitochondries rapportée à la masse de tissu). Plusieurs études montrent une augmentation 

de la capacité respiratoire mitochondriale pour une même quantité de tissu considéré (Zoll, 

Koulmann et al. 2003, Daussin, Zoll et al. 2008, Jacobs, Fluck et al. 2013). Cette augmentation 

B 
A 
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des capacités oxydatives nécessiterait, en outre, des intensités relatives importantes 

(Tonkonogi, Walsh et al. 2000, Walsh, Tonkonogi et al. 2001, Pesta, Hoppel et al. 2011) bien 

que le volume d’entraînement puisse néanmoins influer. En effet, pour des entrainements de 

même intensité relative, une augmentation de la capacité respiratoire mitochondriale a pu être 

observée pour des volumes plus importants, mais néanmoins à des intensités relatives élevées 

(Granata, Jamnick et al. 2018). En outre, les capacités oxydatives maximales du muscle 

semblent corrélées aux différences interindividuelles de capacités d’endurance (�̇�O2max, �̇�O2 

au seuil ventilatoire lactique) mais également à l’augmentation de la résistance à la fatigue après 

un entrainement par intervalles à haute intensité (HIIT) (Figure 28) (Zoll, Sanchez et al. 2002, 

Jacobs, Fluck et al. 2013). Ainsi, l’intensité relative d’entraînement est un puissant déterminant 

des capacités oxydatives maximales mitochondriales. Cet aspect est cohérent avec les 

recommandations concernant l’entrainement HIIT dans l’amélioration de �̇�O2max.  

Figure 28. Relation entre capacité oxydative musculaire (V̇max), débit de consommation d’oxygène à 

l’exercice. La respiration mitochondriale maximale (V̇max) est corrélée au débit maximal de consommation 
d’oxygène( V̇O2 max) et au débit de consommation d’oxygène au premier seuil ventilatoire (Zoll, Sanchez et al. 
2002). 

Fonctionnalité mitochondriale. 

Si contenu et capacité respiratoire mitochondriaux évoluent de manière parallèle, une 

dissociation entre ces variables est constatée dans certaines études. Les capacités oxydatives 

mitochondriales augmenteraient davantage que l’augmentation de contenu mitochondrial le 

laisserait prévoir (Montero, Cathomen et al. 2015, Granata, Oliveira et al. 2016, Granata, 

Oliveira et al. 2016, Meinild Lundby, Jacobs et al. 2018). Cette amélioration de la qualité des 

mitochondries qui pourrait se traduire par une augmentation de la respiration par unité 

mitochondriale, peut être mesurée par la vitesse de respiration mitochondriale spécifique 

(vitesse de respiration mitochondriale rapportée à un marqueur de la masse mitochondriale 
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comme l’activité citrate synthase). Ainsi, cette augmentation de la capacité mitochondriale 

spécifique est observée dans les exercices à haute intensité (Granata, Oliveira et al. 2016). Elle 

a également été rapportée chez les athlètes dans une comparaison avec des sujets moins 

entraînés(Jacobs and Lundby 2013).  

Ces adaptations mitochondriales permettent d’expliquer certaines caractéristiques de la réponse 

physiologique à l’entraînement aérobie. La transition lipidique pourrait être en partie expliquée 

par l’augmentation des capacités oxydatives mitochondriales (Gollnick and Saltin 1982, 

Yoshida, Jain et al. 2013). L’augmentation de la masse mitochondriale diminue le stress 

métabolique pesant sur les mitochondries, la demande en ATP étant répartie sur un plus grand 

nombre de mitochondries. Le métabolisme lipidique, dont la vitesse de phosphorylation 

oxydative est limitante, est en capacité de fournir le débit de renouvellement d’ATP pour des 

intensités d’exercice plus importantes (BergstrÖM and Hultman 1966). En outre, dans les 

entraînements à haute intensité type HIIT, une partie de l’augmentation de �̇�O2max semble liée 

à l’amélioration des capacités oxydatives mitochondriales (Jacobs, Fluck et al. 2013). En 

revanche, dans les exercices en endurance à intensité relative plus faible, les effets plus 

modestes et limités sur la chaine respiratoire ne semblent pas corrélés à une augmentation de �̇�O2max (Montero, Cathomen et al. 2015). Dans cette dernière étude, l’amélioration de la 

capacité aérobie maximale semblait d’avantage reposer sur les adaptations hématologiques. 

Cette observation est concordante avec le fait que la capacité respiratoire mitochondriale 

dépasse les capacités de transport en O2 de l’organisme. Dans ce type d’exercice modéré (50 à 

65% Wpeak, 60 min), les capacités mitochondriales, connues pour être supérieures aux capacités 

convectives dépendantes de l’appareil cardio-vasculaire (Boushel, Gnaiger et al. 2011), 

n’étaient pas limitantes pour l’utilisation de l’O2. En revanche, la réponse mitochondriale à 

l’entraînement en endurance se traduit plutôt par l’optimisation de l’utilisation des substrats 

lipidiques. La réponse mitochondriale s’adapte au stimulus d’entrainement. Elle repose sur une 

augmentation de son contenu et de sa fonctionnalité, dont l’impact sur la performance peut 

provenir de l’augmentation des capacités oxydatives maximales ou du débit d’utilisation des 

lipides  

c. Biogenèse mitochondriale

L’augmentation du contenu mitochondrial, en réponse à l’entraînement, met en jeu des 

régulations post-traductionnelles et l’activation transcriptionnelle de gènes d’intérêt pour la 

synthèse protéique et la formation des mitochondries (Mahoney, Parise et al. 2005). Le 
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processus de biogénèse mitochondriale est complexe car il requiert un protéome produit à partir 

des génomes mitochondrial et nucléaire. La première étape de signalisation est initiée par 

diverses perturbations homéostatiques induites par la contraction. La modification du cycle 

calcique, le renouvellement en ATP, la production d’ERO et la consommation en O2 vont 

induire l’activation des protéines kinases et phosphatases. Cette cascade d’activation aboutit à 

des modifications post-transcriptionnelles des protéines (Sakamoto and Goodyear 2002). Une 

variété de signaux physiques et métaboliques intramusculaires peut ainsi mettre en jeu 

différentes voies de signalisation telles AMPK, CaMKII, PKB et MAPKp38 activées par 

l’exercice, en fonction de l’intensité et de la durée de l’activité contractile (Figure 29) 

(Koulmann and Bigard 2006).  

 

Figure 29. Principaux signaux et leurs effecteurs induits par une activité musculaire prolongée (Koulmann 
and Bigard 2006).  

 

Ces kinases vont modifier l’état de phosphorylation de protéines impliquées dans la régulation 

transcriptionnelle et post-transcriptionnelle en modifiant la stabilité des ARN. Le facteur de 

transcription majeur de la biogenèse induite par l’entraînement, actuellement connu et le plus 

étudié, est PGC-1α (Figure 30). Son activité régulatrice a été démontrée dans plusieurs 

processus métaboliques : néoglucogenèse hépatique, thermogenèse du tissu adipeux brun, 

différentiation des fibres musculaires et biogenèse mitochondriale dans les muscles squelettique 

et cardiaque (Lin, Handschin et al. 2005) Son augmentation a été mise en évidence en réponse 

à différents types d’exercice (Baar, Wende et al. 2002, Pilegaard, Saltin et al. 2003, Akimoto, 

Pohnert et al. 2005, Jorgensen, Wojtaszewski et al. 2005, Russell, Hesselink et al. 2005). Des 



92 

 

études par surexpression du gène PGC-1α ont confirmé son rôle dans la résistance à la fatigue 

induite par un entraînement en endurance (Lin, Wu et al. 2002, Calvo, Daniels et al. 2008). 

PGC-1α participe à l’acquisition de capacités aérobies accrues. 

 

Figure 30. La biogenèse mitochondriale participe à la plasticité musculaire induite par l’exercice. L’activité 
contractile musculaire est associée à l’élévation du calcium intracellulaire, qui active la signalisation calcium 
dépendante (CaMK : calcium/calmodulin dependent protein kinase), et une augmentation du turn-over en ATP, 
qui entraîne l’activation de l’AMP-activated protein kinase (AMPK). Ces signaux vont stimuler la transcription 
en interagissant avec le facteur de transcription peroxisome proliferator activated-receptor-γ coactivator-1α (PGC-
1α). PGC-1α régule l’expression de son propre gène et des facteurs de transcription (NRF-1 et 2 : nuclear 
respiratory factor-1 et 2) qui contrôlent la transcription de gènes codant des protéines mitochondriales 
(NUGEMPS : nuclear genes encoding litochondrial proteins) et, via Tfam (mitochondrial transcription factor A) 
NEMPS :nuclear encoded mitochondrial proteins). Tfam régule également la synthèse des 13 protéines, dont la 
sous-unité 1 de la cytochrome c oxydase (COX I), encodées par le génome mitochondrial (mtDNA). La 
coordination des génomes mitochondrial et nucléaire permet d’assurer la biogenèse mitochondriale.  Les processus 
de fusion, sous l’influence de mitofusin-2 (MFN-2), et de fission, sous l’influence de FIS-1 notamment, agissent 
sur la morphologie des mitochondries et le reticulum mitochondrial. Le niveau de production de ROS (espèces 
radicalaires de l’oxygène), lié au potentiel de membrane, peut activer le processus d’apoptose par ouverture du 
port de modification de perméabilité mitochondriale (Hood, Irrcher et al. 2006). La libération de cytochrome C et 
de facteur d’induction d’apoptose (AIF) par mtPTP déclenche l’apoptose. La production de ROS peut être réduite 
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par l’activité des UCP-3 (uncoupling protein-3) qui diminue le potentiel de membrane. La protéin p53, directement 
et par BAX, facilite le processus d’apoptose. SIRT-1 inhiberait la voie du p53.(Hood, Irrcher et al. 2006)  

Ce facteur est même suffisant pour induire une biogenèse mitochondriale, comme le montrent 

plusieurs expériences de surexpression de PGC-1α sur culture cellulaire ou souris (Wu, 

Puigserver et al. 1999, Lehman, Barger et al. 2000, Lin, Wu et al. 2002, Russell, Mansfield et 

al. 2004). En revanche, il n’est pas le seul facteur d’adaptation à l’entrainement en endurance 

même si une dysfonction de PGC-1α induit certaines défaillances qui ne peuvent pas être 

compensées. Lorsque l’expression du gène PGC-1α est inactivée, des altérations de la capacité 

aérobie et de la résistance à la fatigue sont observées. L’inactivation du gène se traduit par des 

mitochondries plus petites avec des altérations dans le contenu protéique, notamment de la 

chaine respiratoire mitochondriale. La respiration mitochondriale parait également altérée 

(Leone, Lehman et al. 2005). Cependant, l’inactivation de PGC-1α n’empêche pas l’induction 

par l’entraînement en endurance d’une activité transcriptionnelle et d’une augmentation du 

contenu en protéines mitochondriales de la chaine respiratoire mitochondriale (Leick, 

Wojtaszewski et al. 2008).  

 

Figure 31. Activation par l’exercice du remodelage mitochondrial. L’exercice stimule la biogenèse en activant 
la voie PGC-1α et l’expression des signaux d’aval (NRF1/2 et TFAM). Les nouvelles mitochondries saines (en 
vert) fusionneraient avec les mitochondries vieillissantes altérées (en rouge). Ces mitochondries pourraient 
provenir de la fission du reticulum mitochondrial. L’exercice stimulerait la fusion (OPA1, MFN 1 et 1) et la fission 
(DRP1 et MFF1) des mitochondries. Les mitochondries altérées, avec possiblement une altération de leur potentiel 
de membrane, entreraient dans le processus d’autophagie, par la mise en jeu de MAPILC3, PINK/PARKNIN/p62, 
NIX/BNIP3 et FUNDC1. En parallèle, l’exercice pourrait favoriser la formation du phagosome, via ULK1 et 
BECLIN1, qui va phagocyter la mitochondrie altérée. (Drake, Wilson et al. 2016) 
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d.  Remodelage mitochondrial 

L’entraînement en endurance pourrait améliorer la fonctionnalité mitochondriale sans 

augmenter le contenu en mitochondries, mais en induisant des modifications qualitatives au 

travers du renouvellement mitochondrial. Les processus de fusion-fission et de mitophagie 

permettraient d’améliorer, dans son ensemble, le reticulum mitochondrial et, individuellement, 

le maintien de la qualité de la mitochondrie (Figure 31). 

L’exercice induirait une augmentation de la fusion et de la fission mitochondriale (Figures 

32 et 33) (Cartoni, Leger et al. 2005, Ding, Jiang et al. 2010). La fusion correspond à la jonction 

entre deux mitochondries de la double membrane mitochondriale (IMM : membrane 

mitochondriale interne ; OMM membrane mitochondriale externe) (Karbowski, Arnoult et al. 

2004). Elle met en jeu des protéines de fusion GTPases, les mitofusin 1 et 2 (MFN1, MFN2) 

pour OMM et optic atrophy (OPA1) pour IMM. La mise en jeu des MFN serait sous le contrôle 

de PGC-1α (Cartoni, Leger et al. 2005, Chen, Chomyn et al. 2005). Les connaissances de ces 

mécanismes, in vitro, demandent à être confirmées. La fusion permet de réparer une 

mitochondrie et présuppose donc que la mitochondrie partenaire est « métaboliquement saine ». 

Le processus participe ainsi au contrôle de la qualité des mitochondries (Eisner, Lenaers et al. 

2014). La fission correspond à la fragmentation de la mitochondrie et serait également activée 

par l’exercice (Pagano, Py et al. 2014). Elle fait intervenir une autre GTPase, la dynamin-related 

protein (DRP-1) qui se fixe à la mitochondrie détériorée à la suite de la dépolarisation d’OMM 

(Smirnova, Shurland et al. 1998, Mozdy, McCaffery et al. 2000, James, Parone et al. 2003). 

Déclenchée par la perte de potentiel de membrane, la fission permet à la mitochondrie de se 

séparer d’une partie défectueuse. Le fragment entre alors dans le processus d’autophagie. 

L’activation par l’exercice de ces deux mécanismes se comprend dans un processus de 

renouvellement afin de maintenir ou améliorer le contenu mitochondrial à la suite d’un stress 

métabolique. La stimulation de la fission permet d’éliminer les parties endommagées et la 

fusion de synthétiser de nouvelles. D’ailleurs, d’une manière générale le processus de biogenèse 

s’appuie sur une synthèse à partir des mitochondries existantes plutôt que d’une synthèse de 

novo (Ryan and Hoogenraad 2007). L’entraînement induirait une augmentation des 

processus de fusion et une diminution de la fission, favorisant les mitochondries de plus 

grande taille (Figure 33). 
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Figure 32. L’exercice stimule la mitophagie et la biogenèse mitochondriale. L’activation de l’AMPK 
stimulerait la biogenèse mitochondriale et le flux mitophagique. AMP : adenosine monophosphate, AMPK : 5′ 
adenosine monophosphate-activated protein kinase, ATP : adenosine triphosphate, BNIP3 : BCL2 (B cell lymphoma 

2)/adenovirus E1B 19 kDa protein-interacting protein 3, FOXO 1/3a : forkhead box O1/3a,FUNDC1 : FUN14 domain 

containing 1, GSSG : glutathion oxydée, GSH :glutathion réduite, LC3 : light chain 3 protein, NIX : Nip3-like protein X (NIX), 

NRF1 : nuclear respiratory factor 1, PGC-1α : peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator 1-alpha, 

PINK 1: PTEN-induced putative kinase 1, RNS : espèces radicalaires de l’azote, ROS : espèces radicalaires de l’oxygène, 
SIRT1 : sirtuin1, TFAM : mitochondrial transcription factor A, TFEB : transcription factor EB, ULK1 : unc-51-like autophagy 

activating kinase 1. P : phisphorylation, SSG :glutathionylation; Ub : ubiquitination 

 

Les mitochondries, partiellement altérées ou entièrement défectueuses, sont détruites par 

autophagie. L’exercice stimulerait le processus d’autophagie (He, Bassik et al. 2012, Lira, 

Okutsu et al. 2013, Laker, Xu et al. 2014, Lo Verso, Carnio et al. 2014, Pagano, Py et al. 2014). 

Ce processus catabolique est appelé mitophagie lorsqu’il concerne la mitochondrie. Le ciblage 

des mitochondries endommagées implique la stabilisation membranaire de PINK1 (PTEN-

induced putative kinase-1) La dépolarisation membranaire interrompt l’internalisation de 

PINK1 et sa dégradation dans la mitochondrie, en conditions basales (Jin, Lazarou et al. 2010). 

L’accumulation de PINK permet la fixation de PARKIN et l’ubiquitination de protéines de la 

mitochondrie, notamment MFN1 et 2 (Chen and Dorn 2013). Cette étape permet de faciliter la 

fragmentation mitochondriale et l’expression de récepteurs LIR qui vont permettre la fixation 
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du phagosome (Geisler, Holmstrom et al. 2010). La mitophagie implique également la 

formation d’un autophagosome, à la suite d’une cascade d’activation aboutissant à la formation 

d’un complexe ULK1/ATG13/FIP200 dont l’interaction avec AT G6 qui va permettre la 

formation de la membrane du phagosome (Birgisdottir, Lamark et al. 2013). L’élongation et la 

fermeture du phagosome autour de la mitochondrie dépend notamment d’une protéine 

(MAP1LC-3) qui est également impliquée dans la fixation du phagosome à la mitochondrie 

(Hosokawa, Hara et al. 2009). Le phagosome fusionne ensuite avec un lysosome, aboutissant à 

la destruction du contenu (Yu and Long 2015). L’entraînement permettrait d’améliorer la 
qualité des mitochondries en stimulant la mitophagie via l’inhibition de mTORC1 par 

AMPK (Egan, Shackelford et al. 2011). Les effets de l’exercice, unique ou répété, sur les 

processus autophagiques demeurent mal connus. L’exercice aigu diminuerait la protéine 

PARKIN et l’entraînement augmenterait la transcription de PINK, ce qui irait dans le sens d’une 

augmentation de l’autophagie (consommation de PARKIN et augmentation des stocks de 

PINK). Plus globalement, les effets de l’entraînement sur les mécanismes d’autophagie se 

caractériseraient par une augmentation de l’autophagie basale (clairance mitochondriale élevée) 

et des capacités d’autophagie, améliorant le flux autophagique en cas de stress. L’expression 

de gènes en relation avec l’autophagie ainsi que des marqueurs du flux autophagique en lui-

même (augmentation de MAP1LC3 par exemple) semblent en effet augmentés. Cet effet de 

l’entraînement serait médié par PGC-1α (Lira, Okutsu et al. 2013). 

 

Figure 33. L’entraînement inhibe la fission et stimule la fusion des mitochondries. L’exercice induit des 
modifications post-traductionnelles qui moduleraient l’activité de DRP1, MFN 1 et 2 et OPA1 et, par conséquent, 
les processus de fusion et fission. A : L’exercice influence le profil de phosphorylation de DRP1 induisant une 
inhibition de la fission (phosphorylation de ser637 et déphosphorylation de ser616). L’activation d’AKAP1 inhibe 
l’interaction entre DRP1 et FIS1. B l’exercice induit une augmentation des niveaux de protéines de fusion MFN 1 
et 2 et OPA1. L’exercice génère la production de glutathion oxydée (GSSG) qui favorise l’action des MFN. Enfin, 
la stabilisation de PINK induit une phosphorylation de MFN2. AKAP1 : A kinase anchor protein 1, DRP1 : 
Dynamin-related protein 1, FIS 1: fission 1, MFN: mitofusin, OPA 1: optic atrophy 1 

 

A B 
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In fine ces mécanismes, qui permettent d’accélérer le renouvellement mitochondrial, sont un 

moyen de contrôler les qualités mitochondriales mais peut-être aussi d’augmenter la plasticité 

mitochondriale à l’exercice. Il semble que l’accélération de la mitophagie, induite par 

l’entraînement, améliorerait l’efficience mitochondriale (Lo Verso, Carnio et al. 2014). Cela 

permet également d’optimiser le réticulum mitochondrial (Vollestad and Blom 1985). Un 

intérêt de ce réseau est d’optimiser la circulation de l’énergie au sein de la cellule. La fusion 

favoriserait le couplage électrique par une coopération entre les mitochondries situées dans les 

zones riches en O2 et celles plus reculées, améliorant ainsi l’équilibre global du potentiel 

membranaire du réseau (Janssen, Heymsfield et al. 2000, Youle and Van Der Bliek 2012).  

Le remplacement des protéines ou mitochondries altérées pourraient ainsi améliorer la qualité 

des mitochondries et, subséquemment leur fonction, sans augmenter le contenu protéique ou 

mitochondrial. Plusieurs observations peuvent étayer cette hypothèse (Mai, Muster et al. 2012). 

La composition protéique de la membrane mitochondriale pourrait être modifiée, comme c’est 

d’ailleurs observé à la chaleur. Ainsi, la modification de la forme des crêtes mitochondriales 

participerait à la stabilité de l’intégrité de la CRM, favorisant une meilleure efficience du 

transfert d’électrons (Cogliati, Frezza et al. 2013, Cogliati, Enriquez et al. 2016). La question 

d’un effet de l’entraînement sur l’ultrastructure des crêtes mitochondriales et son implication 

sur le couplage demeurent en suspens.  

e.  Plasticité mitochondriale 

La plasticité mitochondriale ne repose pas uniquement sur le contenu enzymatique et la densité. 

L’entraînement aérobie permet d’améliorer l’efficience respiratoire mitochondriale, qui est 

notamment évaluée par le RCR, qui exprime le rapport entre la capacité respiratoire maximale 

de OXPHOS (état 3) et la capacité respiratoire minimale résiduelle liée à la fuite de protons 

(état 4). Plusieurs études montrent que ce ratio est augmenté sous l’effet de l’entraînement 

(Tonkonogi, Walsh et al. 2000, Zoll, Sanchez et al. 2002, Pesta, Hoppel et al. 2011).  

De plus, il semble que l’entraînement altère différemment l’oxydation mitochondriale selon le 

substrat utilisé, au travers de la chaine respiratoire mitochondriale. Ainsi un entraînement en 

endurance comprenant des séances de HIIT induirait une amélioration de la capacité 

d’oxydation des acides gras (Pesta and Gnaiger 2012, Jacobs, Fluck et al. 2013, Montero, 

Cathomen et al. 2015). En effet, l’accroissement de la densité mitochondriale s’est accompagné 

d’une augmentation plus importante de la capacité de la chaine de transfert d’électrons pour 
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l’oxydation des lipides, dépendante des flavoprotéines (ETF : electron transfer flavoprotein), 

que de la capacité de la chaine de transfert d’électron complète (du Complexe I au Complexe 

V)(Pesta, Hoppel et al. 2011). L’entrainement aérobie peut ainsi induire une augmentation des 

capacités d’oxydation des lipides, en lien avec une adaptation qualitative mitochondriale, 

comme le confirment d’autres études (Jacobs, Fluck et al. 2013, Montero, Cathomen et al. 

2015). De plus, cette augmentation de la vitesse d’oxydation des AG est associée à une 

augmentation de la phosphorylation oxydative. Comme le montre Pesta, via le calcul du RCR 

pour l’octanoyl-carnitine, la phosphorylation oxydative (reflétée par l’état 3) a davantage 

augmenté (91%) que la respiration liée à la fuite de protons résiduelle (état 4). Ainsi, lorsque 

cette respiration mitochondriale est rapportée au contenu mitochondrial (activité de la CS par 

exemple), Pesta observe que le couplage de la phosphorylation oxydative à l’activité de la CRM 

est augmenté par l’entraînement, pour l’oxydation de l’acide gras. L’augmentation des 

capacités oxydatives des acides gras, reposant sur ETF, se traduit donc par une augmentation 

de la phosphorylation de l’ADP (Pesta, Hoppel et al. 2011). Au total, plusieurs adaptations 

qualitatives peuvent concourir à améliorer la fonctionnalité mitochondriale et participer à une 

plasticité substrat-spécifique. Outre une adaptation sélective de certains complexes de CRM, 

l’efficience mitochondriale peut s’observer avec une variation du couplage pour un substrat 

donné. 

Cependant, si l’efficience mitochondriale semble augmenter à l’entraînement et se traduire par 

une optimisation de l’oxydation des lipides, les observations des effets de l’entraînement sur le 

couplage mitochondrial de l’oxydation des lipides, demeurent contradictoires. Il semble assez 

bien établi qu’un découplage de la respiration mitochondriale puisse être induit par les acides 

gras (Skulachev 1991, Wojtczak and Schonfeld 1993, Skulachev 1998). Il n’est pas clairement 

établi, en revanche, si le découplage induit par l’entraînement provient d’une altération accrue 

de l’efficience des mitochondries ou d’un effet additif du découplage inhérent à l’augmentation 

du contenu mitochondrial. Dans l’étude de Pesta, l’augmentation du découplage alléguée à 

l’entrainement n’est plus retrouvée lorsque les vitesses de respiration sont corrigées par le 

contenu mitochondrial. La respiration mitochondriale spécifique, liée au découplage, diminue 

même, amenant les auteurs à conclure en une amélioration du couplage (Pesta, Hoppel et al. 

2011). Cette observation sur fibres perméabilisées est cohérente avec les résultats d’une étude 

ultérieure de Zoladz (Zolaz 2016) et qui retrouvait également une amélioration du couplage en 

pyruvate et en succinate sur mitochondrie isolée et de fait indépendant de la masse 

mitochondriale. D’autres études, en revanche, suggèrent une augmentation du découplage 
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mitochondrial aux acides gras (Tonkonogi, Walsh et al. 2000, Befroy, Petersen et al. 2008, 

Pesta, Hoppel et al. 2011). Contrairement aux travaux de Pesta, Tonkonogi montre que 

l’entraînement augmente la sensibilité du découplage mitochondrial aux lipides. Dans cette 

étude, la respiration liée à la fuite de protons, rapportée au contenu mitochondrial, augmentait 

après entraînement (Tonkonogi, Krook et al. 2000). De même Befroy & al (Befroy et al. 2008) 

montrent que l’oxydation mitochondriale au repos était augmentée dans les muscles de sujets 

entraînés par rapport à des sédentaires, alors que la synthèse d’ATP n’était pas augmentée. Ce 

découplage a été mis en évidence in vivo par des techniques d’imagerie à résonnance 

magnétique couplée à l’injection de traceurs marqués. La vitesse d’oxydation était évaluée à 

partir de la vitesse de fonctionnement du cycle de Krebs (par le débit d’inclusion d’acétate 

marqué VTCA) et rapportée à la vitesse de phosphorylation de l’ATP (incorporation de P 

marqué VATP). La diminution du rapport VATP/VTCA, bien qu’étant une mesure indirecte, 

suggère une augmentation du découplage de OXPHOS, en condition de repos. Néanmoins, 

l’expérimentation de Befroy est une des seules études réalisées in vivo sur la fonctionnalité 

mitochondriale, alors que les études in vitro évaluent les capacités minimales et maximales de 

fonctionnement mitochondrial avec des concentrations en substrats supra-physiologiques. Il 

semble que l’augmentation du découplage de la phosphorylation oxydative soit une 

conséquence de l’entrainement en endurance et participe même à ses effets bénéfiques.  

L’augmentation du découplage de l’oxydation des acides gras serait une réponse physiologique 

de l’entraînement dont le rôle demeure encore mal connu. Plusieurs hypothèses peuvent être 

proposées. L’augmentation du métabolisme basal permettrait, par un couplage plus rapide, de 

faciliter l’adaptation du métabolisme oxydatif lipidique aux demandes en ATP. Le découplage 

augmenté de l’oxydation des AG utiliserait davantage le gradient de protons et donc 

préviendrait la production d’ERO en diminuant le potentiel de membrane. Certaines 

observations en ce sens, ne montreraient pas d’augmentation des capacités antioxydantes à la 

suite d’un entrainement malgré l’augmentation des capacités aérobies (Tonkonogi, Walsh et al. 

2000). Le découplage serait également impliqué dans l’amélioration de l’insulino-sensibilité 

induite par l’entraînement (Phielix, Meex et al. 2012).  

Plusieurs mécanismes ont été suggérés pour expliquer ce découplage. Les UCP pourraient être 

un mécanisme de régulation du métabolisme lipidique et énergétique. Dans des situations de 

disponibilité accrue en acides gras, telles que l’exercice ou l’entraînement, une augmentation 

de transcription des UCP a été mise en évidence (Weigle, Selfridge et al. 1998, Schrauwen, 

Hoppeler et al. 2001, Schrauwen, Hesselink et al. 2002). De plus, il a été montré que les acides 
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gras pouvaient induire un découplage de la phosphorylation oxydative médié par UCP. En 

outre, dans la même étude, il apparaissait que la diminution du stress oxydatif observé avec les 

acides gras, faisait intervenir un découplage médié par les UCP (Jarmuszkiewicz, Woyda-

Ploszczyca et al. 2015). Néanmoins, l’implication des UCP dans le découplage aux AG n’est 

pas retrouvée dans toutes les études (Tonkonogi, Krook et al. 2000), d’autant plus que le lien 

entre UCP et entrainement reste à confirmer, la transcription UCP pouvant être induite ou le 

contenu protéique diminué selon l’étude considérée (Pilegaard, Ordway et al. 2000, Schrauwen, 

Saris et al. 2001).  

L’effet de l’entraînement sur le découplage pourrait également être médié par l’échangeur 

mitochondrial ATP/ADP (ANT1) dont le contenu est augmenté de manière importante par 

l’entraînement (Fernstrom, Tonkonogi et al. 2004). Il a été observé que cette protéine pouvait 

également transporter les acides gras à travers la membrane mitochondriale (Andreyev, 

Bondareva et al. 1989, Skulachev 1991). Ainsi, l’ANT1 serait impliquée dans les processus de 

fuite de protons et de découplage induit par les AG (Simonyan and Skulachev 1998, Brand 

2005, Brand, Pakay et al. 2005). Sparks a notamment montré une augmentation du découplage 

aux AG liée à l’entrainement (entraîné vs sédentaire), corrélée à l’activité de ANT1. En outre, 

les auteurs reliaient cet effet découplant à l’effet insulino-sensibilisant de l’entraînement 

(Sparks, Gemmink et al. 2016).  

Les effets métaboliques de l’entraînement pourraient également être médiés par une 

amélioration du transport des acides gras. Plusieurs études démontrent une augmentation de 

l’expression de transporteurs notamment CPT1 et CD36. L’entrainement en endurance s’est 

accompagné d’une augmentation de l’expression de CD36 et CPT1A que la biogenèse seule ne 

peut expliquer. L’entraînement a induit une augmentation des capacités de transport en acides 

gras, en parallèle de la biogenèse. (Zoladz, Koziel et al. 2017).  

Au total, des modifications qualitatives mitochondriales semblent donc supporter l’hypothèse 

d’un effet de l’entraînement ciblant particulièrement l’oxydation des lipides. L’amélioration 

des capacités oxydatives globales et du contenu mitochondrial participent à l’augmentation des 

capacités oxydatives des lipides. Cependant une sensibilité différente des complexes de la CRM 

et un découplage aux AG induit par l’entraînement pourrait participer aussi à une facilitation 

de l’oxydation des lipides au regard des glucides.  
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OBJECTIFS 

La réponse de la balance glucido-lipidique à la chaleur, lors d’une exposition unique ou après 

acclimatation à la chaleur, est essentiellement envisagée, dans la littérature, du point de vue de 

l’utilisation des glucides. Si l’exposition aiguë à la chaleur induit une augmentation de 

l’utilisation des glucides, l’utilisation moindre des lipides, en miroir, qui ne parait pas provenir 

d’une diminution de leur disponibilité, interroge sur le rôle éventuel d’une altération de 

l’oxydation des lipides. L’exposition aiguë à la chaleur pourrait induire un stress oxydatif et des 

altérations mitochondriales diminuant l’efficience mitochondriale, dont il est logique de déduire 

que le métabolisme lipidique, plus complexe, puisse être prioritairement impacté. Les études in 

vivo ne permettent pas d’identifier une altération du métabolisme lipidique et les études ex vivo 

ont essentiellement été réalisées en condition standard à 22°C ou n’étaient pas conçues pour 

l’évaluation de l’oxydation des lipides.  

D’autre part, si l’acclimatation à la chaleur permet de diminuer la dépendance du métabolisme 

énergétique aux glucides, le rôle des adaptations mitochondriales et leurs conséquences 

éventuelles sur une amélioration de l’oxydation des lipides n’ont pas été étudiés. Pourtant, il 

semble que l’entrainement en endurance et l’acclimatation à la chaleur induisent certaines 

réponses adaptatives similaires. L’acclimatation à la chaleur pourrait avoir un effet sur la 

biogenèse mitochondriale et le remodelage des mitochondries, avec un retentissement sur 

l’efficience mitochondriale. Malgré le rôle majeur des lipides dans la fourniture d’énergie au 

cours de l’exercice prolongé, les effets de l’exposition à la chaleur sur l’oxydation des lipides 

demeurent peu étudiés. 

Nous formulons l’hypothèse que lors de l’exposition aiguë à la chaleur, l’augmentation de 

l’utilisation des glucides serait au moins en partie liée à une altération de l’oxydation des lipides. 

De plus, l’acclimatation à la chaleur, tout comme l’entraînement en endurance, serait de nature 

à restaurer le niveau d’oxydation des lipides. Nous avons donc proposé un travail articulé en 

deux axes principaux d’étude pour répondre à cette hypothèse.  

Objectif 1 : L’élévation de la température altère-t-elle de manière différentiée l’oxydation 
des substrats glucidiques et lipidiques par la mitochondrie ? 

Nous nous sommes proposés d’étudier les effets de la chaleur sur la fonctionnalité 

mitochondriale au travers de trois objectifs secondaires.  
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Existe-t-il une altération de la respiration mitochondriale spécifique pour l’oxydation des 

acides gras à la chaleur, en comparaison de l’oxydation des glucides ?  

L’exposition aiguë à la chaleur induit une transition du métabolisme énergétique à l’exercice 

vers l’utilisation des glucides aux dépens des lipides. Elle induirait également une augmentation 

de la concentration systémique des acides gras. De plus il n’existe pas d’argument pour une 

limitation de l’entrée des acides gras dans la fibre musculaire. Ainsi, la disponibilité en substrats 

lipidiques ne parait pas limitante pour le métabolisme mitochondrial. Notre hypothèse est que 

l’exposition aiguë à la chaleur pourrait induire une altération de l’efficience mitochondriale 

pour l’oxydation des lipides en particulier. Nous nous sommes proposés d’étudier, par une 

technique de respiration mitochondriale sur fibres perméabilisées, l’effet de la température sur 

l’oxydation mitochondriale du pyruvate et du palmitoyl-CoA, deux substrats physiologiques 

représentatifs de la voie glucidique et lipidique. 

L’altération de l’efficience mitochondriale pour l’oxydation des lipides, induite par 

l’exposition aiguë à la chaleur, met-elle en jeu un découplage mitochondrial médié par les 

UCP ? 

L’altération spécifique de l’oxydation des acides gras induite par l’exposition aiguë à la chaleur 

pourrait provenir d’un découplage de la phosphorylation oxydative. Parmi les hypothèses 

pouvant expliquer une telle altération, l’étude du rôle des uncoupling proteins (UCP), du fait 

de leur implication dans les situations de disponibilité accrue aux acides gras et de leur rôle 

putatif dans la régulation du métabolisme énergétique et la protection contre la lipotoxicité, 

nous a paru pertinente. Nous avons opté pour une approche originale du rôle de ces UCP en 

couplant les mesures de respiration mitochondriale à un inhibiteur des UCP, le GTP (guanosine 

triphosphate), permettant une analyse fonctionnelle de ce découplage.  

L’altération de l’efficience mitochondriale est-elle corrélée à la production d’un stress 

oxydatif induit par l’exposition aiguë à la chaleur ?  

La réalité d’un stress oxydatif et d’altérations mitochondriales lors d’une exposition à des 

températures élevées physiologiques demeure controversée. L’originalité de cette approche a 

été de mesurer par spectrométrie la production d’espèces radicalaires de l’oxygène dans des 

conditions similaires en température et en substrat à celles retrouvées en respiration 

mitochondriale.  
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Objectif 2 : L’acclimatation à la chaleur induit-elle des réponses synergiques sur les 

adaptations mitochondriales induites par l’entraînement ?  

Nous avons émis l’hypothèse que l’acclimatation à la chaleur pourrait potentialiser les 

adaptations mitochondriales induites par l’entraînement, sur la biogenèse et/ou sur les capacités 

d’oxydation des acides gras. Nous avons étudié les effets séparés et combinés d’une 

acclimatation à la chaleur et d’un entrainement en endurance sur les adaptations métaboliques 

et mitochondriales au sein d’un muscle squelettique oxydatif lent (soleus) de rats.  

L’acclimatation à la chaleur permet-elle de favoriser les réponses mitochondriales induites 

par un entraînement aérobie sur l’oxydation des acides gras et des glucides ? 

Certaines études ont montré que l’acclimatation à la chaleur avait des effets sur la fonction 

mitochondriale qui pourraient favoriser l’utilisation des lipides. Si les effets de l’entraînement 

sur la capacité d’oxydation des lipides sont bien connus, en revanche, les effets de l’exposition 

répétée ou prolongée à la chaleur n’ont été envisagés que du point de vue de l’utilisation des 

glucides. Comme montré précédemment, les effets de la chaleur pourraient affecter le couplage 

de la phosphorylation oxydative mitochondriale différemment selon le substrat utilisé. Ainsi, 

parmi les réponses liées à l’entraînement en endurance, l’augmentation des capacités 

d’oxydation et de découplage pour les acides gras pose la question des conséquences de 

l’interaction avec une exposition répétée à la chaleur sur le métabolisme oxydatif des acides 

gras. Nous nous sommes proposés de comparer les effets séparés et combinés d’une exposition 

répétée à la chaleur et d’un entraînement aérobie sur la fonctionnalité mitochondriale. Nous 

avons comparé les capacités de respiration et le couplage pour l’oxydation d’un substrat 

glucidique et d’un substrat lipidique dans des muscles extraits d’animaux de quatre groupes 

(témoins, acclimatés à la chaleur, entraînés, acclimatés et entraînés), afin de mettre en évidence 

une éventuelle potentialisation des effets de l’entraînement par l’acclimatation à la chaleur sur 

les capacités oxydatives mitochondriales.  

Les effets de l’acclimatation à la chaleur et leur interaction avec les effets d’un entraînement 

aérobie sont-ils sous-tendus par des mécanismes impliquant un remodelage mitochondrial et 

une adaptation du phénotype métabolique musculaire? 

L’entraînement en endurance est connu pour induire une augmentation du contenu 

mitochondrial, voire des modifications qualitatives de nature à améliorer l’efficience 
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mitochondriale, permettant d’augmenter les capacités oxydatives musculaires. Les processus 

de remodelage mitochondrial pourraient également constituer une cible des effets de 

l’acclimatation à la chaleur. L’acclimatation à la chaleur pourrait induire des réponses 

mitochondriales caractérisées par une augmentation de la biogenèse mitochondriale et des 

modifications de la chaîne respiratoire mitochondriale. En outre, des adaptations cellulaires 

permettent d’augmenter la résistance à la chaleur (thermotolérance) et pourraient préserver la 

fonctionnalité mitochondriale à la chaleur. Ainsi les réponses mitochondriales induites par 

l’acclimatation à la chaleur pourraient induire des adaptations similaires à un entraînement en 

endurance et donc se traduire par des améliorations de l’endurance à l’effort. L’exposition 

prolongée à la chaleur pourrait potentialiser les effets d’un entraînement en endurance sur le 

métabolisme oxydatif. Nous proposons donc d’étudier, en parallèle de la fonctionnalité 

mitochondriale, la plasticité musculaire et mitochondriale à ce double conditionnement 

(acclimatation à la chaleur et entrainement aérobie). Nous avons comparé le contenu protéique 

en différents acteurs impliqués dans les métabolismes glucidique et lipidique, la respiration 

mitochondriale et le renouvellement des mitochondries, afin de préciser les mécanismes sous-

jacents des réponses mitochondriales à l’acclimatation, et identifier d’éventuels mécanismes 

d’action synergique entre entraînement en endurance et acclimatation à la chaleur.  
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TRAVAIL EXPERIMENTAL 

 Méthode d’exploration commune aux deux études 

1. Principes de la mesure de la respiration mitochondriale 

a. Généralités  

L’oxygraphie est une technique de mesure de la quantité d’oxygène dissous en milieux gazeux 

ou liquide. Elle permet d’évaluer la respiration cellulaire et peut être réalisée sur mitochondries 

isolées, culture cellulaire ou tissu.  

L’oxygène dissous peut être mesurée par trois méthodes différentes : chimique, optique ou 

électrochimique. 

La méthode chimique utilise le caractère réactif de l’oxygène. Une succession de réactions 

produit de l’iode, dosable avec précision. C’est la méthode de référence pour valider les mesures 

des sondes. Les mesures en continu ne sont pas possibles avec cette méthode.  

La méthode optique utilise le phénomène de fluorescence. Sous l’effet d’une diode, les 

molécules d’oxygène ou une molécule fluorescente (photophore) sont excitées par des photons. 

La désexcitation de l’oxygène va libérer des photons rouges et entraîner une fluorescence 

proportionnelle à la concentration en oxygène dissous. Dans le cas du photophore, ce dernier 

cède les photons à l’oxygène. La fluorescence sera alors inversement proportionnelle à la 

concentration en O2 (phénomène d’extinction). Ce type d’appareil ne nécessite pas de 

calibration et est indépendant de la salinité et de la température du milieu. 

La méthode électrochimique utilisant la conversion en signal électrique de la teneur en O2 via 

une électrode (polarographie) est la méthode utilisée dans notre travail. 
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b. Mesure par polarographie : Electrode Clark  

 

Figure 34. Electrode de Clark. 

 

Cette électrode (Figure 34) mise au point par le Pr. Leland CLARK en 1953, est constituée 

d’une cathode de platine et d'une anode circulaire en argent, entre lesquelles circule un courant 

de 0,7 V. Elle utilise le potentiel d'oxydoréduction de l’O2 /H2O (ε = 0,81 V). L’oxygène dissous 

est ionisé au niveau de la cathode (réaction 1) alors que l’anode en argent est oxydée.  

O2 + 4 H+ + 4 e- → 2 H2O (Eq1)  

4 Cl- + 4 Ag → 4 AgCl + 4 e- (Eq2) 

L’oxygène est réduit en eau en captant les électrons émis à l’anode. Le courant créé par la 

circulation d’électrons entre les deux électrodes est proportionnel à la concentration en 

oxygène. L’électrode, dans le bain d’électrolytes, est séparée du milieu de mesure par une 

membrane perméable à l’O2 mais imperméable à l’eau. La mesure dépend de la vitesse de 

diffusion de l’O2 à travers la membrane. Cette électrode permet de mesurer en continu la 

concentration d’oxygène dissous. Elle présente l’inconvénient de consommer de l‘oxygène, 

nécessitant de maintenir une agitation afin de générer un courant d’eau. 

Afin de garantir une température d’expérimentation stable, l'échantillon est placé dans un puits 

entouré d'une double paroi permettant la circulation d’eau maintenue à température constante. 

Enfin, le puits doit pouvoir être fermé avec un bouchon afin de limiter les échanges de gaz entre 

l'échantillon et l'atmosphère. Un orifice étroit est souvent aménagé dans le bouchon afin de 

permettre l'injection de drogue(s) sans nécessiter l'ouverture de la cuve réactionnelle. 
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c. Intérêts de la mesure de la respiration sur tissus 
perméabilisés. 

La mesure de la respiration mitochondriale permet une évaluation physiologique de la fonction 

mitochondriale (Figure 35). Contrairement aux mesures des activités d’enzymes de la matrice 

(citrate synthase) ou de la chaine respiratoire (complexes) mitochondriales, cette approche 

permet d’évaluer l’interaction entre les complexes de la chaîne. Cette technique permet de 

mesurer la respiration de mitochondries intactes, isolées ou au sein de cellules perméabilisées 

telles que les fibres musculaires. Les techniques de respiration sur mitochondries isolées 

permettent de n’étudier que la réponse mitochondriale et présente des avantages certains à ce 

titre. Cependant, la perméabilisation de la membrane plasmique présente également des 

avantages. La mitochondrie interagit avec son environnement cellulaire. Le contrôle du flux 

oxydatif semble notamment dépendant d’interactions avec le cytosquelette ou de la mise en jeu 

de navettes liées la compartimentation comme la CK (Kay, Nicolay et al. 2000, Kunz, Kudin et 

al. 2000). La préservation de l’organite dans son environnement cellulaire garantit les 

interactions avec le cytosquelette, le noyau (important puisque la synthèse de la plupart des 

protéines mitochondriales en dépend), le réticulum endoplasmique et les systèmes de transfert 

d’énergie. D’ailleurs, le flux mitochondrial montre des propriétés différentes selon la 

préparation de mitochondries isolées ou l’utilisation de tissu perméabilisé, concernant l’affinité 

pour l’ADP ou le comportement du complexe IV notamment. De plus, la technique de 

perméabilisation permet d’étudier la population mitochondriale d’un tissu, indépendamment 

des différences de morphologie ou de qualité des mitochondries, contrairement à la technique 

d’isolement des mitochondries qui peut détériorer les mitochondries les plus fragiles mais 

également induire un biais en sélectionnant une certaine sous-population mitochondriale par 

rapport à une autre, par l’étape de centrifugation. Enfin, la respiration sur tissu perméabilisé 

nécessite moins de matériel biologique, les mitochondries proviennent d’un même tissu 

homogène quand les techniques d’isolement requièrent des quantités importantes de cellules (> 

200. 106) ou de tissu (50 0mg) conduisant à rassembler les mitochondries de tissus différents 

(par exemple de différents types de muscles). De plus, cette moindre taille d’échantillon rend 

possible d’étudier ex vivo des tissus issus de biopsie, y compris chez l’Homme.  
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Figure 35. Principe de la perméabilisation. La cellule est représentée avant (a) et après (b) perméabilisation de 
la membrane plasmique. Le traitement utilise un agent chimique, tel que la saponine, capable de former des 
complexes avec le cholestérol, composant très abondant de la membrane plasmique. L’interaction avec le 
cholestérol induit une perte d’intégrité (perméabilisation) du sarcolemme. Le cytosol est vidé de ses éléments 
solubles. Un équilibre s’établit entre l’espace intracellulaire et le milieu environnant. Le contenu en cholestérol 
des organites et des membranes intracellulaires (telles que celles composant la mitochondrie) est moindre. A la 
concentration utilisée, seules les membranes cellulaires sont perméabilisées, permettant l’étude de la fonction 
mitochondriale au sein de son environnement d’organites. 

 

2. L’exploration de la chaine respiratoire mitochondriale 

a. Validation de la mesure 

Avant de débuter les mesures, une première étape de validation de la qualité des tissus 

perméabilisés est indiquée. Elle peut être réalisée par :  

- Un test de qualité du couplage de la phosphorylation oxydative : un échantillon de bonne 
qualité présente un respiratory control ratio (RCR, rapport de la respiration sans et avec 
concentration saturante en ADP) suffisant (entre 6 et 10 selon le tissu utilisé). 

- Un test au cytochrome C : cette protéine est faiblement intégrée à la membrane interne 
mitochondriale. L’ajout de cytochrome-C est donc sans effet si la membrane externe est 
intacte. En revanche, en cas de détérioration de cette dernière, la libération de 
cytochrome-C induit une diminution de la respiration mitochondriale. L’ajout de 
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concentration saturante de cytochrome-C permet de stimuler la respiration 
(restauration).  

- Par le test de la créatine, uniquement utilisable pour les muscles oxydatifs : en effet, les 
muscles oxydatifs ont une affinité faible pour l’ADP en l’absence de navette créatine. 
Comme évoqué précédemment, la créatine-kinase, dans sa forme mitochondriale (mi-
CK) joue un rôle important dans la phosphorylation oxydative, via son implication avec 
la translocation ADP/ATP. Elle peut être altérée dans différentes situations 
(pathologies, stress oxydatif ou nitré). Ce test évalue la réponse respiratoire 
mitochondriale à l’ajout de créatine.  

b. Exemple de protocole classique utilisé pour explorer la 
respiration mitochondriale 

Le protocole SUIT (substrate inhibitor titration) permet une analyse fonctionnelle séquentielle 

des complexes de la chaine respiratoire mitochondriale, dont l’ordre des étapes doit être 

respecté s’il est prévu d’évaluer la fonctionnalité de chaque complexe (Figure 36) : 

- Activité du complexe I : activé par glutamate/malate/ADP.  
- Activité du complexe II : stimulé par le succinate après inhibition du complexe I par la 

roténone (évite le flux reverse d’électrons du complexe II vers le complexe I) 
- Activité du complexe IV : après inhibition du complexe II par l’antimycine A, le 

complexe est activé par TMPD (N,N,N’,N’-tétraméthyl-p-phenylenediamine 
dihydrochloride) et ascorbate. 

-  
Pour évaluer les capacités de respiration mitochondriale en fonction des substrats, l’oxygraphie 

peut également mesurer la vitesse d’oxydation en différents états de respiration : 

- �̇�0 traduit la respiration mitochondriale basale, non couplée à la phosphorylation. Elle 
permet d’évaluer la respiration résiduelle mitochondriale. Cet état est parfois défini 
comme celui de la chaine de transfert d’électrons. Elle correspond à la fuite 
d’électrons, reflet de la qualité de la membrane mitochondriale ou de l’activité de 
protéines découplantes par exemple. Cette vitesse est mesurée en excès de substrats 
réducteurs mais en absence d’ADP ou en présence d’un excès de substrats et ADP 
associé à un inhibiteur du complexe V (Oligomycine) ou de l’ANT-1 (Atractyloside). 

- Vmax correspond à la respiration maximale mitochondriale pour le substrat considéré. 
Elle reflète la capacité maximale respiratoire mitochondriale (consommation en O2 due 
aux fuites de protons et à l’oxydation des substrats couplée à la phosphorylation). Elle 
est obtenue en excès de substrats et d’ADP.  

- Respiratory control ratio (�̇�max/�̇�0) traduit le niveau de couplage de la 
phosphorylation oxydative, reflet de l’efficience mitochondriale. Par exemple, le RCR 
diminue si la part de découplage augmente (�̇�0 élevée) 
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Figure 36. Exemple d’exploration de la chaîne respiratoire mitochondriale par un protocole SUIT. Une 
analyse séquentielle des différents complexes de la chaine respiratoire (CRM) est réalisée par étape. En haut, est 
reproduit le schéma de la chaîne respiratoire mitochondriale, comportant les complexes I (CI, NDAH/CoQ 
oxidoreductase), II (CII, succinate/CoQ oxidoreductase), III (CIII, CoQH2/cytochrome C oxidoreductase), IV 
(CIV, cytochrome C oxidase) et V (CV, ATP synthase). Les inhibiteurs sont utilisés pour CI (rotenone, Rot) et CII 
(antimycine A, AntA). Les substrats réducteurs utilisés pour fournir les électrons à la CRM sont : glutamate + 
malate (Glu/Mal), le succinate (Succ), N,N,N’,N’-tétraméthyl-p-phenylenediamine dihydrochloride/ cytochrome 
C + ascorbate (TMPD/ascorbate). La capacité de respiration maximale est obtenue après ajout d’ADP à 
concentration saturante (2mM). En bas, est représenté le tracé-type d’oxygraphie pour des cellules perméabilisées. 
(densité 2,106 cellules/ml. Ajouts : Dig, digitonine 15 µg.ml-1 ; Glu/Mal, 10 mM glutamate + 5 mM malate; ADP, 
1 mM ADP; Rot, 0.5 µM rotenone; Succ, 10 mM succinate; AntA, 5 µM antimycin A; TMPD/Asc, 0.5 mM TMPD 
+ 2 mM ascorbate; Cyt c, 10 µM cytochrome c. 
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  Etude 1 

1. Protocole expérimental de l’étude  
Nous avons émis l’hypothèse d’un effet de la chaleur différentié sur la respiration 

mitochondriale, selon le substrat utilisé, glucidique ou lipidique. Nous avons comparé l’effet 

de deux températures physiologiques (35°C, température d’un muscle au repos en neutralité 

thermique et 40°C, température d’un muscle exposé passivement à la chaleur) sur l’utilisation 

de deux substrats, l’un représentatif de la voie glucidique, le pyruvate, et l’autre de la voie 

lipidique, le palmitoyl-CoA, par la mitochondrie. Dix-huit rats mâles Wistar sont utilisés dans 

cette étude. Les mesures de respiration mitochondriale sont réalisées sur les muscles soleus de 

dix animaux. Les mesures de stress oxydatif et d’activité enzymatique sont faites sur les 

muscles soléaires des huit autres rats. La méthode de sacrifice choisie devait permettre d’obtenir 

des tissus les plus frais possibles. Nous avons opté pour une euthanasie chimique par 

pentobarbital (150 mg.kg-1), cette molécule n’interférant pas avec le métabolisme énergétique.  

a. Mesure de la respiration mitochondriale  

Les mesures sont réalisées sur fibres perméabilisées de soleus, à deux températures d’exposition 

en parallèle (35°C et 40°C). La préparation des fibres débute par une étape de dissection sous 

loupe binoculaire. Le tissu conjonctif est retiré et les fibres prudemment séparées à la pince 

pour respecter leur intégrité tout en facilitant l’accès des substrats ultérieurement. L’étape de 

perméabilisation suivante consiste à faire tremper les fibres disséquées dans une solution de 

saponine à 50 µg.ml-1 pendant 30 min puis à les rincer pendant 15 min. L’ensemble de ces 

étapes est réalisé à 4°C, en solution S (Annexe 1).  

Avant les mesures de respiration, les fibres sont, de nouveau, rincées trois fois pendant 5 min 

mais cette fois dans la solution R (Annexe 1), ne contenant aucune source d’énergie et éliminant 

de la fibre les autres substrats énergétiques endogènes, tels que l'ADP ou la créatine phosphate 

(PCr). Un petit nombre de fibres est placé dans le puits d’un oxygraphe contenant 1,5 ml de 

solution R sous agitation continue. Les conditions de respiration sont optimisées pour chaque 

substrat : 2 mg / ml de BSA (albumine de serum bovin) et 4 mM de malate sont ajoutés pour 

les mesures d'oxydation du pyruvate (Tableau 1A), tandis que 6 mg / ml de BSA, 0,5 mM de 

malate et 2 mM de carnitine sont ajoutés pour les mesures d'oxydation du PCoA (Tableau 1B). 

Pour les mesures d’oxydation du PCoA, cette concentration de BSA résulte en un rapport AG 

/ albumine 5, empêchant ainsi tout effet détersif des acides gras.  
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Tableau 1. Protocoles d’ajout de substrats utilisés pour les mesures de la respiration 

mitochondriale de l’étude 1. A : Pyruvate, B : PCoA 

 

B     
  PCoA  
  Chambres 1 et 2 Chambre 3  

Réactifs 
Ajout 
(µL) Concentration (µM) 

Concentration 
(µM)  

GTP 191mM 78,5 - 10000  
Malate 750mM 1 500 500  
Carnitine 1mM 3 2000 2000  
ADP 500mM 6 2000 2000  
Palmitoyl-CoA 15mM 1 10 10 

Vmax PCoA 
calculée sur la 
pente la plus 
élevée 

Palmitoyl-CoA 15mM 1,5 25 25 
Palmitoyl-CoA 15mM 5 75 75 
Palmitoyl-CoA 15mM 7,5 150 150 
Palmitoyl-CoA 15mM 15 300 300 
Palmitoyl-CoA 15mM 10 400 400 
Cytochrome-C* 5mM 3 10 -  
Atractylozide 50mM 5,1 170 170 V0PCoA 
* Ajout dans une seule chambre    

 

La concentration de malate était différente pour le pyruvate et le PCOA. En effet, le malate est 

nécessaire pour contrôler le flux d’acétyl-CoA et fournir des intermédiaires du cycle de Krebs. 

Pour la voie glucidique, une concentration optimale en malate (4mM) assure la disponibilité en 

oxaloacétate (issu du malate), empêchant l’inhibition du cycle par l’accumulation d’acétyl-

A     
  Pyruvate  
  Chambres 1 et 2 Chambre 3  
Réactifs Ajout (µL) Concentration (µM) Concentration (µM)  
GTP 191mM 78,5 - 10000  
Malate 750mM 8 4000 4000  
ADP 500mM 6 2000 2000  
Pyruvate 25mM 3 50 50 

Vmax Pyr 
calculée sur 
la pente la 
plus élevée 

Pyruvate 25mM 3 100 100 
Pyruvate 50mM 4,5 250 250 
Pyruvate 50mM 7,5 500 500 
Pyruvate 250mM 1,5 750 750 
Pyruvate 250mM 1,5 1000 1000 
Pyruvate 250mM 3 1500 1500 
Pyruvate 250mM 3 2000 2000 
Cytochrome-C 5mM* 3 10 -  
Atractylozide 50mM 5,1 170 170 V0 Pyr 
* Ajout dans une seule chambre 
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CoA. Le malate est également nécessaire au fonctionnement des transporteurs de dicarboxylates 

(DIC), essentiels pour la fourniture d’intermédiaires du cycle de Krebs tels que le citrate, et au 

fonctionnement de la chaine respiratoire. Pour la voie lipidique, le moindre ajout de malate se 

justifie par la double origine des équivalents réducteurs (NDAH + H+ et FADH2) finalement 

oxydés dans la chaine respiratoire (CRM). Un NADH + H+ et un FADH2 sont fournis par la β-

oxydation. Ainsi, il a été montré que la respiration due à la β-oxydation compte pour 2/3 de la 

respiration due à l’oxydation des acides gras (van Eunen, Simons et al. 2013). Ainsi, la moindre 

contribution du cycle de Krebs dans l’oxydation des lipides implique une moindre utilisation 

de malate que l’oxydation du pyruvate. La concentration en malate doit être suffisante pour 

éviter l’accumulation d’acétyl-CoA par inhibition du cycle de Krebs. En revanche une 

accumulation de malate inhibe le cycle de Krebs. Une accumulation de fumarate est induite par 

la concentration élevée de malate. L’accumulation de fumarate inhibe à son tour l’activité de la 

succinate déshydrogénase et entraine une accumulation d’acétyl-CoA par blocage du cycle des 

acides tricarboxyliques. Une concentration trop élevée de malate entraîne une inhibition de la 

β-oxydation au niveau de la thiolase par l’accumulation d’acétyl-CoA. Dans une étude 

méthodologique, une concentration de 0,5 mM paraissait optimale pour l’oxydation des AG 

(Lanza and Nair 2009, Salabei, Gibb et al. 2014, Ojuka, Andrew et al. 2016). L’ajout de 

carnitine est nécessaire pour permettre le transport intra-mitochondrial des acides gras par la 

CPT. Le stock de carnitine cytosolique est dilué dans le milieu de respiration en raison de la 

perméabilisation membranaire.  

b. Protocoles utilisés 

Après une période de stabilisation, l’ADP était ajouté en concentration non limitante (2 mM).  

Protocoles en fonction du substrat 

La consommation en O2 en réponse à l’augmentation de la concentration en Pyr ou PCoA était 

mesurée. La pente négative maximale de la courbe de respiration pendant cette phase 

correspondait à la respiration maximale pour le pyruvate (Pyr-�̇�max) ou le PCoA (PCoA-�̇�max). La respiration en condition non-phosphorylante était obtenue après ajout 

d’atractyloside, un inhibiteur de la translocase ADP/ATP (ANT-1), pour chaque substrat 

(PCOA-�̇�0 et Pyr-�̇�0). Les mesures étaient réalisées en duplicate pour chaque substrat et aux 

deux températures en parallèle. Les valeurs de respiration étaient rapportées à la masse sèche 

de fibres et exprimées en mol O2.min-1.g-1. Les protocoles pour chaque substrat sont rappelés 

dans le Tableau 1. 



114 

 

Mesure du Km 

L’affinité des mitochondries pour le substrat est évaluée par la constante de Michaelis (Km), 

qui correspond à la concentration en substrat pour laquelle la moitié de la consommation 

maximale en O2 est observée. La mesure de la consommation en O2 des mitochondries en 

réponse à une titration de la concentration en substrats permet de modéliser une courbe reflétant 

l’affinité mitochondriale pour le substrat considéré. Le Km est estimé à partir de cette 

modélisation.  

Evaluation du couplage mitochondrial 

Le RCR permet de caractériser l’efficience de la phosphorylation oxydative mitochondriale. Il 

a été calculé pour chaque substrat (Pyr-RCR et PCoA-RCR). Le GTP, connu pour inhiber la 

fuite de protons liée à la protéine découplante UCP3, a été utilisé pour préciser un mécanisme 

potentiel de découplage mitochondrial. Une mesure était réalisée en présence de GTP dans une 

troisième chambre, pour chaque condition de substrat et de température.  

Validation de la qualité des mitochondries.  

Un ajout de cytochrome-C était réalisé dans une des chambres pour valider la préservation de 

l’intégrité mitochondriale.  

 

c. Les autres mesures 

Les activités enzymatiques 

Les dosages ont été réalisés sur des prélèvements de soleus, réalisés sur des prélèvements 

conservés à -80°C. Les activités enzymatiques étaient exprimées en µmoles par minute et 

rapportées à la masse de tissu (UI par gramme de tissu frais).  

L’activité de la citrate synthase (CS). 
L’originalité de notre approche a été de la mesurer aux deux températures (35°C et 40°C) 

utilisées en oxygraphie. Elle était utilisée, dans notre étude, afin d’identifier une éventuelle 

participation du cycle de Krebs aux effets de la chaleur observés sur la respiration 

mitochondriale. Une variation de son activité pourrait sous-tendre une partie des modifications 

de la respiration mitochondriale, par effet Q10 par exemple. Le protocole d’extraction des 

échantillons est rappelé en Annexe 2. La méthodologie de mesure de l’activité de la citrate 

synthase, par spectrophotométrie, est en Annexe 3 (Srere 1969).  
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L’activité de la 3-hydroxyl acyl coenzyme A déshydrogénase  

La 3-HAD (3-hydroxyl acyl coenzyme A déshydrogénase) est une enzyme-clé de la β-

oxydation. L’activité a été mesurée aux deux températures (35°C et 40°C) afin d’identifier une 

participation éventuelle de la β-oxydation dans les effets de la chaleur observés sur l’oxydation 

des acides gras. Les protocoles d’extraction et de mesures de l’activité sont rappelés dans les 

annexes (Annexe 4 et 5) (Seidemann 1973). 

La production d’espèces radicalaires de l’oxygène 

Le stress oxydatif a été étudié par le dosage de la concentration en H2O2. L’approche originale 

a consisté à mesurer la survenue d’un stress oxydatif dans des conditions expérimentales 

similaires à celles de la respiration mitochondriale (2 mM pyruvate + 4 mM malate + 2 mg/ml 

BSA pour Pyr et avec 400 mM PCoA + 0.5 mM malate + 2 mM carnitine + 6 mg/ml BSA pour 

PCoA). De plus, nous avons optimisé la mesure de la production des ERO en ajoutant de la 

superoxyde dismutase mitochondriale (MnSOD), enzyme catalysant la transformation de 

l’anion superoxyde en H2O2, comme décrit par Kikusato. Le protocole, à partir de la méthode 

décrite par Anderson et Neufer (Anderson and Neufer 2006), est rappelé en Annexe 6.  

2. Article  
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Tardo-Dino PE, Touron J, Baugé S, Bourdon S, Koulmann N,
Malgoyre A. The effect of a physiological increase in temperature on

mitochondrial fatty acid oxidation in rat myofibers. J Appl Physiol

127: 312–319, 2019. First published May 30, 2019; doi:10.1152/

japplphysiol.00652.2018.—We investigated the effect of temperature

increase on mitochondrial fatty acid (FA) and carbohydrate oxida-

tion in the slow-oxidative skeletal muscles (soleus) of rats. We

measured mitochondrial respiration at 35°C and 40°C with the phys-

iological substrates pyruvate � 4 mM malate (Pyr) and palmitoyl-

CoA (PCoA) � 0.5 mM malate � 2 mM carnitine in permeabilized

myofibers under nonphosphorylating (V̇0) or phosphorylating (V̇max)

conditions. Mitochondrial efficiency was calculated by the respiratory

control ratio (RCR � V̇max/V̇0). We used guanosine triphosphate

(GTP), an inhibitor of uncoupling protein (UCP), to study the mech-

anisms responsible for alterations of mitochondrial efficiency. We

measured hydrogen peroxide (H2O2) production under nonphospho-

rylating and phosphorylating conditions at both temperatures and

substrates. We studied citrate synthase (CS) and 3-hydroxyl acyl

coenzyme A dehydrogenase (3-HAD) activities at both temperatures.

Elevating the temperature from 35°C to 40°C increased PCoA-V̇0 and

decreased PCoA-RCR, corresponding to the uncoupling of oxidative

phosphorylation (OXPHOS). GTP blocked the heat-induced increase

of PCoA-V̇0. Rising temperature moved toward a Pyr-V̇0 increase,

without significance. Heat did not alter H2O2 production, resulting

from either PCoA or Pyr oxidation. Heat induced an increase in

3-HAD but not in CS activities. In conclusion, heat induced OXPHOS

uncoupling for PCoA oxidation, which was at least partially mediated

by UCP and independent of oxidative stress. The classically described

heat-induced glucose shift may actually be mostly due to a less

efficient FA oxidation. These findings raise questions concerning the

consequences of heat-induced alterations in mitochondrial efficiency

of FA metabolism on thermoregulation.

NEW & NOTEWORTHY Ex vivo exposure of skeletal myofibers to

heat uncouples substrate oxidation from ADP phosphorylation, de-

creasing the efficiency of mitochondria to produce ATP. This heat

effect alters fatty acids (FAs) more than carbohydrate oxidation.

Alteration of FA oxidation involves uncoupling proteins without

inducing oxidative stress. This alteration in lipid metabolism may

underlie the preferential use of carbohydrates in the heat and could

decrease aerobic endurance.

fatty acid; heat; mitochondrial uncoupling; oxidative stress; skeletal
muscle

INTRODUCTION

The performance of endurance activities can be altered when
realized in the heat, largely due to increased core temperature
and dehydration. Nevertheless, the energy supply can also be
involved. In a well-fed state, it relies on mitochondrial oxida-
tive phosphorylation of carbohydrates and lipids (14). The
contribution of carbohydrates and lipids to energy production,
depending on exercise intensity, has been modeled by Brooks
and Mercier (4). This balance of glucidic-lipidic utilization
during exercise can be shifted under certain conditions. Thus,
endurance training is well known to increase fatty acid utili-
zation for the same intensity of exercise.

Environmental factors can also alter this balance. Studies
have shown that heat can increase energy dependence on
carbohydrate (CHO) metabolism. Indeed, acute heat exposure
has been shown to increase intramuscular glycogen utilization
(7–9, 40) and the respiratory exchange ratio (8, 10). Both
phenomena support systemic glucose dependence during exer-
cise in the heat. A comparison of the heating of one leg and
cooling of the contralateral leg showed that glycogen content
decreased more in the warmed leg during the same exercise
(40). Thus, local temperature had an influence per se on muscle
substrate utilization. Until now, this was considered to be due
to an increase in CHO metabolism at the expense of lipid
oxidation. More recently, circulating free FA levels were
shown to increase during exercise at high versus neutral tem-
peratures (24). Thus, heat may specifically alter lipid metabo-
lism, and this limitation would appear to be an increased
reliance on CHO.

Moreover, the efficiency of substrate oxidation may also be
involved, as the energy supply relies on oxidative phosphory-
lation (OXPHOS) by mitochondria. Indeed, functional or even
morphological alterations of mitochondria due to heat have
been suggested in the literature. The oxidation of substrates
produces a protonmotive gradient, normally coupled to the
phosphorylation of ADP into ATP. Indeed, a decrease in the
ATP/O ratio has been observed for skeletal muscle and cardi-
omyocyte respiration when the temperature was increased ex
vivo (3, 12, 42) or in vivo (32). Thus, heat may decrease the
mitochondrial efficiency of ATP production and induce uncou-
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pling of oxidation from phosphorylation. Such uncoupling may
involve uncoupling proteins (UCPs), members of the anion
carrier protein family located in the inner mitochondrial mem-
brane. Nevertheless, the effect of heat stress upon uncoupling
and UCPs is still unclear. Mujahid et al. (22) reported that UCP
gene transcripts were downregulated in skeletal muscles of
birds exposed to acute heat, whereas Jarmuszkiewicz et al. (12)
suggested an increase of UCP-mediated uncoupling at high
temperature.

The UCP3 isoform is particularly expressed in skeletal
muscle (2), where it may control the regulation of lipids as fuel
substrates. Thus, UCP3 mRNA levels increase in situations in
which FA availability is high, such as exercise (34), training
(38), high-fat diet (35), or fasting (41). In metabolic disease,
UCP3 may be a way to protect mitochondria against fatty acid
(FA) toxicity, resulting in additional oxidative stress, when the
FA supply does not match the oxidation rate (5). The addition
of FA has been shown to induce uncoupling of OXPHOS in
isolated mitochondria (37, 43), and this FA-induced increase of
uncoupling may be mediated by UCP (12).

Surprisingly, the effect of heat on lipid oxidation has been
little studied, despite the publication of a small number of
studies, suggesting that the complexes of the respiratory chain
are differentially thermosensitive (6, 30). We hypothesized that
mitochondrial respiration may be differently altered by heat for
FAs and CHO. We addressed this issue and compared the
effect of heat on CHO and lipid metabolism by studying
pyruvate (Pyr) and palmitoyl-CoA (PCoA) oxidation through
the measurement of mitochondrial respiration in situ, at 35°C
(control temperature of resting skeletal muscle in a neutral
thermic environment) and 40°C (physiological muscle temper-
ature passively exposed to heat).

MATERIALS AND METHODS

Animals and experimental design. This study was performed in
accordance with both the Helsinki Declaration concerning the treat-
ment of laboratory animals and the European Convention for the
Protection of Vertebrate Animals used for Experimental and other
Scientific Purposes (Council of Europe no.129, Strasbourg, France,
1985). It was approved by the Institute’s Animal Ethics Committee.
We used 18 male Wistar rats (between mean body weight: 291.3 �

10.3 g) obtained from Charles River Laboratories (L’Arbresle,
France). Ten were used for oxygraphy, eight were used for enzymol-
ogy and oxidative stress assessment. All animals were housed in
individual cages in an artificial 12:12-h light-dark cycle. After quar-
antine, rats were euthanized by intraperitoneal injection of a lethal
dose of pentobarbital sodium (150 mg/kg).

Both solei were excised immediately after respiratory arrest of the
animals, but before cardiac arrest. Muscles were maintained in Solu-
tion S (see below for composition) for assessing mitochondrial respi-
ration and reactive oxygen species (ROS) production and frozen in
liquid nitrogen for later enzymatic activity measurements.

Measurement of in situ mitochondrial respiration. The procedure is
shown in Fig. 1. Measurements were simultaneously performed at
35°C and 40°C in thermostatically controlled chambers. For each rat,
respiration measurements were performed on the pool of permeabil-
ized fibers from both solei.

For one substrate, measurements were performed simultaneously in
duplicate in two chambers except for the GTP-containing condition,
which was performed once in a third chamber. The mean values of
respiration rates and the respiratory control ratio (RCR) were calcu-
lated for each condition and animal.

Mitochondrial respiration was studied in situ using a Clarke-

electrode (Hansatech Oxygraphy Instruments, Norfolk, UK), as pre-

viously described (17). Freshly taken muscles were stored, and the

fibers were separated, under a binocular microscope in solution S (see

below for composition) at 4°C. Fibers were then permeabilized in

solution S with saponin (50 �g/ml) for 30 min and then stored 15 min

in solution S, always at 4°C. Before respiration measurements, some

fibers were rinsed three times for 5 min in solution R (see below for

composition), containing no energy source and washing out any

remaining endogen energetic substrates, such as ADP or creatine

phosphate (PCr). A small number of fibers were placed in the well of

an oxygraph containing 1.5 ml solution R with continuous stirring.

Respiration conditions were optimized for each substrate to obtain the

maximal oxidation rate (18, 20, 33): 2 mg/ml BSA and 4 mM malate

were added for pyruvate (Pyr � malate) oxidation measurements,

whereas 6 mg/ml BSA, 0.5 mM malate, and 2 mM carnitine were

added for PCoA (PCoA � malate � carnitine) oxidation measure-

ments. For the PCoA oxidative measurements, this BSA concentration

resulted in a FA/albumin ratio �5, thus preventing any detersive

effects of the FAs (27, 28).

After a stabilization period, 2 mM ADP was added to obtain a

nonlimiting concentration (21, 29, 31, 46). Then, successive additions

of Pyr (50, 100, 250, 500, 750, 1000, 1500, and 2000 �mol/l) or PCoA

(10, 25, 75, 150, 300, and 400 �mol/l) were performed to increase the

substrate concentration. Thus, the decrease in O2 concentration in the

well-reflected fiber respiration, and the slope represented the rate of

oxygen consumption. The slope was measured after each addition,

once the reaction stabilized. The maximal negative slope of the

respiration curve during this phase corresponds to the maximal res-

piration rate for Pyr � malate and PCoA � malate � carnitine (Pyr-

V̇max and PCoA-V̇max). The nonphosphorylating respiration rate (Pyr-

V̇0 and PCoA-V̇0) was determined at the end of the protocol by

blockade of the ATP/ADP antiport with atractyloside. The relation-

ship between respiration rate and increasing substrate concentration

allows modeling of the Michaelis constant (Km) for each substrate

(Pyr-Km and PCoA-Km). Km represents the substrate concentration to

yield the half-maximal respiration rate. The RCR was calculated from

the V̇max/V̇0 ratio and represented the respiratory efficiency of mito-

chondrial OXPHOS.

One measurement was performed in the presence of 10 mM GTP,

added at the beginning of the protocol, for each condition of substrate

and temperature. The concentration was previously determined during

preliminary experiments. This nucleotide is known to inhibit the

leaking of H� related to uncoupling protein (UCP3) (44).

After completing the measurements, the fibers were dried and

weighed to express the respiration results in �mol O2·min�1·g�1 dry

weight.

Data validation first consists of technical aspects. Cytochrome c

(cyt c) was systematically added after the last addition of substrate and

before that of the inhibitor to verify the preservation of the mitochon-

drial outer membrane. The results were not considered if cyt c induced

an increase in the rate of respiration higher than 10% of the previous

rate. Values were excluded if the oxygen concentration at the end of

the assay was below 120 �M. Aberrant measurements due to artifacts

were removed (steady state �1 min, stirring-induced instability of the

curve).

Besides, physiological relevance was systematically checked. Thus,

the lack of response to substrate addition or incongruent respiration

rate compared with previous and following values were reasons to

exclude the variables of interest. Finally, we only accepted values that

were inside the confidence interval of the group.

Each variable presented (V̇0, V̇max, ACR, and ROS production) was

either the mean of the duplicates or the sole remaining value after

validation.
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Solutions S and R (pH � 7.1) contained 2.77 mM CaK2EGTA,
7.23 mM K2EGTA, 6.56 mM MgCl2 (1 mM free Mg2�), 20 mM
taurine, 0.5 mM DTT, and 50 mM K-methane sulfonate (160 mM
ionic strength). Solution S also contained 3 mM phosphate and 2 mM

ADP (21, 31, 46). BSA was added freshly to solution R just before
respiration.

Biochemical measurements. Enzyme activities were studied for
citrate synthase (CS) and 3-hydroxyl acyl coenzyme A dehydrogenase

Fig. 1. Step-by-step procedure of in situ mitochon-
drial respiration measurement.
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(3-HAD). CS is considered to be a marker of mitochondrial mass (19),
and 3-HAD activity provides specific information about �-oxidation.
For CS, frozen tissue samples were weighed, homogenized in ice-cold
buffer (50 mg/ml) containing 5 mM HEPES (pH 8.7), 1 mM EGTA,
1 mM DTT, 5 mM MgCl2, and 0.1% Triton X-100, and incubated for
60 min at 0°C to ensure complete enzyme extraction (n � 8 per
group). CS activity was assessed at 35°C and 40°C (pH � 7.5), as
previously described (39). For 3-HAD, the extraction was performed
in ice-cold 300 mM phosphate buffer (50 mg/ml) containing KH2PO4,
K2HPO4 (pH � 7.7), and 0.05% BSA, and enzyme activity was
determined by a fluorometric measurement of NAD/NADH, at 35°C
and 40°C, as described by Lowry and Passonneau (36). Enzyme
activities are expressed in �moles of substrate per minute (i.e., IU per
gram wet weight).

H2O2 production. We wanted to study H2O2 production under
conditions similar to those used for measuring O2 consumption (2 mM
pyruvate � 4 mM malate � 2 mg/ml BSA for Pyr and with 400 mM
PCoA � 0.5 mM malate � 2 mM carnitine � 6 mg/ml BSA for
PCoA). Mitochondrial H2O2 production was measured in permeabil-
ized fiber bundles with the fluorescent probe Amplex red (20 �M;
excitation-emission, 563–587 nm, kit A36006; Eugene, OR). Fiber
bundles (0.3–1.0 mg dry weight) were incubated at 35°C or 40°C in
a quartz microcuvette with continuous magnetic stirring in 2.25 ml of
buffer Z (in mM: 110 K-MES, 35 KCl, 1 EGTA, 5 K2HPO4, 3
MgCl26H2O; pH � 7.3), supplemented with 1.2 UI/ml horseradish
peroxidase, as described previously (1). Furthermore, 8.8 UI/ml su-
peroxide dismutase (SOD; S 8409; Sigma-Aldrich, MO), which cat-
alyzes superoxide ion transformation into hydrogen peroxide, was
added to the media, as adapted from Kikusato et al. (15). The rate of
H2O2 production was monitored before and after the addition of
malate and Pyr (2 mM) or carnitine and PCoA (400 �M), under
nonphosphorylating conditions (without ADP), then under phosphor-
ylating conditions (addition of 2 mM ADP). The rate of H2O2

production was calculated from standard curves established using 100
to 600 nM H2O2 (95299; Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), obtained by
dilution and freshly prepared each morning, under the same experi-
mental conditions for both temperatures and BSA concentrations,
except that fibers were absent.

Statistical analysis. Data are presented as the means � SE of
values per animal, corresponding either to the mean of duplicates or
one sole value after data validation. Comparisons were performed for
each substrate between the two studied temperatures (35°C and 40°C).
Nonpaired Student’s t-tests were used to assess the effect of temper-
ature on respiration measurements, ROS production, and enzymatic
activity for each substrate. Differences were considered significant
when P � 0.05, P � 0.01, or P � 0.001.

RESULTS

Mitochondrial substrate oxidation. The nonphosphorylating

oxidation rate of PCoA � malate � carnitine (PCoA-V̇0) was
47% higher at 40°C than 35°C (1.59 � 0.19 at 35°C vs.
2.33 � 0.25 �mol·min�1·g�1 at 40°C, P � 0.029). The max-

imal oxidation rate of PCoA (PCoA-V̇max) was the same at
35°C and 40°C. Thus, the PCoA-RCR was 32% less at 40 than
35°C (3.05 � 0.35 at 35°C vs. 2.06 � 0.46 �mol·min�1·g�1 at
40°C, P � 0.007) (Fig. 2).

After GTP administration, the PCoA-V̇max was still similar at
35°C and 40°C (3.92 � 0.40 vs. 3.68 � 0.35 �mol·min�1·
g�1), and there was no longer a significant difference of PCoA-

V̇0 between 35°C and 40°C (1.25 � 0.24 vs. 1.70 � 0.18
�mol·min�1·g�1). Surprisingly, the PCoA-RCR was still lower in
the presence of GTP at 40°C (3.48 � 0.49 at 35°C vs.
2.22 � 0.17 �mol·min�1·g�1 at 40°C, P � 0.03) (Fig. 2).

Neither maximal (Pyr-V̇max: 6.95 � 0.51 at 35°C vs. 7.13 �
0.43 �mol·min�1·g�1 at 40°C) nor nonphosphorylating (Pyr-

V̇0: 1.61 � 0.33 at 35°C vs. 2.16 � 0.44 �mol·min�1·g�1 at
40°C) oxidation rates of pyruvate � malate were statistically
different between 35°C and 40°C. The Pyr-RCR (4.99 � 0.55
at 35°C vs. 4.51 � 1.06 �mol·min�1·g�1 at 40°C) was un-
changed after the increase in temperature (Fig. 2).

The Michaelis constant (Km) was not influenced by temper-
ature for either substrate (Table 1).

Enzymatic activities. CS activity was not different at 35°C
and 40°C. However, 3-HAD activity was 22% higher at 40
than 35°C (P � 0.00015) (Table 2).

Fig. 2. The effect of temperature on in situ mitochondrial respiration in
permeabilized soleus fibers of male rats. Respiration rates were measured in

the absence (V̇max) or presence of Atractylosid (V̇0) with 2 mM ADP, 0.5 mM
malate, and 2 mM carnitine for palmitoyl-coenzyme A (PCoA) or 4 mM

malate for pyruvate. Nonphosphorylating (V̇0) and phosphorylating (V̇max) rates

and the respiratory control ratio (RCR), corresponding to the V̇max/V̇0 ratio at
35 (Œ) and 40°C (�), for PCoA in the absence (A) or presence (B) of GTP and
for pyruvate without GTP (C) are presented. Every plot represents the value for
one animal. The lines represent the means for all animals � SE. Student’s
t-tests were performed to compare the effect of both temperatures on respira-
tion rate and RCR of both substrates, at each phosphorylating and GTP
condition. *P � 0.05, **P � 0.01 vs. the value obtained at 35°C.
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ROS production. H2O2 production was not different at 35°C
and 40°C, regardless of the substrate or conditions (phosphor-
ylating or nonphosphorylating) (Table 3).

DISCUSSION

This study assessed the effect of an ex vivo increase in
temperature on mitochondrial oxidation for two substrates—
Pyr for the CHO pathway and PCoA for the lipid pathway—in
oxidative skeletal muscle fibers of rats. In situ respiration
measurements were performed at 35°C and 40°C, correspond-
ing to the temperatures of resting muscle under conditions of
neutral or passive heat exposure, respectively. We showed that
heat induced uncoupling of oxidative phosphorylation, with a
30% decrease of the RCR for PCoA, whereas the RCR for Pyr
remained unchanged. GTP, a UCP3 inhibitor, limited the

PCoA-V̇0 increase at the higher temperature. We observed
greater 3-HAD activity in the heat, whereas CS activity was the
same at both 35°C and 40°C. Finally, the observed heat-
induced uncoupling occurred without any modification of ox-
idative stress, estimated from measuring H2O2 production.

Validity and limits of in situ mitochondrial respiration
measurements. Our respiratory conditions were carefully opti-
mized for each substrate, such that factors other than temper-
ature were not limiting. First, the successive addition of in-
creasing concentrations of substrate (pyruvate or PCoA) re-
moved any risk of an insufficient quantity of substrate. Second,
each assay was monitored meticulously to guarantee a duration
of less than 30 min and an oxygen concentration above 120
�M. Moreover, the addition of cytochrome c, performed to
assess mitochondrial integrity, did not increase the respiration
rate, either at 35°C or 40°C. These elements provide evidence
that respiration in permeabilized fibers can be successfully

achieved at 40°C and that technical limitations were not re-
sponsible for the observed results.

Differences in malate concentration between pyruvate and
PCoA protocol can be considered as a bias. Nevertheless this
takes into account the specificity of �-oxidation, which sup-
plies FADH2 by soliciting both electron transfer flavoprotein
and, to a lesser extent, succinate dehydrogenase complex via
acetyl CoA from the Krebs cycle (25).

Substrate-dependent effect size of the increase in tempera-
ture on mitochondrial respiration. We studied FA oxidation
using PCoA, the most widely FA stored in adipose tissue and
muscle fibers. PCoA is a long-chain FA (LCFA), and its
oxidation depends on mitochondrial transport and �-oxidation.
Thus, this LCFA allowed us to study all steps of FA oxidation.
The increase in temperature induced an increase of almost 50%
in PCoA oxidation under nonphosphorylating conditions

(PCoA-V̇0). As PCoA-V̇max was not altered (to the extent that
values were not underestimated), the PCoA-RCR was lower at
40°C than 35°C, suggesting less coupling of phosphorylation
and oxidation, mainly due to a heat-induced increase in

PCoA-V̇0.
Conversely, we observed the efficiency of OXPHOS cou-

pling for Pyr respiration, reflected by the Pyr-ACR, was not

altered by the increase in temperature. While Pyr-V̇max was not
affected by increasing temperature from 35°C to 40°C, never-

theless we observed a trend of elevation of 30% of Pyr-V̇0 with

heat (Pyr-V̇0 � 34%, P � 0.29; 1-� � 0.16). This low statis-
tical power does not allow us to definitely conclude the lack of

effect of elevating temperature on V̇0-Pyr, with our data. Thus,
we cannot rule out that the elevation of the temperature may

induce a significant increase in Pyr-V̇0 with more samples. In
any case, considering the respective effect sizes (Cohen’s d),

the effect of the elevation of the temperature on Pyr-V̇0 (P �
0.29, Cohen’s d � 0.58), if existing, seems to be less important

than on PCoA-V̇0 (P � 0.029, Cohen’s d � 1.16). The effect

size of the temperature for V̇0-Pyr is in the same range of the

remaining but nonsignificant elevation on PCoA-V̇0 with GTP

Table 2. Maximal activities of CS and HAD at 35 and 40°C
of male rat soleus muscle

Enzymatic Activity

35°C 40°C

CS 31.5 � 2.4 31.2 � 2.6
HAD 36.8 � 2.9 44.6 � 2.3***

Data are expressed as the means � SE. Enzymatic activities are expressed in
UI/g wet weight. Measurements were performed in duplicate at each temper-
ature on preparations from eight different specimens. CS, citrate synthase;
HAD, 3-hydroxyl acyl coenzyme A dehydrogenase. Student’s t-tests were
performed to compare the effect of both temperatures on each enzyme activity.
***P � 0.001 statistically different from the values at 35°C.

Table 3. H2O2 production in permeabilized soleus fibers of
male rat observed by fluorimetry at 35°C and 40°C with
pyruvate or PCoA

H2O2 Production

35°C 40°C

PCOA � 0.5 mM Malate � 2 mM Carnitine

V̇0
1.03 � 0.18 (8) 0.93 � 0.30 (8)

V̇max
0.76 � 0.11 (8) 0.81 � 0.26 (8)

Pyruvate � 4 mM Malate

V̇0
0.86 � 0.18 (8) 0.53 � 0.04 (8)

V̇max
0.35 � 0.08 (5) 0.20 � 0.03 (7)

Values are expressed as the means � SE (n). The H2O2 production mea-
surements (given as nM H2O2 	 min�1 	 mg�1 dry tissue) were performed
under nonphosphorylating (without ADP) and phosphorylating conditions
(with 2 mM ADP). Measurements were performed in duplicate per animal, for
both substrates, at each temperature and phosphorylating condition. Student’s
t-tests were performed to compare the effect of both temperatures for each
substrate and phosphorylating condition. PCoA, palmitoyl-CoA.

Table 1. Michaelis constant (Km) calculated from the
respiration rate kinetics for increasing Pyr (50 to 2000
�mol/l) and PCoA (10 to 400 �mol/l) concentrations
measured in permeabilized soleus fibers from male rat

Km, �mol/l

35°C 40°C

Pyruvate 100 � 23 (10) 118 � 15 (9)
PCoA 30 � 6 (9) 49 � 13 (10)

Data are expressed as the means � SE (n). Measurements were performed
in duplicate from at least nine specimens. Student’s t-tests were performed to
compare the effect of both temperatures for each substrate. PCoA, palmitoyl-
CoA; Pyr, pyruvate.
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(P � 0.13, Cohen’s d � 0.87). Thus, if the heat-induced
uncoupling effect cannot be ruled out, we can reasonably say
that the range of effect is different depending on the substrate
used for respiration, and the putative effect of the elevation of
the temperature on Pyr oxidation is, anyway, of a minor
magnitude compared with on PCoA oxidation.

We assume that the elevation of the temperature was here
shown to induce higher uncoupling of FA OXPHOS, notwith-
standing, in a lesser extent, a heat-induced uncoupling of
pyruvate OXPHOS remaining to be clearly addressed.

There have been very few studies on the effect of heat on FA
oxidation for comparison. In a recent study, elevating the
temperature from 35°C to 42°C decreased the mitochondrial
efficiency of glycerol-3-P oxidation (complex II, H� donor),
which is consistent with our results showing uncoupling with
PCoA, which also provides FADH2 (45). Unfortunately, in this

study, V̇0 for fatty acid was not assessed, and contrary to our

results, heat increased the V̇max of palmitoyl carnitine. Aside
from several differences in experimental conditions (in situ
respiration vs. isolated mitochondria, the type of LCFA and the
muscle phenotype), we consider this apparent discrepancy to
be possibly due to an effect size. In our study, there was a trend
toward increasing the maximal respiration rates for PCoA,
whereas the assay was performed at a lower range of temper-
atures in comparison to that of the study of Zoladz et al. (45)
(40°C vs. 42°C, respectively). We cannot rule out that the

nonsignificant increase of PCoA-V̇max at 40°C in our study
would have been significant at 42°C.

In these two studies, ATP production was not recorded
concomitantly with oxygen consumption. Qian et al. (32)
reported that ATP/O decreased in isolated rat cardiomyocyte
mitochondria between 37°C and 39°C, but whether Pyr, PCoA,
or both were used for the respiration measurements was not
clear. Only one study has assessed the effect of temperature on
mitochondrial respiration coupling in the presence or absence
of FAs. Jarmuszkiewicz et al. (12) reported that the addition of
linoleic acid (LA) induced increased uncoupling of oxidation
with Pyr � malate � succinate when the temperature rose from
35°C to 42°C. However, the authors used LA in extraphysi-
ological condition as an activator of UCP3, and not as a
substrate to be oxidized.

Concerning enzymatic activity, quite surprisingly, we did
not observe any increase in CS activity at 40°C, contrary to the
previously mentioned study (12). Nevertheless, this result is

consistent with the unchanged Pyr-V̇max at 40°C relative to
35°C. Conversely, at 40°C, we observed an increase of 3-HAD
activity, a limiting enzyme of �-oxidation, which could theo-
retically favor FA oxidation. Nevertheless, we did not observe

a similar increase of the PCoA-V̇max. This discrepancy could
suggest that the steps before �-oxidation may be adversely
affected by heat, in particular, mitochondrial transport. It
would be challenging to compare the effect of temperature on
different types of FAs, for example, medium- or long-chain
FAs.

Here, we showed that a physiological increase in tempera-
ture induces uncoupling of FA oxidation in permeabilized
fibers. Our results also suggest that CHO metabolism could be
altered by heat but in a minor range. The magnitude of
heat-induced alteration of mitochondrial respiration depends

on the oxidized substrate. In the end, both substrates coexist, in
vivo, in the mitochondria matrix, and this temperature-induced
uncoupling effect in the presence of FA could also result in the
alteration of pyruvate oxidation. It would have been informa-
tive to study the effect of temperature on combined CHO and
FA oxidation.

The heat-induced uncoupling observed mostly with FA
oxidation led us to investigate which mechanism could mediate
this effect.

Potential UCP3-dependent heat uncoupling. We explored a
potential mechanism for such uncoupling that involves UCP
through its inhibition by GTP. In our study, the heat-induced

increase of PCoA-V̇0 did not occur after GTP addition, sug-
gesting that the inhibition of UCP3 may prevent heat-induced
uncoupling of FA oxidation. The persistent decrease in the
RCR with the increase in temperature, despite the addition of
GTP, suggests that factors other than UCP3 may play a role in
heat-induced FA-dependent uncoupling. Thus, the OXPHOS
uncoupling of PCoA oxidation with the increase in temperature
is partly mediated by a UCP3-dependent mechanism. Such
heat-induced UCP-mediated uncoupling is consistent with the
results of Jarmuszkiewicz et al. (12), who reported a role for
LA, another fatty acid, in UCP-mediated uncoupling. Such
substrate-specific uncoupling has already been described. Nab-
ben et al. (23) showed that state 4 increased only for PCoA,
whereas it was not altered for Pyr, in mitochondria isolated
from UCP3-overexpressing skeletal muscle of mouse.

UCP has been proposed to be a scavenger of ROS. Thus, we
explored ROS production under the same conditions of respi-
ration to test this hypothesis.

Heat does not increase ROS production. In our study, we
considered ROS production in the context of PCoA uncou-
pling. Our aim was to determine whether the conditions under
which we showed FA uncoupling could also induce changes in
ROS production.

We performed measurements with pyruvate to obtain refer-
ence values for ROS production at both temperatures. The
addition of ADP logically decreased the level of ROS produc-
tion for pyruvate and PCoA at both temperatures. However, the
increase in temperature did not modify ROS production, re-
gardless of the phosphorylating conditions (in particular, under
nonphosphorylating conditions, for which oxidative stress is
classically higher) for PCoA or Pyr oxidation. Although con-
troversial, several studies have shown that heat can increase
ROS production. Thus, Kikusato et al. (15, 16) showed that an
increase in temperature from 37°C to 41°C can increase ROS
production in avian muscle cells. Conversely, Jarmuszkiewicz
et al. (12) found that LA decreased ROS production from 35°C
to 42°C. However, in their study, ROS production was mea-
sured in isolated mitochondria and under conditions designed
to maximize ROS production, which was estimated more than
10-fold higher than under our physiological conditions. More-
over, the cytosolic ROS-scavenging capacity is better pre-
served in permeabilized fibers, which may be sufficient to
manage physiological ROS production.

Under our conditions, heat did not induce any oxidative
stress in permeabilized fibers, regardless of the oxidized sub-
strate. Nevertheless, it cannot be excluded that ROS production
in these physiological conditions was not sufficient to observe
the antioxidant action of UCP3.
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Potential mechanisms of heat-induced uncoupling of FA
oxidation. Here, we showed that heat impaired coupling for FA
oxidation, suggesting a potential mechanism for the synergistic
effect of heat and FA on uncoupling.

A flip-flop mechanism may be involved in the detrimental
effects on FA oxidation (11, 13). LCFAs could cross the
mitochondrial double membrane following a concentration
gradient. In situations of high FA concentration, LCFA entry
would occur independently from CPT1, without acetylation of
CoA. As they cross the double membrane, FAs may capture
protons from the inner membrane, reducing the proton gradi-
ent. Furthermore, nonacylated FA would accumulate in the
anionic form inside the matrix, which while useless for �-ox-
idation, would provide for ROS generation. FA may then be
exported by UCP3 to the cytosol, thus limiting ROS generation
(11, 13). Heat is well known to increase membrane fluidity.
Thus, FA entry would be enhanced by this flip-flop mechanism
independently of FA availability. It would be necessary to
measure the proton gradient and mitochondrial membrane
fluidity to prove such an additive effect.

Another mechanism involving the combined action of UCP
and thioesterase in FA efflux. Increased LCFA availability may
increase the LCFA-CoA matrix concentration and decrease
CoA availability, which could become limiting for key steps,
such as FA entry, the Krebs cycle, and �-oxidation. Mitochon-
drial thioesterase 1 (MTE1) may enhance CoA availability by
the hydrolysis of LCFA-CoA. By maintaining the CoA pool,
MTE1 may preserve mitochondrial respiration rate. Free
LCFA should then follow the UCP efflux (5). A very recent
study showed mitochondrial thioesterase may be sensitive to
thermic stress (26). In brown adipose tissue, a member of the
thioesterase family (TEM1), activated by cold exposure, was
shown to limit FA oxidation and the efficiency of thermogen-
esis induced by UCP-1. Such a family of heat-sensitive thio-
esterases may be present in skeletal muscle, working in asso-
ciation with UCP-3.

Other mechanisms independent of UCP could mediate un-
coupling. Increased expression and activity of adenine nucle-
otide translocase 1 from Sparks et al. (38) (ANT1) are known
to induce uncoupling in trained athletes (38). Under our con-

ditions, PCoA-V̇0 was obtained after the addition of atractylo-
side, a pharmacological inhibitor of ANT. Thus, our observa-
tions cannot be explained by ANT-dependent uncoupling. A

detersive effect of LCFA cannot be excluded, as PCoA-V̇0 was
measured at the end of the experiment after a lengthy contact
time between the PCoA and fibers. However, this seems

unlikely. Thus, we also measured the physiological PCoA-V̇0

(assay performed with the same final PCoA concentration of
400 �M without ADP) at the beginning of some additional
protocols. We observed the same difference of physiological

PCoA-V̇0 between 35°C and 40°C (data not shown, 1.44 �

0.17 �mol·min�1·g�1 vs. 3.30 � 0.13 �mol·min�1·g�1, re-
spectively) as that observed in the presence of atractyloside.
Thus, the heat-induced uncoupling of PCoA oxidation that we
observed is probably not related to a potential detersive effect
of FAs.

Conclusion. Exposure to a temperature of 40°C especially
induced uncoupling of LCFA oxidative phosphorylation, whereas
mitochondrial integrity was preserved. This heat-induced FA

uncoupling is at least partially mediated by UCP and appears to
be independent of ROS production. Nevertheless, the mecha-
nisms responsible for this phenomenon require further inves-
tigation. The effect of the elevation of the temperature on CHO
metabolism remains unclear, and variation of heat-induced
uncoupling effect size with substrate is largely not understood.
Thus, the recognized fuel preference for CHO when skeletal
muscle works under hot conditions may be related to less
efficient oxidative phosphorylation of FAs. Even in vivo, both
substrates coexist in the mitochondria matrix; the adaptation of
nutrition in hot conditions could help to limit this uncoupling
and preserve mitochondrial efficiency. Finally, this OXPHOS
uncoupling may lead to heat production that is potentially
deleterious for thermoregulatory responses in warm conditions.
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 Étude 2 

1. Rappel du protocole expérimental

Nous avons émis l’hypothèse que l’acclimatation à la chaleur pourrait potentialiser les 

adaptations mitochondriales induites par l’entraînement, sur la biogenèse et/ou sur les capacités 

d’oxydation des acides gras. Nous avons comparé l’effet séparé et combiné d’une acclimatation 

à la chaleur et d’un entraînement aérobie sur le métabolisme énergétique musculaire. 

a. Conditionnement

Un conditionnement de six semaines prévoyait la réalisation d’un entraînement en endurance 

et/ou d’une acclimatation à la chaleur sur un effectif de 32 rats mâles (poids moyen 276 ± 5g) 

répartis en quatre groupes définis par le contitionnement appliqué. Les animaux étaient 

maintenus à deux par cage, en ambiance thermique neutre, avec un cycle artificiel de 12h de 

jour et 12h de nuit. Les différents conditionnements (C : control pour le groupe témoin, HA : 

heat acclimatization pour le groupe exposé à la chaleur, ET : endurance training pour le groupe 

entraîné, HAET : pour le groupe exposé à la chaleur et entraîné) étaient attirbués aléatoirement 

sans modifier la répartition initiale des rats dans leur cage.  

Acclimatation à la chaleur 

L’acclimatation à la chaleur (pour les seize animaux des groupes HA et HAET) consistait en 

une exposition répétée à une température comprise entre 35 et 39°C, pendant 45 minutes, 5 

jours par semaine, l’après-midi, à un horaire fixe. La température moyenne de l’enceinte 

(Figure 37), sur le temps d’exposition, était de 37,3°C. Une expérimentation-pilote préalable 

avait permis de valider les conditions d’induction de l’hyperthermie passive. Un dispositif de 

mesure de la température profonde (gélule Anipill de la société Bodycaps ®, Caen, France) 

avait été préalablement implanté dans l’abdomen de sept rats. Les animaux avaient été soumis 

aux conditions de température définies pour l’étude. La température profonde des sept animaux 

avait augmenté de 1,6°C ± 0,23 (Température ± SEM) en moyenne. En outre, la température 

profonde de l’ensemble des animaux était supérieure à 38°C pendant 55 min et supérieure à 

39°C pendant 45 minutes. 
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Figure 37. Dispositif utilisé pour l’expostion passive à la chaleur. 

Entraînement aérobie 

L’entraînement aérobie (pour les seize animaux des groupes ET et HAET) a consisté en des 

séances de course sur tapis roulant (Figure 38), d’intensité et de durée progressivement 

croissantes, réalisées le matin à horaire fixe.  Les animaux débutaient la première semaine 

d’entraînement à un rythme de 11,4 m.min-1 pendant 45 min pour terminer à la sixième semaine 

à un rythme de 28,2 m.min-1 pendant 55 min (Annexe 7). 

Figure 38. Tapis de course utilisé pour l’entraînement des rats. 

b. Mesures in vivo et anthropométriques

Les animaux ont été pesés en début d’expérimentation, au moment de la répartition des groupes 

et en fin d’expérimentation, le jour du sacrifice. Après euthanasie, les différents tissus prélevés 

(deux soléi, deux plantaris, tissu adipeux rétropéritonéal) étaient pesés avant d’être conditionnés 

(congélation ou en solution S). 
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Métabolisme de repos 

Dans l’hypothèse d’une modification des capacités oxydatives liée aux substrats, nous avons 

supposé que les adaptations mitochondriales induites par le conditionnement pouvaient avoir 

des conséquences sur le quotient respiratoire du métabolisme basal. A l’issue du 

conditionnement de 6 semaines, les animaux étaient placés, 24 heures après le test à l’effort et 

24h avant, dans une cage à métabolisme. Les animaux étaient placés individuellement dans des 

cages de métabolisme pendant une durée de 6 heures minimum, à jeun et avec hydratation ad 

libitum. Le métabolisme de repos était mesuré par calorimétrie indirecte. La cage était ventilée 

à un débit de 0,9 à 0,12 l/min (LE400 Air Supply and Switching, Panlab Harvard Apparatus) et 

connectée à un analyseur de gaz (LE405 O2/CO2 analyzer, Panlab Harvard Apparatus).pour 

mesurer les concentrations en O2 et de en CO2. Les débits étaient calculés avec le logiciel 

METABOLISM (BIOSEB, USA), durant un état stable, chez un animal au repos. Les mesures 

étaient réalisées dans une pièce à 22°C, entre 09 et 16h (période de repos chez les rongeurs) 

afin de limiter les activités spontanées. La période de repos était déterminée par la stabilité de 

la consommation en O2 (variation inférieure à 10%), en excluant la première heure et la dernière 

heure d’enregistrement pour tenir compte des périodes stressantes que peuvent présenter 

l’installation et la présence de personnels. Les mesures de débit sont rapportées au poids de 

l’animal et exprimées en ml.min-1.kg0,75. Le QR correspond au rapport VO2/VCO2 et permet de 

préciser la contribution relative des substrats lipidiques (QR = 0,7) et glucidiques (QR = 1) dans 

la fourniture en énergie. 

Mesure de la vitesse maximale aérobie 

L’aptitude aérobie des animaux a été évaluée au cours d’un test incrémental progressivement 

maximal sur tapis roulant. La vitesse de course était augmentée par palier de 2 minutes puis de 

1,5 minute jusqu’à ce que l’animal ne parvienne plus à maintenir l’allure. Le test était arrêté 

lorsque l’animal ne reprenait pas la course malgré trois stimulations électriques. La vitesse 

maximale aérobie correspond à la vitesse au dernier palier accompli en intégralité (Annexe 8) 

c. Mesures de la respiration mitochondriale

Nous avons suggéré que les réponses mitochondriales à la chaleur pouvaient induire une 

amélioration de la fonctionnalité mitochondriale maximale mais également de son efficience 

dans l’utilisation des lipides, participant ainsi à l’amélioration de l’endurance à l’exercice à la 

chaleur. La fonction mitochondriale a été mesurée à 35°C afin de comparer les effets de 

l’entraînement et de l’acclimatation à la chaleur. Nous avons étudié l’effet des différents 
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conditionnements sur les capacités oxydatives mitochondriales des fibres perméabilisées de 

soleus de rats mâles Wistar, selon la technique d’oxygraphie employée au cours de la première 

étude. Contrairement à la première étude, la mesure de la vitesse de respiration mitochondriale 

minimale (�̇�0) était mesurée après ajout d’ADP en excès (2mM) et avant l’ajout du substrat 

glucidique (Pyruvate 2mM) ou lipidique (PCoA 400nM). N’ayant pas l’intention d’étudier les 

mécanismes de découplage, le blocage de l’ANT-1 n’était donc pas nécessaire. Les protocoles 

ont donc été simplifiés afin de pouvoir étudier deux animaux par jour (Tableau 2). 

Tableau 2 Protocoles d’ajout de substrats utilisés pour les mesures de la respiration 
mitochondriale de l’étude 2.  

Voie glucidique 

Réactifs Ajout (µL) Concentration (µM) 

Malate 750mM 8 4000 

Fibres 

Pyruvate 250mM 12 2000 V0 Pyr 

ADP 500mM 6 2000 Vmax Pyr 

Glutamate 2000 mM 7,5 10000 

Succinate 2500mM 15 25000 

Cytochrome-C 5mM 3 10 

Voie lipidique 

Réactifs Ajout (µL) Concentration (µM) 

Malate 750mM 1 4000 

Carnitine 1000mM 3 2000 

Fibres 

Palmitoyl-CoA 15mM 40 400 V0 PCOA 

ADP 500mM 2000 Vmax PCOA 

Cytochrome-C 5mM 3 10 
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d. Mesures biochimiques

Le sang total était prélevé afin de mesurer la concentration en glucose, acides gras libres et 

glycérol. Par la méthode de colorimétrie enzymatique, le substrat était dégradé en un produit 

dont il était possible de mesurer l’absorbance avec un automate (ADIVA 18000, Siemens). La 

concentration en glucose a été mesurée avec le kit GLUO (Siemens Healthcare Diagnostics, 

Tarrytown, USA), celle en acides gras libres avec le RX MONZA FA 115 (Randox laboratories, 

Crumlin, UK) et celle du glycerol avec le kit RX MONZA GY 105 (Randox laboratories, 

Crumlin, UK). 

Le contenu en glycogène était mesuré sur un échantillon prélevé sur le soleus congelé. Après 

extraction (2N NaOH, 1/50, 2h à 37°C), l’échantillon était hydrolysé par une amyloglucosidase 

pour pouvoir doser les unités glycosyls. Le glucose libéré était dosé par spectrophotométrie 

mesurant la production de NADH en présence d’hexokinase et glucose-6-phosphate 

dehydrogenase (Annexe 9).  

Les activités de la citrate synthase et de la HAD ont été mesurées à 40°C, selon le même 

protocole que la première étude. Les activités de l’hexokinase (HK), enzyme de la glycolyse, 

la pyruvate déshydrogénase, étape de régulation de l’entrée du glucose dans la cellule, et de la 

lactate déshydrogénase (LDH), catalysant la dégradation du pyruvate en anaérobiose ont été 

mesurées par colorimétrie enzymatique (Annexes 10, 11 et 12 respectivement). 

e. Mesure de l’expression de protéines impliquées dans le
métabolisme énergétique et le remodelage mitochondrial

Afin d’étudier la réponse protéique en relation avec les adaptations mitochondriales induites, 

nous avons mesuré par Western Blot, la quantité de plusieurs protéines du métabolisme 

glucidique cytosolique et matriciel, de l’oxydation des lipides, de la chaine respiratoire 

mitochondriale, de la dynamique mitochondriale et de la signalisation de la réponse à la chaleur 

(Tableau 3 et Annexe 13). 



129 

Tableau 3. Listes des protéines étudiées en Western-Blot (étude 2) 

Nom Voie 

Pyruvate Dehydrogenase E1-α subunit 

(phospho S293)  
Forme phosphorylée de la PDH (inactive) 

Pyruvate Dehydrogenase E1-α subunit Forme non phosphorylée de la PDH 

Phospho-GSK-α/β (Ser21/9)  Forme phosphorylée de la GSK (inactive) 

GSK-3β  Forme non phosphorylée de la GSK 

FABP4  Transport membranaire des acides gras  

CPT1A  Transport mitochondrial des acides gras 

CPT2  Transport mitochondrial des acides gras 

Complexes de la chaine de transfert 

d'électrons I à IV  
Chaine respiratoire mitochondriale 

Adenine Nucleotide Translocase 1 / ANT 1 Antiport ATP/ADP 

Uncoupling Protein 3  Protéine découplante 

HSP70 
Protéine de la réponse au stress thermique 

chaud 
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ABSTRACT 

Tardo-Dino PE, Taverny C, Siracusa J, Bourdon S, Baugé S, Koulmann N, Malgoyre A. 

Aerobic training leads to well-known systemic metabolic and muscular alterations. Heat 

acclimation could also increase mitochondrial muscle mass. This study addresses the issue of 

the effects of heat acclimation combined to endurance training on metabolic adaptations in 

skeletal muscle. Methods: 32 rats were divided in 4 groups: control (C), trained (T), heat-

acclimated (H) and trained with heat acclimation (H+T) for 6 weeks. Soleus muscle metabolism 



was studied notably by in situ measurement of mitochondrial respiration with pyruvate (Pyr) or 

palmitoyl-coenzyme A (PCoA), in phosphorylating conditions (�̇�max) or not (�̇�0). Results: 

Aerobic performance increased and retroperitoneal fat mass decreased with training, 

independently of heat exposure (p<0.001 and p<0.001 respectively). Citrate synthase and 

hydroxyl-acyl-dehydrogenase increased with endurance training (p<0.001 and p<0.01 

respectively) without any effect of heat acclimation. Training induced the increase of �̇�0 

and �̇�max for PCoA (p<0.001 and p<0.01 respectively) without interference with heat 

acclimation. For pyruvate oxidation, the training-induced increase of �̇�0 (p<0.01) was limited 

when combined to heat acclimation (-23%, p<0.01). Training and heat acclimation 

independently increased �̇�max for pyruvate (+ 60% p<0.001 and + 50% p=0.01 respectively) 

without additive effect of the combination. Heat acclimation doubled training effect on muscle 

glycogen storage (p<0.001). Conclusion: Heat acclimation did not improve mitochondrial 

adaptations induced by endurance training in soleus muscle possibly limiting carbohydrates 

oxidation alteration while not facilitating fatty acid utilization. Furthermore, the increase in 

glycogen storage observed after HA combined exposition to endurance training without 

improvement of pyruvate oxidation looks like a hypoxic metabolic phenotype. 

NEW FINDINGS and NOTEWORTHY 

Heat acclimation did not improve mitochondrial adaptations induced by endurance training in 

soleus muscle neither mitochondrial content nor coupling.  Heat acclimation seems specifically 

interfere with carbohydrate metabolism and not lipid pathway. These metabolic alterations 

evoke a hypoxic-like phenotype consistent with the increase of muscle glycogen content found 

and not associated with a concomitant increase of oxidation of pyruvate.  

KEYWORDS: heat acclimation, endurance training, mitochondrial respiration, skeletal 

muscle metabolism cross-tolerance 

INTRODUCTION 

Heat acclimation (H) and endurance training (T), allow to increase endurance performance in 

heat by improving thermoregulatory response (Periard, Racinais et al. 2015). Others 

physiological adaptations required for aerobic performance as cardiovascular function are also 

improved by heat acclimation (Periard, Travers et al. 2016). At cellular level, Heat Shock 

Proteins (HSP) have been implicated in certain benefits related to endurance training 



(Henstridge, Febbraio et al. 2016). In addition, both strain factors also involve their own 

signalling pathway. As described in heart muscle, H and T induce different alterations of 

myosin isoforms (Horowitz, Peyser et al. 1986, Diffee, Seversen et al. 2001) and intracellular 

calcium handling (Mirit, Palmon et al. 1999, Diffee, Seversen et al. 2001, Wisløff, Loennechen 

et al. 2001, Cohen, Kanana et al. 2007) with potentially different consequences on contraction 

and relaxation. Concerning metabolic alterations most studies have been interested in acute 

effect of heat exposure during exercise (Young, Sawka et al. 1985, Febbraio, Snow et al. 1994, 

Hargreaves, Angus et al. 1996, Gagnon, Perrier et al. 2019, Maunder, Plews et al. 2019). When 

effect of heat acclimation was studied, time course was very short (8 days) and not long enough 

to observe the combined effect with endurance training on muscle metabolism (King, Costill et 

al. 1985, Febbraio, Snow et al. 1994). Thus metabolic adaptations induced by heat acclimation 

and endurance training (H+T) could interfere and proceed in a new phenotype remaining to be 

specified (Kodesh, Nesher et al. 2011). 

Skeletal muscle adaptations induced by aerobic training are well known. Muscle mitochondria 

content was shown to increase after endurance training (Holloszy 1967, Holloszy and Coyle 

1984, Zoll, Koulmann et al. 2003, Zoladz and Grassi 2015), involving both size and number of 

mitochondria (Morgan, Cobb et al. 1971, Hoppeler, Luthi et al. 1973). The increase of some 

mitochondrial enzymes content enhances both carbohydrate and fatty acids oxidation. 

Consistently, endurance training increase intramuscular glycogen and triglycerides stores 

(Jeukendrup, Saris et al. 1998, Greiwe, Hickner et al. 1999). Moreover, levels of fatty acids 

oxidation enzymes were specifically increased (Saltin, Astrand et al. 1993, Brooks and Mercier 

1994) participating to the enhancement of fatty acids oxidation which allows to spare 

carbohydrate stores, known as a limiting factor of performance (Molé, Oscai et al. 1971, 

Lundby and Jacobs 2016). Thus, endurance training induces quantitative mitochondrial 

adaptations which improve mitochondrial oxidative capacities and also qualitative adaptations 

which alter carbohydrate-lipid balance (Brooks and Mercier 1994).  

Several studies showed that chronic heat exposure could improve endurance performance at 

room temperature (Scoon, Hopkins et al. 2007, Lorenzo and Minson 2010) suggesting 

adaptations other than thermoregulation per se can occur. Heat has been shown to stimulate Akt 

pathway, responsible for proteosynthesis (Liu and Brooks 2012) and could prevent muscle 

atrophy induced by ageing, immobilization or injury (Tamura, Kitaoka et al. 2015, Tamura and 

Hatta 2017, Hafen, Preece et al. 2018, Ihsan, Périard et al. 2019). Very recently,  heat appeared 

to protect soleus muscle force by enhancing myogenic factors in a model of ischemia-induced 



muscle damage (Kim, Reid et al. 2019). Overexpression of HSP 72 has been shown to reduce 

muscle age-related oxidative stress (Broome, Kayani et al. 2006). Besides, heat acclimation 

could also induce endurance-like mitochondrial adaptations. If an acute heat exposure induces 

an increase carbohydrate utilization, interpreted as higher reliance on CHO oxidation (Fink, 

Costill et al. 1975, Young, Sawka et al. 1985, Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, Carey et 

al. 1996, Hargreaves, Angus et al. 1996, Febbraio 2000, O'Hearn, Tingelstad et al. 2016, 

Gagnon, Perrier et al. 2019, Maunder, Plews et al. 2019), few studies observed that repeated 

heat exposition could restore lipids oxidation and limit CHO oxidation reliance as observed 

with training (King, Costill et al. 1985, Kirwan, Costill et al. 1987). Consistently, some studies 

suggested that chronic heat exposure could improve oxidative metabolism. In mice daily 30-

min exposed to 40°C, 5d/w, 3weeks, Tamura et al. showed that skeletal muscle citrate synthase 

(CS) activity and mitochondrial respiratory chain complex content had increased. When 

compared to each solely effect, combined endurance and heat effects were increased in a higher 

range (Tamura, Matsunaga et al. 2014). Besides, daily heat exposure prevented skeletal muscle 

insulin resistance induced by high fat diet in rats, restoring glucose uptake, CS and cytochrome 

oxidase activities (Gupte, Bomhoff et al. 2009). However, to our knowledge, these results are 

not confirmed by study of mitochondrial respiration function after heat acclimation combined 

to endurance training. Moreover, quite surprisingly, while heat exposure was reported to 

increase carbohydrate utilization, capacity of skeletal muscle mitochondria to oxidize fatty 

acids was poorly studied and never after prolonged exposure.  And yet, Kodesh et al. described 

an upregulation of fatty acid genes in soleus muscle after heat acclimation and training (Kodesh 

and Horowitz 2010). 

Thus, we hypothesized that metabolic adaptations based on mitochondrial alterations induced 

by endurance training could be improved by combination with heat acclimation. In this work, 

we propose to study the respective and combined effect of endurance training and heat 

acclimation on aerobic performance, muscle metabolism and mitochondrial oxidation of 

different substrates. In this purpose, we measured the effect of H and T on carbohydrates and 

fatty acids utilization in permeabilised fibres of soleus muscle, a slow-twitch phenotype, well 

recruited during treadmill running and sensitive to heat stress (Oishi, Taniguchi et al. 2002, 

Montilla, Johnson et al. 2014, Ganesan, Reynolds et al. 2016, Brownstein, Ganesan et al. 2017, 

Ganesan, Brownstein et al. 2018). 

MATERIALS AND METHODS 

Animals and experimental design 



This study was performed in accordance with both the Helsinki Declaration concerning the 

treatment of laboratory animals and the European Convention for the Protection of Vertebrate 

Animals used for Experimental and other Scientific Purposes (Council of Europe no.129, 

Strasbourg, France, 1985 and Directive 2010/63/UE). It was approved by the animal ethics 

committee of our Biomedical Research Institute and authorized by Veterinarian Inspection of 

Health Service for Armed Forces.  

Study consisted in a 6-week conditioning, including training and heat acclimation. Several 

measurements  (resting metabolism RM and maximal aerobic speed MAS) were performed at 

the end of the conditioning. Animals were then sacrificed. Were taken both solei (SOL), blood 

and retroperitoneal adipose tissue (RPAT). Measurements of in situ mitochondrial respiration 

measurements were performed on soleus. Enzymatic activities and biochemical measurements 

were performed on soleus and plasma. 

We previously used 8 animals implanted with temperature monitoring device to test the 

protocol of heat acclimation. For this experiment, we used 32 male Wistar rats (between mean 

body weight: 276 ± 5 g) obtained from Charles River Laboratories (L’Arbresle, France). 

Animals were housed 2 per cage in an artificial 12-12 light-dark cycle. After quarantine, all rats 

followed 1 week-habituation to treadmill. Then, they were randomly assigned to a condition, 

without changing previous cage repartition. Thus, four groups of 8 specimen, were constituted: 

control (C), heat acclimated (H), trained (T) and heat acclimated+ trained (H+T). The animals 

were weekly weighed and at the end of the conditioning. After lethal dose of pentobarbital (150 

mg.kg-1), the 2 solei were excised immediately after respiratory arrest of the animals, but before 

cardiac arrest then weighed. The left was immediately plunged in solution S (composition see 

below) to preserve vitality for mitochondrial respiration experiments and the right was frozen 

in liquid nitrogen for afterwards measurements (enzymology, glycogen and western blot 

measurements). Then, total exsanguination was realised by catheterism of abdominal aorta. 

Finally, retroperitoneal adipose tissue was taken, weighed and frozen in nitrogen.  

Experimental conditions (figure 1) 

Heat acclimation was studied on sixteen animals (H and H+T). They were exposed to 1 hour-

heating, 5 days per week, during 6 weeks.  They were placed in thermostated box where mean 

ambient temperature was maintained at 37 ± 3 °C. Exposure was always performed at the same 

moment in the afternoon. Previous tests, with implanted temperature monitoring device, 



allowed to ensure that this heat exposure procedure warranted an increase in core temperature 

above 39 °C for 45 minutes. 

Sixteen animals (T and H+T) followed a daily 1-hour endurance training session, 5 days per 

week, during 6 weeks, on treadmill. Intensity and duration progressively increased from 11.4 

m.min-1 for 45 min to 28.2 m.min-1 for 55 min. Sessions were performed in the morning, at the

same moment. 

Aerobic performance measurement 

Maximal aerobic running speed was assessed using incremental test. Tests were performed the 

last day of conditioning and 48h before animals sacrifice to prevent interference of acute 

exercise with respiratory measurement. Protocol consisted in increase of speed by steps of 3.5 

m.min-1 each 2 min up to 30 m.min-1, then steps of 1.5 m.min-1 each 1.5 min until rats were no

longer able to run. Exhaustion was determined when animals remained near to the electric grid 

despite three shocks. MAS corresponded to the running speed at the last accomplished stage.  

Resting metabolic rate 

Rest metabolism was assayed with an open-circuit indirect calorimetry device (Metabolism 

Software, Panlab Harvard Apparatus, Barcelona, Spain) the day after the performance test, and 

the day before the sacrifice. Animals were placed in a metabolic chamber that was regularly 

flushed with fresh air at a flow rate between 0.9 and 1.2 l/min (LE400 Air Supply and 

Switching, Panlab Harvard Apparatus) and connected to gas analyzers for oxygen and carbon 

dioxide measurements (LE405 O2/CO2 analyzer, Panlab Harvard Apparatus). Measurements 

were performed on animals at distance from the last night meal, at room temperature of 22°C. 

They had free water access but no food access during measurements. Habituation was 

performed during days before to limit transfer-induced stress on the animals. To limit 

spontaneous activity and based on a previous study (Malgoyre, Chabert et al. 2017), 
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measurements were performed during diurnal time (the resting period for rodents), between 9 

am and 4 pm. Data of first hour and last 30 minutes were systematically excluded to avoid 

artefact induced by manipulation or human presence. Moreover, period of steady-test was 

defined the longer consecutive time when O2 consumption vary  less than 10% variation. O2 

consumption was normalized with body weight raised to a power of 0.75 (Keesey and Powley 

2008).  

Biochemical Measurements 

Blood chemistry. Concentrations were performed using colorimetric method. Absorbance was 

measured by automate (Advia 1800, Siemens). Glucose concentration was measured after 

glucose oxidation by glucose oxidase, using GLUO kit (Siemens Healthcare Diagnostics, 

Tarrytown, USA). NEFA concentration was determined using RX MONZA FA 115 kit 

(Randox laboratories, Crumlin, UK). Glycerol concentration was measured using RX MONZA 

GY 105, (Randox laboratories, Crumlin, UK). 

Enzyme activities were studied for citrate synthase (CS), 3-hydroxyl acyl coenzyme A 

dehydrogenase (3-HAD), hexokinase (HK) and lactate-deshydrogenase (LDH). For each 

activities, around 10 mg of frozen tissue samples were weighed and shaked in Precellys® 

(Precellys 24 Dual, Bertin, Montigny le Bretonneaux, France) at 5000 rpm, 2x8 sec in different 

extraction buffers and kept on ice at each step. For CS,  extraction was performed in a buffer 

(50 mg.ml-1) containing 5 mM HEPES (pH 8.7), 1 mM EGTA, 1 mM DTT, 5 mM MgCl2, and 

0.1% Triton X-100, and incubated for 60 min at 0°C to ensure complete enzyme extraction. CS 

activity was assessed at 40°C (pH = 7.5) by spectrophotometry measurement of mercaptid anion 

apparition before and after addition of oxoloacetate (50mM) (O4126 Sigma), as previously 

described  by Srere  (Srere 1969). For 3-HAD, the extraction was performed in a 300 mM 

phosphate buffer (50 mg.ml-1) containing KH2PO4, K2HPO4 (pH=7.7), and 0.05% BSA. 

Enzyme activity was determined at 40°C by a spectrophotometric measurement of NADH 

disappearance, before and after addition of  aceto-acetyl CoA (Sigma) in a mix of phosphate 

buffer (pH 7,5), containing imidazole 40mM and EDTA 200 mM as described by Lowry and 

Passonneau (Seidemann 1973).  

For HK, extraction was performed in a phosphate buffer 300mM pH 7.7 containing 5% BSA. 

Enzyme activity was assessed at 25°C by a spectrophotometric measurement of NADH 

appearance, in a mix containing 100mM Tris HCl (pH=8), 8mM MgCl2, 0.4mM NADP, 0.01% 



DTT, 2mM glucose, 3.5UI/ml G6PDH before and after addition of ATP , as described by Lowry 

and Passonneau (12). 

For LDH, extraction was the same as CS. Enzyme activity was assessed by transformation of 

pyruvate in lactate with concomitant oxidation of NADH. Disappearance of NADH was 

measured by spectrophotometry at 25°C in a mix phosphate buffer (pH 7.5) containing pyruvate 

sodium 0.63M (P2256, Sigma). 

Enzyme activities are all expressed in µmoles of substrate per minute (i.e., IU per gram wet 

weight). 

Glycogen soleus content 

5mg of  frozen soleus samples, was homogenized (1/50) in 2N NaOH during 2 h at 37°C and 

1h at 4°C and added in HCl 7.5M for 5 volumes of NaOH 2N. Samples of 50µL were submitted 

to glycogen hydrolysis by amyloglucosidase (10mg/ml) (A7420, Sigma-Aldrich) in acetate 

buffer (0.3M) for 2h at 37°C.  Released glucose was quantified by spectrophotometric 

measurement of NADH production in the presence of hexokinase (H4502 Sigma) and glucose-

6-phosphate dehydrogenase (G6378 Sigma) according to Bergmeyer’s method  (Passonneau

and Lauderdale 1974, Bergmeyer and Grassl 1983) and as previously described in (Banzet, 

Koulmann et al. 2009). Glycosyl units were quantified by comparison to a standard curve of 

known glycogen concentration. 

Analysis of proteins content by Western blotting 

Muscle samples from soleus were homogenized in a1/100 dilution using an extraction buffer 

containing 0.05M Tris-HCl (T 5941), 0.1M NaCl, 2mM EDTA (E5134), 2mM EGTA (E4378), 

1mM DTT (D0632), 0.05M NaF (S7920), 0.12µM okadaic acid (O9381, 3mM Benzamidine 

(B5606), 0.05M Glycerophosphate (G5422) and 1mM PMSF (P7626, Sigma-Aldrich, Saint 

Quentin Fallavier, France), added with anti-protease cocktail at 1/200, anti-phosphatase 

cocktail at 1/200 (respectively 539134-1S,524625-1S, Merck chemicals, Fontenay sous Bois, 

France), and shaked with Precellys® as described above for enzymatic activity.  

Samples were cooled in ice for 12 h and then centrifugated at 12000 g for twenty minutes at 

4°C. Whole protein concentrations was quantified by bicinchoninic acid method (kit BCA 

Protein Assay 23252 Thermo Pierce) according to the manufacturer’s protocols. Equal amounts 

of protein (25µg) were loaded and separated using SDS-PAGE procedures (7.5-12% 

polyacrilamid gels) and then transferred to a nitrocellulose membrane using a transfer apparatus 



according to the manufacturer’s protocols (Bio-Rad). Membranes were blocked with incubation 

in 5% nonfat milk in TBST (25 mM Tris, pH 7.5, 137 mM NaCl, 2.68 mM KCl, 0.5% Tween 

20) for 2 hours. Membranes were incubated overnight with primary antibodies (Table 1) at 4

°C. For phosphorylated protein, NaF (S7920 Sigma) at 50 mM was added at each step. 

Membranes were washed three times for 10 min in TBST, incubated with a 1:10000 dilution of 

secondary antibodies (horseradish peroxidase-conjugated anti-mouse or anti-rabbit antibodies) 

for 1 h. Blots were washed with TBST three times for 10 min in TBST and developed with the 

ECL system (Bio-Rad, Saint Quentin en Yvelines, France) according to the manufacturer’s 

protocols. Blots were scanned using Chemidoc XRS+ (Biorad, Saint Quentin en Yvelines, 

France). For each gel, a molecular weight ladder  (Precision Plus All Blue Prestained Protein 

Standards from Bio-Rad Laboratories, Veenendaal, Netherlands; no.1610373) and an internal 

control (mix of all control group specimen) were also loaded. Dosimetry of bands of molecular 

weight interest corresponding to each antibody were quantified with Quantity One (version 

Windows, Bio-Rad) and normalized to the internal control (software ImageLab). 

Measurement of in Situ Mitochondrial Respiration 

Measurements were performed at 35°C in chambers the temperature of which was tightly 

controlled by thermostats. Mitochondrial respiration was studied in situ using a Clarke-

electrode (Hansatech Oxygraph Instruments, Norfolk, UK), as previously described 

(Kuznetsov, Veksler et al. 2008). Freshly taken muscles were stored and the fibres separated 

under a binocular microscope in solution S (see below for composition) at 4°C. Fibres were 

then permeabilized in solution S with saponin (50 µg.ml-1) for 30 min and then stored 15 min 

in solution S, always at 4°C. Before respiration measurements, some fibres were rinsed three 

times for 5 min in solution R (see below for composition), containing no energy source for 

respiration and washing out any remaining energetic substrates, such as adenosine diphosphate 

(ADP) or creatine phosphate (PCr). A few quantity of fibres were placed in the well of an 

oxygraph containing 1.5 ml solution R with continuous stirring. The decrease in O2 

concentration in the well reflected fibre respiration and the slope represented the rate of oxygen 

consumption. In respiration media were added for pyruvate oxidation measurements 2mM 

pyruvate and 4 mM malate and, for PCoA 0.4mM palmitoyl-CoA, 0.5mM malate and 2 mM 

carnitine. Thus, we measured the non-phosphorylating respiration rate (Pyr-�̇�0 and PCoA-�̇�0) 

in the absence of ADP. Then, 2 mM ADP was added to get non-limiting concentration for 

mitochondrial respiration (Zoll, Sanchez et al. 2002, Ponsot, Dufour et al. 2006, Pesta and 

Gnaiger 2012, Ojuka, Andrew et al. 2016, Martins, Ricardo et al. 2018). The negative slope of 



the respiration curve during this phase corresponded to the maximal respiration rate for Pyr and 

PCoA (Pyr-�̇�max and PCoA- �̇�max). The slope was measured once the reaction was stabilized, 

after substrate addition and then after ADP addition. 

After completing the measurements, the fibres were dried and weighed to express the 

respiration results in µmol O2.min-1.g-1 dry weight. Cytochrome C (cyt C) was systematically 

added after the last addition of substrate and before that of the inhibitor to verify the 

preservation of mitochondrial outer membrane. The results were not considered if cyt C induced 

an increase in the rate of respiration higher than 10% of the previous rate. Measurements were 

performed in duplicate for each sample. 

Solutions S and R, pH = 7.1, contained 2.77 mM CaK2EGTA, 7.23 mM K2EGTA, 6.56 mM 

MgCl2 (1 mM free Mg2+), 20 mM taurine, 0.5 mM DTT, and 50 mM K-methane sulfonate (160 

mM ionic strength). Solution S also contained 3 mM phosphate and 2 mM ADP (Zoll, Sanchez 

et al. 2002, Ponsot, Dufour et al. 2006, Martins, Ricardo et al. 2018). Bovine Serum Albumin 

(BSA) was added to solution R just before respiration (Ou and Leiter 2004, Oliveira, Cunha et 

al. 2015). For the Pyr media, the BSA concentration was 2 mg.ml-1. For the PCoA media, the 

BSA concentration in R was 6 mg.ml-1 (ratio 4.4) to obtain a FA/albumin ratio < 5 and to 

prevent any detersive effects of the FAs. This concentration was determined in a pilot study in 

which various BSA concentrations (2, 4, and 6 mg.ml-1) were tested.  

Statistical analysis 

Data are presented as the means ± SEM of values per animal, from either the mean of duplicates 

or one sole value after data validation. Two-way ANOVA was performed to assess the effect 

of heat acclimation and training. When appropriate, between groups comparison was performed 

by Newman-Keuls test. Differences were considered significant when p < 0.05 *, p < 0.01 **, 

or p< 0.001 *** for HA and p < 0.05 $, p < 0.01 $$, or p< 0.001 $$$ for training.  





RESULTS 

Anthropometrics and metabolic rest data 

After 6 weeks, body weight and adipose tissue mass of trained groups were decreased compared 

to sedentary groups independently of heat acclimation (-43% of fat retroperitoneal fat mass, 

p<0.001) while no difference existed for soleus mass (Table 2). 

Glycerol and free fatty acids concentrations in plasma are similar but rest glycemia was 

significantly lower in trained groups (-22%, p<0.001) compared to sedentary animals.(Table 4) 

Nevertheless, resting metabolic rate (O2 consumption) and fuel utilization (assessed through 

RQ) were not different (Table 3). 

Performances and heat acclimation data 

As expected, maximal aerobic speed (MAS) was increased by endurance training (+80%, 

p<0.001) but without any interaction with heat acclimation. (Table 3). 

More surprisingly, HSP70 protein content in soleus muscle was not increased neither by 

training nor by heat exposure (Table 6). 

Muscle oxidative capacities, mitochondrial content and dynamic 

Not surprisingly, citrate synthase activity considered as a good marker of mitochondrial mass 

was increased of 54% (p<0.001) in soleus muscle by training with no effect of/or interaction 

with heat acclimation (Table 5). 

Protein content of the different respiratory chain complexes (electron transport chain: complex 

I, III, IV and ATP synthase: complex V) did not significantly increase with training. We noticed 

an interaction between heat acclimation and training for Cytochrome C oxidase content 

(complex IV) with an elevation in the group trained and heat exposed compared to the group 

only  trained (five times higher, p<0.05) (Table 6). 

Cellular Parkin (p<0.01) and DRP-1 (p<0.05) proteins, respectively markers of mitophagy and 

mitochondrial fission were decreased in trained groups compared with untrained without any 

interference with heat acclimation. No change was found for mitofusin, a marker of 

mitochondrial fusion and PINK, a marker linked to autophagy activation by damaged 

mitochondria (Table 7).  









  



Glycolytic flux and carbohydrate oxidation  

As expected, elevation of respiration with Pyruvate was found in soleus with training for �̇�0 and  �̇�max (respectively p<0.005 and p <0.05). Nevertheless, we found an interaction of training with 

heat acclimation (interaction p<0.01 for Pyr-�̇�0 and p<0.001 for Pyr-�̇�max), thus the effect of 

training on pyruvate oxidation was only observed in the group not exposed to heat condition. 

Increase of Pyr-�̇�0 with endurance training is limited by combination with heat acclimation, 

+80% in heat unacclimated groups vs + 4% in the heat acclimated groups resulting in a 23% 

less increase of Pyr-�̇�0 in H+T vs T group (p<0.05). Pyr-�̇�max in the H group and in the H+T 

group are significantly increased compared with the control group (respectively +50%; p<0.005 

and +30%; p<0.05) but with absolutely no synergetic effect of heat acclimation and endurance 

training (Figure 3).  

As usual, we showed a global effect of training in soleus glycogen (p<0.05) content but 

interestingly we also found an independent effect of heat acclimation (p=0.01) with no 

interaction). This is obvious when considering glycogen content in the H+T group which is 

twice than in the others groups. Nevertheless, we did not observe either alteration of glycogen 

synthase kinase 3 (GSK3) protein or, of the ratio between the phosphorylated form (that 

inactivate glycogen synthase) and the total protein content. HK activity was not different 

between groups and the ratio of CS/HK activities only found the training effect existing with 

CS (p=0.01). Total LDH activity was slightly decreased of 15% with training independently of 

heat exposure (P<0.05) (Figure 4). 

If pyruvate deshydrogenase (PDH) content trend to be increased by training (p=0.057), no 

alteration was found in the Ser-phosphorylated form of this protein and the functional ratio of 

PDH total/ phosphorylated form was unchanged with training or acclimation. (Table 8). 

Fatty acids flux and oxidation  

We found an increase of mitochondrial oxidation of PCoA with training (+ 18%; p=0.01 for 

PCoA-�̇�max) with no effect of heat acclimation per se or even interaction. (Figure 3). 

Samely, HAD activity increased with training + 13 %; p=0.01 and the ratio of CS/HAD activity 

was unchanged (Table 5). 

CPT-1 and complex II of respiratory chain protein content were unaltered with conditioning 

while CPT-2 content was decreased with heat acclimation (- 17%; p<0.05) (Table 8). 



 

Figure 3. The effect of heat acclimatization and endurance training on in situ 

mitochondrial respiration in permeabilised soleus fibres of male rats. Respiration rates were 

measured in the absence (�̇�0) or in presence of ADP (�̇�max), for palmitoyl-coenzyme A + carnitine and 

for pyruvate substrates. Non-phosphorylating (�̇�0) and phosphorylating (�̇�max) rates and the respiratory 

control ratio (RCR) corresponding to the �̇�max / �̇�0  ratio in control group (open circles), heat-acclimated 

group (closed circles), trained group (open triangles) and heat-acclimated and trained group (closed 

triangles) for pyruvate (A,B,C) and for PCoA (D,E,F) are presented. Every plot represents the value for 



one animal. The lines represent the means for all animals ± SEM. Analysis by 2 factor- ANOVA was 

performed to compare the effect of heat and training on respiration parameters of both substrates. Post-

hoc analysis was performed with Newman-Keuls.  ** p<0.01. ***p < 0.001: different from heat 

exposition-matched group. $ p<0.05. $$ p<0.01: different from training-matched group. # Different 

from control group 

Mitochondrial quality and coupling (Figure 3, Table 9) 

Pyr-ACR was unchanged whatever the condition while PCoA-ACR decreased of 30% with 

training (p<0.005) (Figure 3).  Neither UCP3 or ANT-1 protein expression were altered with 

training or heat exposure and there was no more difference between group in the ratio between 

complex I content and ATP synthase content (Table 9).  

We found an impairment of the ratio Pyr-�̇�max /CS with training (P<0.05) without effect of 

heat acclimation per se but a trend for interaction with training (p=0.08).  

Figure 4. Effect of heat acclimation and aerobic training on soleus 

glycogen content of male rats. Measurements were performed on 

control (open circle), heat-acclimated (closed circle), trained (open 

triangle) and heat + trained (closed triangle) animals. Each plot represents the 

value for one animal. Glycogen concentration is expressed in micromoles of 

glycosyl units per gram of muscle (wet weight). The lines represent the means 

for all animals ± SEM. Two-factor ANOVA was performed to compare the 

effect of heat and training on respiration parameters of both substrates. There 

was no interaction between heat-acclimatization and aerobic training. 



DISCUSSION 

In this study, we were for the first time interested in the effect of endurance training combined 

to heat acclimation on mitochondrial adaptations taking into account quantitative and 

qualitative alterations for carbohydrates and fatty acids.  

First of all, we found classical effect of endurance training on anthropometry, performance and 

skeletal muscle mitochondrial adaptations. Thus fat mass and rest glycaemia were decreased. 

MAS was increased as well as mitochondrial content and maximal oxidation for pyruvate or 

PCoA.  

Whatever the substrate, heat acclimation and endurance training have no additive effect on 

mitochondrial oxidation. Nevertheless, while absolutely no interaction was found between 

endurance training and heat acclimation with PCoA, training and heat exposure seem interfere 

with pyruvate oxidation and carbohydrates pathway. Thus, effect of training on Pyr-�̇�0 and Pyr-�̇�max were only found in the group trained but not when heat acclimation is combined. However 

even if no per se heat acclimation effect was found, Pyr-�̇�max in the H group is higher than in 

the C group and not different from the H+T group.  

Moreover, muscle glycogen content was increased by training but also by heat exposure with a 

storage doubled in the group trained and heat acclimatized. If no molecular explanation of this 

adaptation can be given, this could evoke a metabolic phenotype previously described in 

hypoxia: increased of glycogen content while no correlated elevation of pyruvate oxidation is 

observed. Interestingly, we also observed an interaction between heat acclimation and training 

in the complex IV of respiratory chain protein content as already described in response to 

hypoxia. Nevertheless, this isolated increased protein expression is not associated with 

improvement of mitochondrial respiration or efficiency.  

Finally, this metabolic phenotype of skeletal muscle after heat acclimation combined to 

endurance training do not improve substrate oxidation more than training effect per se but could 

facilitate glycolytic flux.  

No additive effect of heat acclimation on quantitative mitochondrial adaptations induced 

by endurance training. 

As expected, endurance training induced an increase of mitochondrial oxidative capacities as 

well for pyruvate or for PCoA oxidation. Consistently, CS activity, which is known to assess 

the mitochondrial mass (Larsen, Nielsen et al. 2012), increased in trained groups.  



Surprisingly we did not find significant elevation of HSP 70 protein in soleus muscle after heat 

acclimation. Nevertheless, the longer period of heat acclimation used in our study compared to 

others protocols can be an explanation (Tamura, Matsunaga et al. 2014). Moreover, it was well 

established that if slow-twitch muscle have a higher basal level of HSP, this pool is less 

inducible by heat, and lasts less long than in fast-twitch muscles (Oishi, Taniguchi et al. 2002, 

Brownstein, Ganesan et al. 2017, Tamura, Matsunaga et al. 2017). Other authors failed to find 

increase of HSP70 mRNA in soleus (Kodesh 2010) after the last exposure of heat acclimation.  

Our results argue for training-induced mitochondrial biogenesis independently of any heat 

acclimation effect. Tamura & al. (Tamura, Matsunaga et al. 2014) were already interested in 

this combination of endurance training and heat acclimation. Conversely to us, they reported 

synergistic effect of heat acclimation and training on respiratory complexes proteins content 

and CS activity. Nevertheless, oxidation rate and mitochondrial function were not assessed in 

their study. Despite potential differences between animal species (rats here vs mouses for 

Tamura & al), endurance training and heat acclimation protocol, our results did not confirm 

this synergistic effect of heat acclimation on mitochondrial biogenesis. Our results are 

consistent with those found at cellular level where PGC-1  nuclear protein content, the main 

effective factor of mitochondrial biogenesis is similar after exercise at room temperature or in 

hot condition (Heesch, Shute et al. 2016).  

This lack of additive effect of heat and training effect on mitochondrial biogenesis must be 

distinguished from combination of heat with situations where impairment of mitochondrial 

functionality exists like in age-dependent sarcopenia, high fat diet or atrophy induced by 

immobilization. In these situations responsible for loss of mitochondrial function, endoplasmic 

reticulum stress, and increased mitophagy, several studies showed that heat exposure was able 

to prevent negative effect on mitochondria(Gupte, Bomhoff et al. 2009, Tamura, Kitaoka et al. 

2015, Tamura, Matsunaga et al. 2017, Hafen, Preece et al. 2018).  

Thus, we assume that heat acclimation did not enhance or prevent training-induced adaptions 

on mitochondrial content.  

Mitochondrial efficiency, quality and dynamic observed with endurance training are not 

altered by heat acclimation. 

We observed a significant 30% decrease of RCR for PCoA with training consistent with an 

alteration of oxidative phosphorylation coupling. Indeed, several studies reported training-

induced uncoupling for fatty acid oxidation. Sparks & al. showed that the training-induced 



increase of insulino-sensitivity was associated with the increase of FA-induced uncoupling 

(Sparks, Gemmink et al. 2016). Nevertheless, this putative training induced uncoupling for fatty 

acid was not increased by heat acclimation as we expected because of the acute effect of heat 

on fatty acids uncoupling previously found (Tardo-Dino, Touron et al. 2019). Kodesh et al. 

suggested that heat acclimation could improve contractility efficiency of skeletal muscle and 

heart in order to limit heat production during contraction (Kodesh and Horowitz 2010, Kodesh, 

Nesher et al. 2011). Our data on RCR do not support that improvement of oxidative 

phosphorylation with heat acclimation could participate to this better efficiency which is 

probably more related to calcium signalling rather than to mitochondrial adaptations.  

Here, neither alteration of UCP-3 or ANT-1 protein expression can explain this decrease of 

RCR. This rather evokes a functional alteration which is consistent with the specific effect 

found with fatty acids and not existing with CHO. 

Concerning qualitative adaptations, we found a decrease of the ratio Pyr-�̇�max /CS (p=0.02) with 

training without significant interaction with heat acclimation. At least, addition of heat 

acclimation did not prevent the decrease of Pyr-�̇�max /CS observed with endurance training. Our 

results did not argue for alteration of mitochondria quality with heat acclimation.  

Nevertheless, an impairment of the autophagosome complex has been suggested with heat 

exposure (Brownstein, Ganesan et al. 2017). Even mitochondrial dynamics was not our main 

purpose, we measured the content of key proteins and observed a decrease of DRP1, involved 

in mitochondria fission and PRK, a key enzyme of the mitophagy pathway, induced by training 

but independent of heat acclimation. Based on current scientific knowledge, DRP-1 decrease 

appears consistent with preventing mitochondrial fission training-induced (Drake, Wilson et al. 

2016, Tanaka, Nishimura et al. 2019).Nevertheless, taking into account post translational 

regulation of DRP1 (Tanaka, Nishimura et al. 2019) and subcellular compartmentation, our 

results, only measuring total DRP1 protein content in whole muscle must be interpreted very 

cautiously. PINK1/PRK pathway allows to maintain quality of mitochondria by recycling parts 

of senescent organelles and the decrease of PRK content, meaning a decrease in turn-over could 

seem paradoxical. However, if several studies showed acute aerobic exercise could increase 

mitophagy (Drake, Wilson et al. 2016, Tanaka, Nishimura et al. 2019), the effect of endurance 

training is more controversial and mitophagy sometimes described reduced (Chen, Erlich et al. 

2018). Here, we have no argument to confirm this failure of mitophagy induced by heat and its 

consequences on mitochondria functionality.  



Nevertheless, mitochondrial function seems to have been differently affected by training, 

depending on heat acclimation state, considering the nature of the substrate used. 

Effect of heat acclimation combined to endurance training on mitochondrial oxidation 

depends on the nature of the substrate oxidized 

Alterations of PCoA-�̇�0 and PCoA-�̇�max in the H+T group is similar to the T group (barely -7 

and - 5%, ns respectively). Thus, PCoA oxidation rates increased in both trained groups, heat 

acclimated or not. HAD activity was increased by endurance training with similar size effect as 

Vmax PCoA (respectively +13% and +18%).  Even if CPT-1 protein content was not increased 

and CPT-2 decreased by 17% by heat acclimation, we could interpret this result as CPT-1 and 

CPT-2 content are not limiting factor in soleus muscle for this range of increase of PCoA 

oxidation.  

Conversely, Pyr-�̇�0 and Pyr-�̇�max in the H+T group are respectively 23% lower (p<0.05) and 

17% (ns) lower compared to the T group.  While, we measured a 40% increased of CS activity 

in the H+T group compared to the H group, Pyr-�̇�max was not increased and even decreased of 

12% (ns), resulting in a 36% decrease of Pyr-�̇�max /CS (p<0.01 in T test). Compared to the C 

group, the 65% increase of CS activity in the T group is consistent with the increase of Pyr-�̇�max of 60% whereas for the same increase of CS in the H+T group, Pyr-�̇�max increased of an 

half. These argue in favour of a specific limiting factor of heat acclimation regard of pyruvate 

oxidation independent of mitochondrial mass and biogenesis. Even we did not notice any 

alteration of PDH protein content and phosphorylated form in T+H group, we can’t absolutely 

turn down the hypothesis that pyruvate entrance into mitochondria could be a limiting factor. 

This would have been very interesting to add dichloroacetate in the respiratory medium with 

pyruvate to assess the functionality of this step. 

 

A putative specific heat effect on CHO metabolism in skeletal muscle 

Even if we found no global heat acclimation effect on pyruvate oxidation, Pyr-�̇�0 and Pyr-�̇�max 

in the H group respectively increased by 33% (p= 0.07) and 50% (p< 0.05) vs the control group 

with no further enhancement when combined to training. Heat exposure may induce 

mitochondrial biogenesis as suggest in previous studies in vitro as well as in vivo (Liu and 

Brooks 2012, Tamura, Matsunaga et al. 2014). Nevertheless, this effect remains controversial 

in human skeletal muscle (Zak, Shute et al. 2017). In our data, this putative heat effect was only 

found for pyruvate oxidation (significant for Pyr-�̇�max), did not exist for PCoA and is stronger 



that the concomitant increase of CS activity observed (+20%, ns). For all these reasons, a real 

mitochondrial biogenic effect of heat is quite uncertain in our study.  

Here, we noticed that glycogen storage was increased in the H+T group and reached about 2-

fold level of the groups only trained or heat acclimated. Acute heat stress is well known to 

inflate glycogen use at exercise (Fink, Costill et al. 1975, Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, 

Snow et al. 1994, Hargreaves, Angus et al. 1996). Several studies (Young, Sawka et al. 1985, 

Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, Snow et al. 1994, Hargreaves, Angus et al. 1996, 

O'Hearn, Tingelstad et al. 2016) have suggested, an exercise performed at heat, results in CHO 

oxidation to a greater extent compared to the same exercise performed at room temperature 

while the elevation of blood lactate levels conveyed a glycolysis increased (Young, Sawka et 

al. 1985, Febbraio, Snow et al. 1994, Febbraio, Snow et al. 1994, Hargreaves, Dillo et al. 1996, 

Gonzalez-Alonso, Calbet et al. 1999, Parkin, Carey et al. 1999). But to the best of our 

knowledge, our results are the first to prove an increase of glycogen content after a chronic 

exposure combining endurance training and heat acclimation. This increase of glycogen content 

was not associated with a concomitant elevation of pyruvate oxidation capacities in H+T, which 

is in favour of a facilitation of glycolysis without the same alteration downstream (that is for 

pyruvate oxidation). Kodesh et al. already described an upregulation of genes encoding for 

glycolysis rate-limiting enzymes in soleus muscle of trained and heat exposed rats (Kodesh 

2010) but we were unable to show any alteration of HK or total LDH activity specifically heat-

induced. Unfortunately, we failed to measure other markers of glycolysis pathway: LDH 

isoforms or phosphofructokinase activity. It was not possible to measure directly glycogen 

storage before and after the aerobic speed trial but it would have been interesting to assess 

lactate concentration at the end of this trial even the very different level of performance and 

absolute intensity reached in the trained and untrained groups would have made complicated 

its interpretation. 

In our experiment, heat acclimation was applied few hours after exercise. A recent study 

showed that passive muscle heating during recovery could improve glycogen resynthesis rate 

(Cheng, Willis et al. 2017). Exercise glycogen synthesis is mediated in part by 

dephosphorylation and activation of glycogen synthase. Even if a downregulation of the activity 

of Glycogen Synthase Kinase (GSK-3) was already described with heat (Moon, Duddy et al. 

2003), we found no alteration of GSK-3 phosphorylated-Ser (inactive form) protein content in 

the group T+H.  Some other explanations can yet be proposed. It’s likely that the systemic 

hormonal effects of heat as the hyperadrenergic phasis during exercise increased glucose 

availability in recovery period. Added to an increase of insulin sensitivity described after heat 



acclimation in skeletal muscle (Gupte, Bomhoff et al. 2009), glycogenogenesis could be 

facilitated. Besides, part of improvement of insulin sensitivity induced by endurance training in 

rats with type 2 diabetes is blunted by a cold exposure (Tsuzuki, Kobayashi et al. 2017). 

Moreover, independently of insulin action, heat could per se activate PI3K/Akt pathway (Moon, 

Duddy et al. 2003, Liu and Brooks 2012), the main anabolic pathway for proteosynthesis but 

also for glycogen resynthesis (GSK-3 is a target of Akt) and consistent with the increase of 

glucose uptake in skeletal muscle shown with heat exposure (Koshinaka, Kawamoto et al. 

2013). Even if mechanisms must be specified, we assume that heating may potentiate post-

exercise signalling on CHO pathway. 

 

Heat induced hypoxia-like adaptations on metabolism 

The increase of muscle glycogen content not associated with a proportional elevation of 

pyruvate oxidation seems like a metabolic phenotype previously described with hypoxia 

stimulus.  

A link between cellular protection induced by heat via HSP signalling and hypoxia-inducible 

factor (HIF) has already been suggested in vitro. O2-independent degradation of HIF-1 is 

regulated by the competition of RACK1 and HSP90 for binding to HIF-1. RACK1 binding 

results in the recruitment of the ubiquitin ligase, leading to Von Hippel Lindau-independent 

ubiquitination and degradation of HIF-1. HSP 90, by preventing RACK-1 binding, limit HIF-

1 degradation (Liu, Baek et al. 2007, Liu and Semenza 2007). 

This fed the current concept of cross tolerance induced by heat acclimation and hypoxia and 

the use of heat as a mean of hypoxia preconditioning against ischemic injuries (Maloyan, Eli-

Berchoer et al. 2005, Ely, Lovering et al. 2014, Horowitz 2017). It exists only few experiments 

to support this interesting hypothesis, all performed in model of heart ischemia-

reperfusion(Eynan, Knubuvetz et al. 2002). Shani et al. (Alexander-Shani, Mreisat et al. 

2017)found an increase of glycogen content, activation of glycolysis pathway and pyruvate 

dehydrogenase kinase-1 in heart after heat acclimation and proved this metabolic phenotype 

required HIF pathway and was independent of HSP, which was not sufficient to induce this 

protective phenotype (Shani 2017). The interaction between heat acclimation and endurance 

training in the expression of complex IV protein content, we found, is an argument to this cross-

tolerance between heat and hypoxia. Indeed, this respiratory complex is particularly sensitive 

to hypoxia and change in its isoforms has been well described through the activation of HIF 

dependant pathway (Fukuda, Zhang et al. 2007, Desplanches, Amami et al. 2014).  



If we hypothesized that HIF pathway is additively stimulated by heat acclimation and endurance 

training,(Lindholm and Rundqvist 2016), this could partly explain why we did not observe 

greater increase of mitochondrial content and oxidative capacities induced by endurance 

training. Indeed, HIF-1 has been shown to be a suppressor of skeletal muscle mitochondrial 

biogenesis (Mason and Johnson 2007, Favier, Britto et al. 2015). Moreover, this could explain 

the synergistic activation of glycogen content in the H+T group, similar as the glycolytic 

phenotype described after high intensity interval training and which relies on HIF pathway 

(Abe, Kitaoka et al. 2015). 

CONCLUSION : 

Our results show for the first time that contrary to our hypothesis heat acclimation did not 

improve mitochondrial adaptations induced by endurance training in slow-twitch skeletal 

muscle. Heat acclimation combined with endurance training have no benefit on mitochondrial 

content, substrates oxidation or coupling. Nevertheless, the interaction found here between 

endurance training and heat acclimation concerning CHO metabolism suggest that this 

association could be benefit for the activation of glycolytic pathway. This addresses the issue 

of management of such an association with high intensity interval training and/or repeated 

sprint in hypoxia training as a specific training strategy to improve high intensity performance 

via improvement of glycolytic pathway. 
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DISCUSSION GENERALE 

 Originalité et limites de la mesure de la respiration 

mitochondriale in situ dans cette étude 

1. Conséquences de l’élévation de la température dans la 
technique de mesure de respiration mitochondriale 

La mesure de la respiration mitochondriale in situ a été initialement mise au point à une 

température standard de laboratoire, 22°C. Dans notre étude, nous avons utilisé cette technique 

de mesure à des températures plus élevées afin de correspondre à des conditions plus proches 

de la physiologie musculaire.  

Nous avons observé que l’élévation de la température expérimentale affectait de manière 
différente le niveau de respiration des substrats glucidiques et lipidiques. Dans une étude 

précédente de notre laboratoire, le niveau de respiration en conditions phosphorylantes avait été 

mesuré à 22°C dans le muscle soléaire pour le pyruvate et le CoA, nous fournissant un élément 

de comparaison avec les mesures réalisées au cours de cette étude. Lorsque nous nous 

intéressons à la variation du niveau de ces Vmax entre 22°C et 35°C, l’augmentation des 

vitesses de respiration pour le PCoA se caractérise par une amplitude plus importante que pour 

le pyruvate (Tableau 4).  

 

Tableau 4. Comparaison des vitesses de respiration maximales (Vmax) en présence de 

pyruvate et PCoA mesurées à 22°C lors d’une étude précédente, réalisée sur des rats d’âge 
similaire, et à 35°C au cours de notre étude n° 1.  

 22°C 35°C 
Augmentation 

%Vmax à 22°C 

Vmax Pyr 6,3 7,7 22 

Vmax PCoA 2,1 4,8 129 

 

La différence d’effet de l’élévation de la température entre ces deux substrats suggère 

l’existence d’un frein de l’utilisation des substrats bien plus prégnant pour les acides gras que 

pour les glucides à la température de 22°C. Si l’effet de la chaleur sur l’accélération des activités 

enzymatiques est connu, l’élévation de la température de 22 à 35°C ne semble pas influencer 
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de manière homogène les vitesses maximales de respiration du pyruvate et du PCoA. De plus, 

dans notre étude, l’absence de modification des Vmax de 35 à 40°C suggère que le 

fonctionnement mitochondrial atteindrait un maximum à ces températures, pour l’oxydation de 

ces deux substrats physiologiques. Ainsi, les mesures de vitesses d’oxydation de différents 

substrats à 22°C justifient, selon nous, une certaine prudence dans les conclusions qui peuvent 

être proposées quant au niveau d’utilisation absolu et relatif des substrats énergétiques d’un 

muscle dont la température habituelle de fonctionnement est voisine de 35°C, au repos au 

moins. Des expérimentations complémentaires pourraient permettre de préciser la réalité de ces 

effets différenciés de l’élévation de la température entre 22 et 35°C sur les niveaux d’oxydation 

des glucides et des lipides. De plus, la comparaison de l’utilisation d’un acide gras à chaine 

courte (octanoate par exemple) et d’un acide gras à chaine longue (AGLC) (palmitoyl-CoA) 

permettrait de distinguer l’effet de la température sur les 2 freins possibles à l’oxydation des 

AGLC :le transport mitochondrial (CPT1) et la β-oxydation.  

Les conséquences physico-chimiques de l’élévation de la température. L’élévation de la 

température modifie la composition chimique des solutions par la modification du coefficient 

de dissociation. Cet aspect aurait pu interférer avec nos résultats, notamment par la 

concentration du milieu en calcium (Ca2+) et en O2. Nous avons en effet utilisé les mêmes 

solutions que celles utilisées pour les mesures de respiration mitochondriale à 22°C.  

• Les valeurs de concentration en Ca2+ libre (calculées avec le Ca-EGTA calculator, 

Department of pharmacology, UC Davis School of medecine 

https://somapp.ucdmc.ucdavis.edu/pharmacology/bers/maxchelator/CaEGTA-

NIST.htm) montraient une diminution du Ca2+ libre de 18% entre 22 et 35°C et de 6% 

entre 35 et 40°C. La diminution de concentration en Ca2+ entre 35°C et 40°C demeure 

donc limitée. Si une augmentation des concentrations en Ca2+ libre aurait pu induire des 

altérations mitochondriales voire des processus d’apoptose par activation des caspases 

et de la signalisation mitochondriale impliquées dans ces processus, la baisse du calcium 

libre est moins problématique puisque certaines équipes travaillent sans calcium dans 

leur solution de respiration. De plus, la variation de la concentration en Ca2+, dans 

l’hypothèse où elle pourrait avoir un effet réel, aurait influencé de la même manière 

l’oxydation de nos deux substrats à une température donnée. Ces variations de 

concentration peuvent également interférer dans les processus contractiles des fibres 

perméabilisées. Il est difficile de quantifier une éventuelle activité contractile des fibres 

perméabilisées, qui aurait été consommatrice d’ATP et aurait donc pu influer sur les 

https://somapp.ucdmc.ucdavis.edu/pharmacology/bers/maxchelator/CaEGTA-NIST.htm
https://somapp.ucdmc.ucdavis.edu/pharmacology/bers/maxchelator/CaEGTA-NIST.htm
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mesures de respiration mitochondriale. La diminution de concentration en Ca2+ 

orienterait davantage vers une diminution de l’activité contractile qui, si elle a pu avoir 

une influence, aurait eu tendance à diminuer les valeurs de respiration mesurées à 40°C 

par rapport à 35°C. Compte tenu des augmentations observées à 40°C, il est donc peu 

probable que les fluctuations du Ca2+ aient pu modifier le sens de nos observations.  

• La concentration en O2 est également influencée par la température. Comme nous avons

pu le constater, la concentration en O2 dissous diminue quand la température augmente.

En ajoutant à cela l’accélération de la respiration avec la chaleur, les mesures de

respiration à 40°C se sont révélées plus délicates. Il était difficile de garantir à chaque

palier de substrat, un niveau d’oxygène aussi élevé que lors d’expérimentations à 35°.

A ces températures élevées, la durée des protocoles doit être autant que possible limitée.

Néanmoins compte tenu des concentrations en O2 physiologiques mitochondriales

basses, les niveaux de concentration en O2 permettaient de garantir l’absence de

conditions hypoxiques. Enfin, dans la construction d’études nécessitant la comparaison

de températures différentes, l’utilisation d’autres outils que l’électrode de Clarke

pourrait s’avérer utile. En effet, ce système est sensible aux variations de température et

nécessite une calibration pour chaque température. L’utilisation de sondes utilisant la

luminescence permettrait de s’affranchir de certaines contraintes dans ce type

d’expérimentations.

2. Méthodologie dans la deuxième étude : importance de la
température de mesure et du choix du muscle

L’étude des effets d’un entraînement sur la respiration mitochondriale parait plus 

appropriée à 35°C. Compte tenu des implications évoquées plus haut mais également de la 

pertinence de cette température pour réaliser des études sur le fonctionnement physiologique 

mitochondrial, il apparait logique que la température de mesure de la respiration mitochondriale 

soit 35°C plutôt que 22°C. En outre, pour des raisons pratiques mais également de validité 

expérimentale, l’utilisation de températures supérieures n’est pas non plus indiquée. Une étude 

récente, à comparer avant et après entraînement l’évolution des vitesses de respiration mesurées 

à trois températures (25, 35, et 42°C), montrant que l’effet de l’élévation de température sur la 

vitesse de respiration est proportionnel à la différence de température (Zoladz, Koziel et al. 

2017). Si la pertinence physiologique de mesure à des températures atteignant 41 ou 42°C 

pourrait être discutée, du fait de la température musculaire lorsque le muscle travaille (Saltin, 

Gagge et al. 1968, Segal, Faulkner et al. 1986, Febbraio, Carey et al. 1996), ces températures 
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plus élevées se situent aux confins de la physiologie, et pourraient induire des altérations 

mitochondriales comme cela a été observé dans certaines autres études (Qian, Song et al. 2004, 

Kikusato and Toyomizu 2013, Kikusato, Yoshida et al. 2015).  

La question du choix du muscle dans l’étude des effets de la chaleur sur l’utilisation des 
lipides. Au cours de cette étude, nous avons été amenés à discuter du choix du muscle à 

analyser. Initialement, nous avions opté pour le muscle soleus de rat pour ses caractéristiques 

de muscle lent oxydatif. Le choix de ce muscle pourrait avoir minorer les effets de 

l’entraînement sur les adaptations mitochondriales dans la seconde étude. En raison de notre 

hypothèse de départ, l’utilisation d’un muscle à fort potentiel d’oxydation des lipides devait 

permettre de renforcer l’amplitude de l’effet escompté de l’élévation de la température sur une 

possible limitation de l’utilisation mitochondriale des lipides. Il est néanmoins difficile de dire, 

e, si l’élévation de la température aurait eu un effet plus ou moins marqué sur des fibres dont la 

capacité d’utilisation des lipides est plus faible.  

Validité du conditionnement de la seconde étude et réponse à la chaleur tissu-spécifique. 

Dans la seconde étude, se pose la question de la vulnérabilité tissulaire à l’exposition à la 

chaleur. Nous avons pu observer qu’un conditionnement de six semaines n’avait pas induit 

d’augmentation du contenu total en HSP, malgré des réponses phénotypiques présentes dans 

les groupes acclimatés. La validité de notre conditionnement à la chaleur avait été 

préalablement vérifiée. Nous avions implanté des dispositifs de mesure de la température 

profonde (gélules Anipill, Bodycaps, France) dans l’abdomen de quatre rats. Les animaux 

étaient exposés à une température comprise entre 35 et 39°C pendant 1 heure. L’ensemble des 

animaux présentait une hyperthermie supérieure à 38°C pendant 55 minutes et à 39°C pendant 

45 minutes. L’élévation moyenne de la température profonde était de 1,6°C. Nous ne disposons 

pas, des températures profondes des animaux dans la plupart des autres études mais dans une 

étude de Tamura, par exemple, l’exposition à 40°C durait 30 minutes. Ce niveau de stress 

thermique avait permis l’induction de HSP au cours d’un conditionnement de trois semaines 

(Tamura, Matsunaga et al. 2014).  

La réponse à la chaleur diffère selon le type du muscle et demeure mal connue. La spécificité 

tissulaire de la réponse à la chaleur pourrait contribuer à l’absence d’élévation de HSP72 dans 

notre étude. Plusieurs études montrent que les muscles oxydatifs et glycolytiques développent 

des réponses HSP différentes à l’exposition à la chaleur (Oishi, Taniguchi et al. 2002, Gupte, 

Bomhoff et al. 2009, Tamura and Hatta 2017, Tamura, Matsunaga et al. 2017). Ainsi, Tamura 

a étudié l’effet d’une acclimatation à la chaleur sur des souris âgées (20 mois) en comparant 
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leur réponse à des souris jeunes (8 semaines) et à des souris âgées non exposées à la chaleur. Il 

a ainsi montré que le soleus ne présentait pas d’élévation de HSP 72 contrairement au plantaris 

et au gastrocnémien qui montraient tous deux une augmentation de HSP 72 dans le groupe âgé 

exposé à la chaleur par rapport aux deux autres groupes non exposés à la chaleur. Oishi montre 

une élévation rapide mais transitoire du contenu en HSP70 dans les muscles oxydatifs alors que 

l’augmentation est plus ample et prolongée pour un muscle glycolytique (Oishi, Taniguchi et 

al. 2002). Une étude de Naito montre également un contenu basal augmenté mais une réponse 

moindre de HSP72 dans un muscle oxydatif en comparaison d’un muscle glycolytique. Même 

si le niveau basal d’HSP est plus important dans un muscle oxydatif que glycolytique, 

l’induction à la chaleur ou à l’exercice semble plus marquée dans les muscles glycolytiques. 

En outre, l’absence de réponse HSP ne signifie pas une absence de réponse à l’acclimatation à 

la chaleur. Ainsi, le soleus pourrait présenter une vulnérabilité plus important à la chaleur 

comme le suggèrent l’élévation de la production d’ERO, de la réponse inflammatoire ou des 

altérations mitochondriales dans certaines études. (Montilla, Johnson et al. 2014, Brownstein, 

Ganesan et al. 2017, Tamura and Hatta 2017).  

La durée de conditionnement pourrait également expliquer cette absence d’augmentation 

d’HSP. Particulièrement longue par rapport aux études habituelles sur l’acclimatation (4 

semaines le plus souvent), il est difficile d’établir la comparaison avec les cinétiques connues. 

Il est possible que le nouvel état homéostatique obtenu se caractérise par une diminution des 

réponses anticipatrices par suite de l’acquisition d’un nouveau phénotype cellulaire plus 

résistant.  

 Effet découplant substrat-dépendant de la chaleur sur la 

phosphorylation oxydative sans altération mitochondriale 

1. Altération du couplage de l’oxydation des acides gras par la
chaleur.

Nous avons montré, au cours de notre première étude, que l’exposition des fibres 

perméabilisées de soleus à une élévation de température de 35°C à 40°C avait altéré l’oxydation 

des lipides. La chaleur a induit une augmentation de la vitesse de respiration �̇�0 du PCoA en 

conditions de blocage de la phosphorylation de l’ADP (, sans augmentation de la capacité 

maximale d’oxydation �̇�max. Cette situation traduit une consommation du gradient de protons 

accrue à la chaleur non liée à une production d’ATP. Cette diminution d’efficience de la 

phosphorylation oxydative est reflétée par la diminution du RCR-PCoA. L’effet de la chaleur 
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sur la �̇�0 a été prévenu par l’ajout de GTP, utilisé pour sa capacité d’inhibition des UCP. Ainsi, 

l’élévation de la respiration en condition de consommation d’O2 résiduelle peut être rapportée 

à un découplage de la phosphorylation oxydative pour les acides gras. Cette propriété 

d’induction du découplage des acides gras est retrouvée dans la littérature. Les acides gras, tels 

que l’acide linoléique ou le laurate, sont utilisés comme agent découplant naturel dans certaines 

études (Korshunov, Korkina et al. 1998, Jarmuszkiewicz, Woyda-Ploszczyca et al. 2015).  

Prise en compte du rôle détersif des acides gras. L’absence d’augmentation, en regard, de la 

respiration en conditions phosphorylantes (�̇�max) interpelle quant à l’augmentation observée 

dans d’autres études. Dans une étude sur mitochondries isolées de rat, Ventura & al. mettaient 

en évidence une altération de la respiration mitochondriale pour l’oxydation du succinate par le 

PCoA. Dans cette étude, les mesures étaient réalisées avec des concentrations de 0,1% en BSA. 

L’effet inhibiteur de l’acide gras était probablement en lien avec les propriétés de détersion des 

acides gras, d’autant plus que des mitochondries ballonnisées étaient également observées. Afin 

de limiter les interactions des substrats lipidiques utilisés pour la mesure de la respiration 

mitochondriale avec les membranes phospholipidiques, d’autres équipes travaillent avec des 

concentrations supérieures en BSA. A la suite de quelques expérimentations de mise au point, 

nous avons donc opté pour une concentration de BSA à 6% pour les protocoles avec des acides 

gras. Ainsi, conformément à certaines préconisations, le maintien d’un ratio BSA/AG supérieur 

à 5 nous a paru pertinent afin de limiter les risques d’altération des membranes aux 

concentrations de PCoA utilisées. En outre, nous avons également étudié l’effet de l’ajout de 

PCoA (400mM) sur l’oxydation du pyruvate. Contrairement à l’étude de Ventura, aucune 

limitation des niveaux d’oxydation du substrat glucidique n’était observée. De même, afin 

d’éliminer un effet temps de contact, nous avons ajouté du pyruvate en fin de protocole 

d’oxydation du PCoA. Les niveaux de respiration du pyruvate n’était pas différent des 

protocoles réalisés en pyruvate seul. Il est peu probable que nos observations avec le PCoA 

puissent être imputées à un effet détersif de l’acide gras.  

Thermosensibilité du découplage des acides gras. Par ailleurs, plusieurs hypothèses peuvent 

étayer les effets découplants thermo-dépendants des acides gras. Les UCP pourraient jouer un 

rôle d’efflux des acides gras. Ces protéines permettraient en effet d’extruder les acides gras, 

sans nécessité d’activation de l’acide gras en acyl-CoA, permettant de limiter l’accumulation 

mitochondriale des acides gras (Ježek, Engstová et al. 1998, Hoeks, Hesselink et al. 2006). La 

thermosensibilité de ce processus pourrait procéder de la modification de la fluidité 

membranaire induite par la chaleur. En outre, elle pourrait également faire intervenir des 
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thioestérases. En effet, la mitochondrial Thioesterase-1 (MTE-1) favoriserait la disponibilité en 

Coenzyme A par l’hydrolyse des acyl-CoA. La préservation du pool de CoA permettrait le 

maintien des processus d’oxydation mitochondriale alors que l’accumulation des acides gras 

activerait l’extrusion de ces acides gras par UCP. La thermosensibilité du complexe II) de la 

chaine respiratoire mitochondriale pourrait également participer à la thermo-dépendance du 

découplage de l’oxydation des acides gras. Le complexe II fonctionne avec des équivalents 

d’origines différentes. Les FADH2 peuvent provenir de l’activité du cycle de Krebs qui fait 

intervenir la succinate déshydrogénase localisée dans le complexe II. Le FADH2 peut aussi 

provenir de la βoxydation. Produit au niveau de l’acyl-CoA déshydrogénase, un transporteur 

(ETF2) permet d’apporter le proton au FAD+ fixé au complexe II. Enfin, la navette glycerol-3-

P (G3P) fait intervenir le complexe II pour le transfert des protons du NADH cytosolique vers 

le FADH2. Dans une étude sur les effets de la température sur l’utilisation des acides gras avant 

et après entrainement, Zoladz et al. (2016) montrent que l’élévation de la température induisait 

une altération du couplage de la phosphorylation oxydative au niveau du complexe II par la 

mesure de la vitesse de respiration du G3P. Ainsi, la vulnérabilité particulière du complexe II 

au stress thermique pourrait participer à l’effet découplant des acides gras avec la chaleur 

Autres mécanismes dans le découplage des acides gras à la chaleur. L’utilisation de 

l’atractyloside couplée au GTP a permis d’isoler un mécanisme de découplage médié par les 

UCP. En effet, l’ANT1 pourrait être impliquée dans les processus de découplage de l’oxydation 

des acides gras induits par l’entraînement aérobie. Dans la conception de notre étude, 

l’utilisation de l’atractyloside permettait d’obtenir des conditions non-phosphorylantes par le 

blocage de l’ANT-1. Il a également permis de s’affranchir de l’influence d’ANT1 dans l’étude 

du découplage. Compte tenu de la persistance d’une diminution du RCR à 40°C en présence de 

GTP, d’autres mécanismes d’altération du couplage doivent être recherchés.  

Rôle de l’étape de transport des acides gras. Non explorée dans notre étude, des 

expérimentations complémentaires pourraient être réalisées afin de déterminer l’effet d’une 

élévation de température sur les différentes étapes de l’oxydaiton des acides gras. En comparant 

les niveaux d’oxydation d’un acide gras à chaine courte (octanoate), et un acide gras à chaine 

longue nécessitant le recours à la carnitine-palmitoyl transférase, il est possible de faire la part 

des chose entre une l’étape de transport par CPT-1 et la β-oxydation. La comparaison avec un 

acide gras à chaine longue couplé à la carnitine (palmitoyl-carnitine) pourrait permettre 

également de séparer les rôles de CPT-1 et CPT-2 dans le transport mitochondrial des AGLC.  
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2. Possible altération fonctionnelle de la chaine respiratoire 

L’élévation de la température pourrait altérer le fonctionnement du complexe II de la 

chaine respiratoire mitochondriale. Il existe une tendance à l’augmentation de la �̇�0 pour le 

pyruvate à 40°C. De plus, les observations concernant le pyruvate ont été limitées par la 

puissance statistique faible de la comparaison de la vitesse de respiration du pyruvate en 

conditions non-phosphorylantes (V0) aux deux températures. Un effet moindre de l’élévation 

de la température sur l’utilisation mitochondriale des glucides ne peut donc pas être éliminé. 

Comme évoqué précédemment pour le découplage des acides gras, la chaleur pourrait induire 

une altération du complexe II. Or de par la proportion de FADH2 et NADH,H+ issus 

l’oxydation du pyruvate, la sollicitation du complexe II par le pyruvate est moindre que pour le 

PCoA ce qui pourrait se traduire par une taille différente de l’effet découplant en présence de 

l’un ou l’autre des substrat.  

De plus, compte tenu d’une concentration importante de malate utilisée pour soutenir la 

respiration avec le pyruvate, l’étape de la succinate déshydrogénase pourrait être partiellement 

court-circuité, sous-estimant encore la contribution du complexe II dans l’oxydation du 

pyruvate dans ces conditions particulières de malate. 

. Altération potentielle de la chaine de transport par un effet physico-chimique de la 

chaleur. Une altération de la chaine de transport des électrons a pu être induite par des effets 

directs de la chaleur sur la fluidité de la membrane mitochondriale. L’efficience du transfert 

d’électrons dans la chaine respiratoire pourrait ainsi avoir été perturbée, induisant des fuites 

d’électrons. Nous avons tenté de mesurer des modifications de la fluidité membranaire dans 

nos conditions expérimentales de fibres perméabilisées et de températures. Au moyen de la 

résonance paramagnétique électronique (mesurant des variations de spin), nous avons cherché 

à mettre en évidence des modifications de fluidité au travers des changements d’interaction de 

la membrane avec les protéines et leurs conséquences sur le positionnement des lipides 

membranaires. Néanmoins, ces mesures ne se sont pas révélées concluantes. D’autre part, les 

mesures de stress oxydant réalisées dans des conditions similaires à la respiration 

mitochondriale n’ont pas permis de mettre en évidence de stress oxydatif inductible par la 

chaleur. L’hypothèse d’ERO réagissant avec les phospholipides membranaires est donc peu 

probable.  
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3. Limites de l’évaluation des niveaux d’oxydation des substrats
par l’oxygraphie mitochondriale in situ

Evaluation de l’efficience mitochondriale. La détermination du RCR permet de refléter la 

fonctionnalité mitochondriale mais de manière indirecte. Il met en parallèle la consommation 

résiduelle en oxygène de la CRM (reflet de « l’étanchéité » de la chaine de transport 

d’électrons) avec une capacité maximale de respiration mitochondriale. Cependant il demeure 

possible qu’une part des protons « inutilement » consommée en conditions non 

phosphorylantes soit finalement couplée à la phosphorylation de l’ADP en conditions 

maximales de respiration (�̇�max). La part du découplage observé pour une mitochondrie en 

fonctionnement minimal pourrait être différente lorsque la CRM est débloquée par la 

phosphorylation de l’ADP et fonctionne de manière maximale. La participation d’UCP 

notamment semble dépendre du potentiel de membrane, qui diminue lorsque la production du 

gradient électrochimique est couplée à la phosphorylation. En absence de dosage de l’ATP, il 

n’est pas possible de déterminer objectivement le niveau d’efficience mitochondriale. Dans nos 

conditions expérimentales, le suivi de la production d’ATP aurait impliqué des prélèvements 

itératifs du milieu de respiration. La procédure aurait alourdi une expérimentation déjà rendue 

difficile par les contraintes de température sur les niveaux de concentration en O2 et de 

respiration des tissus. 

Place de la balance glucido-lipidique au sein de cette technique. Enfin, la mesure 

fonctionnelle de la respiration mitochondriale nécessite d’étudier séparément chacun des 

substrats afin de déterminer les capacités oxydatives mitochondriales pour chaque substrat. 

Cette méthode ne permet pas d’évaluer la balance glucido-lipidique et la compétition entre les 

substrats. En outre, la préparation des fibres permet de préserver l’intégrité du cytosquelette 

mais dilue les métabolites cytosoliques impliqués dans les régulations et la communication 

entre cytosol et matrice mitochondriale. Au sein de la fibre, la mitochondrie est notamment au 

contact de carnitine qui peut influer sur l’activité de la pyruvate déshydrogénase via la 

disponibilité en CoASH par exemple. Dans cette volonté d’approcher le fonctionnement intégré 

de la mitochondrie dans son environnement cellulaire, il pourrait s’avérer intéressant d’évaluer 

l’effet d’une titration de pyruvate sur le niveau d’utilisation des acides gras par les 

mitochondries. Une difficulté serait de déterminer la contribution de ces substrats à la 

respiration. Dans l’hypothèse de sa faisabilité, une approche pourrait combiner cette technique 

au concept utilisé en calorimétrie indirecte. La détermination du rapport ATP/O et la mesure de 

la production de CO2 en parallèle de la consommation en O2 pourraient être associées à la 

mesure de l’oxydation de l’acide gras pour différentes concentrations de pyruvate. 
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4. Maintien de l’intégrité mitochondriale et de la fonctionnalité 
mitochondriale à la chaleur aiguë 

Au terme de cette étude, si des altérations fonctionnelles peuvent être observées à la chaleur, 

en fonction du substrat étudié, l’élévation de la température appliquée ne montre pas 

d’altération de l’intégrité mitochondriale. Si l’efficience mitochondriale n’a pas été directement 

évaluée par le dosage de la production d’ATP, les tests de validité au cytochrome C n’ont pas 

montré d’altération de la respiration mitochondriale. De plus, l’affinité pour les substrats 

glucidiques et lipidiques n’a pas été modifiée par la chaleur. La sensibilité mitochondriale au 

substrat est un reflet global de la fonctionnalité mitochondriale pour le substrat considéré. Si 

une augmentation du Km avait été mise en évidence à la chaleur, elle pourrait être évocatrice 

d’une perturbation du métabolisme des glucides ou des lipides (telle que leur transport) ou 

même du fonctionnement de la phosphorylation oxydative en lien avec une augmentation du 

coût en oxygène de l’oxydation des substrats. En outre, les capacités oxydatives maximales du 

pyruvate et du PCoA n’étaient pas diminuées, de même que les valeurs d’oxydation du 

glutamate et succinate (résultats non montrés). Les mesures de production de peroxyde 

d’hydrogène (H2O2) pour l’oxydation des deux substrats ne montrent pas de stress oxydatif au 

sein de fibres perméabilisées, exposées à une température de 40°C.  

5. Lipotoxicité et effets potentiellement bénéfiques de la chaleur 
sur le syndrome métabolique.  

L’observation d’une altération spécifique de l’utilisation des lipides à la chaleur dans cette étude 

pose la question des conséquences de ce découplage sur la lipotoxicité notamment incriminée 

dans la genèse du syndrome métabolique. L’accumulation d’acides gras joue un rôle majeur 

dans la genèse du syndrome métabolique en favorisant l’insulino-résistance. Modélisée au 

travers du cycle de Randle, l’augmentation de l’Acétyl-CoA et du citrate liée à l’utilisation 

accrue des AG inhibe la PDH et l’utilisation du glucose. Par ailleurs, il existerait également une 

altération de l’oxydation mitochondriale des lipides orientant le métabolisme vers le stockage 

sous forme de triglycérides. Ainsi, l’augmentation de l’accumulation des lipides altèrerait les 

capacités d’oxydation des glucides et des lipides (Delarue and Magnan 2007). Plusieurs études 

retrouvent une amélioration de l’insulinorésistance après exposition à la chaleur (Gupte, 

Bomhoff et al. 2009, Gerazova-Efremova, Dinevska-Kjovkarovska et al. 2019). Gupte montre 

notamment qu’une exposition répétée à la chaleur a permis d’améliorer la tolérance au glucose 

et la réponse à un régime enrichi en lipides chez des rats. Le conditionnement avait également 

induit une augmentation du contenu en UCP3 dans l’extensor digitorul longus (EDL) mais pas 

dans le soleus, cependant. Dans cette même étude, l’exposition aiguë à la chaleur avait induit 
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une augmentation de l’oxydation des acides gras et de la consommation mitochondriale en O2 

au sein de cultures de cellules myoblastiques (L6). Par ailleurs un lien existe entre l’expression 

d’UCP3 et le diabète. La diminution de l’expression d’UCP3 (transcrit et protéine) était 

retrouvée dans le muscle squelettique de patients diabétiques de type 2 (Liu, Li et al. 2013). Ces 

éléments tendent à montrer un lien entre les capacités d’oxydation mitochondriale, la mise en 

jeu des UCP et l’augmentation de l’oxydation des acides gras dans la protection contre 

l’insulinorésistance et la survenue du diabète. L’oxydation accrue des acides gras permise par 

la mise en jeu des UCP à la chaleur permettrait de lutter contre la lipotoxicité induite par 

l’accumulation des acides gras. Dans ce contexte, la diminution du couplage des acides gras par 

une exposition à la chaleur pourrait s’avérer être un moyen de diminuer les effets délétères de 

l’augmentation de la concentration en acides gras. Ainsi de façon un peu contre-intuitive si l’on 

s’arrête aux études ayant montré une élévation de la glycémie et un certain degré 

d’insulinorésistance lors d’une exposition aigue à la chaleur, l’exposition répétée à la chaleur 

pourrait en fait constituer un adjuvant thérapeutique dans la prise en charge de lipotoxicité 

concourant au diabète de type 2. 

 L’acclimatation à la chaleur n’induit pas d’adaptations 
mitochondriales de nature à potentialiser les effets d’un 
entraînement en endurance  

1. Pas d’effet additif sur l’augmentation de contenu 
mitochondrial induite par entraînement 

Les données de notre seconde étude ne montrent pas d’effet synergique de l’entraînement et de 

l’acclimatation à la chaleur sur l’augmentation du contenu mitochondrial. Le protocole 

d’entraînement aérobie de six semaines a induit une augmentation des performances maximales 

aérobies objectivées par une augmentation de la vitesse maximale aérobie indépamment de tout 

effet de l’acclimatation. De même si l’augmentation des performances maximales aérobies s’est 

accompagnée d’une augmentation des capacités oxydatives musculaires, l’acclimatation à la 

chaleur n’a pas modifié l’effet propre de l’entraînement Nos résultats sont en contradiction avec 

ceux de l’étude de Tamura. Cette dernière montrait, chez la souris, une augmentation du 

contenu musculaire mitochondrial après entraînement en endurance (25m/min, 5jours/sem) qui 

pouvait être accrue par une exposition répétée à la chaleur (40°C – 30 min, 5 jours/semaine) 

pendant 3 semaines. L’augmentation de l’activité de la citrate synthase et de l’ hydroxy-acyl-

CoA déshydrogénase montrait un effet synergique de l’entraînement et de l’acclimatation dans 

le soleus et le plantaris. L’induction d’une acclimatation à la chaleur n’a pas favorisé les effets 

de l’entraînement en endurance sur les performances aérobies maximales et la biogenèse, 
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demeurées similaires dans le groupe entraîné et acclimaté. L’acclimatation à la chaleur a 

modifié différemment les adaptations métaboliques et mitochondriales induites par 

l’entraînement en fonction du substrat considéré. 

2. Pas d’effet de l’acclimatation à la chaleur sur les adaptations 
de l’oxydation des lipides à l’entraînement 

Les adaptations du métabolisme oxydatif lipidique traduisent l’augmentation du contenu 

mitochondrial en réponse à l’entraînement. Les effets classiques de l’entraînement ont donc été 

retrouvés sur le métabolisme oxydatif lipidique. L’entraînement en endurance a augmenté les 

capacités oxydatives maximales pour les lipides dans tous les groupes entraînés. mais il n’existe 

pas de modulation spécifique ni liée à l’entrainement ni liée à l’acclimatation comme en atteste 

l’absence de modulation du ratio CS/3-HAD en fonction des groupes.  

Un découplage pour les lipides a également été observé dans les groupes entraînés sans 

influence de l’acclimatation à la chaleur.  Les effets de l’exposition aiguë ex vivo à la chaleur 

sur le découplage des AG retrouvés dans la première étude n’ont apparemment pas de 

retentissement sur l’oxydation des lipides après acclimatation à la chaleur. Le contenu protéique 

en UCP n’a pas été modifié par l’entraînement ou l’acclimatation à la chaleur, de même que le 

contenu en ANT-1. L’absence d’altération du couplage pour l’oxydation des glucides oriente 

néanmoins vers une origine fonctionnelle de ce découplage dont l’effecteur ne peut être 

identifié dans cette étude.  

A contrario, les effets de l’entraînement sur l’oxydation des glucides sont altérés par 
l’acclimatation à la chaleur. En cohérence avec l’oxydation des lipides, l’entraînement a 

induit une augmentation des capacités d’oxydation des glucides. Cependant, l’acclimatation à 

la chaleur a limité les adaptations mitochondriales pour l’utilisation des glucides induites par 

l’entraînement. L’analyse post-hoc de l’interaction entre acclimatation et entraînement pour les 

vitesses de respiration du pyruvate montre une absence de différence entre le groupe entraîné 

et acclimaté et les autres groupes sauf le groupe témoin. Il parait clair que l’effet de 

l’entraînement est diminué par l’acclimatation à la chaleur, pour l’oxydation des glucides. Cette 

moindre augmentation de l’utilisation des glucides interpelle par rapport aux observations 

d’épargne glucidique à l’exercice à la chaleur couramment rapportées après acclimatation à la 

chaleur. Cette modulation des effets de l’entraînement sur l’oxydation maximal du pyruvate par 

l’acclimatation à la chaleur n’est pas liée à une altération du couplage de la phosphorylation 

oxydative ou du contenu mitochondrial. Il semble plus pertinent qu’un frein à l’utilisation 

mitochondriale des glucides, puisse avoir été induit par l’acclimatation à la chaleur. Un frein 
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sur la PDH pourrait exister mais qui n’a pas pu être mis en évidence dans notre étude. Il n’y a 

pas eu de modification du contenu protéique en PDH totale ou du rapport entre PDH et PDH 

phosphorylée. L’induction chimique par le dichloroacéate qui lève le frein sur la PDH aurait 

été informative pour évaluer les effets de l’acclimatation à la chaleur sur le flux entrant de 

pyruvate dans la mitochondrie. 

3. Acclimatation à la chaleur et entraînement en endurance n’ont 
pas eu d’effet synergique sur l’efficience et la qualité 
mitochondriales 

Notre étude met en évidence quelques altérations des processus de remodelage mitochondriale 

en réponse à l’entraînement aérobie mais sans aucune interaction avec l’exposition répétée à la 

chaleur ni effet propre de la chaleur. Avec toutes les limites liées à l’interprétation que nous 

pouvons faire de ces marqueurs dont nous n’avons mesuré que l’expression protéique des 

formes totales et sans fractionnement cellulaire, nous n’avons pas d’argument pour confirmer 

les altérations de la mitophagie lors de l’exposition à la chaleur retrouvées dans d’autres études 

(Tamura et al. 2015, Ganesan et al. 2018 ; Bownstein et al. 2017). 

Effet spécifique substrat-dépendant de l’acclimatation à la 
chaleur  

1. L’acclimatation à la chaleur ne semble pas induire de 
biogenèse mitochondriale.  

Même s’il n’existe pas d’effet global de l’acclimatation sur l’oxydation du pyruvate, l’analyse 

post-hoc de l’interaction avec l’entraînement retrouve une élévation de la Vmax-Pyr dans le 

groupe acclimaté par rapport au groupe contrôle qui conduit à s’interroger sur la signification 

et les mécanismes d’une augmentation de la vitesse maximale d’oxydation des glucides. Cette 

élévation isolée de la Vmax-Pyr sans modification de la V0 et avec une faible élévation de 

l’activité de la CS (ns), n’est pas en faveur d’un effet de la chaleur sur la biogénèse. Il est 

néanmoins intéressant de considérer ce résultat à la lumière de la sensibilité du soleus à la 

chaleur. Comme évoquée précédemment, la réponse des muscles squelettiques à la chaleur n’est 

pas clairement connue. Les muscles oxydatifs comme le soleus pourraient être vulnérables au 

stress oxydatif ou aux altérations induites par la chaleur. Des expérimentations 

complémentaires pourraient s’avérer intéressantes afin de préciser les effets de l’acclimatation 

à la chaleur sur la biogenèse au sein d’un muscle glycolytique tel que le plantaris. Il demeure 

que nous n’avons pas mis en évidence d’effet stimulant de l’acclimatation à la chaleur sur la 

biogenèse mitochondriale contrairement à Tamura (Tamura, 2014) mais en accord avec une 
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autre étude ne montrant pas de modification de la translocation de PGC-1α, acteur majeur de 

l’initiation de la biogenèse à l’exercice lorsqu’il est réalisé à la chaleur (Heesch, Shute et al. 

2016). 

Néanmoins, dans des situations qui s’accompagnent d’unealtération de la biogenèse 

mitochondriale (immobilisation, diabète, blessures), l’acclimatation à la chaleur pourrait limiter 

l’amplitude de perte de la masse mitochondriale et ainsi participer à une moindre altération de 

la fonction musculaire et notamment de la masse musculaire (Ihsan et al. 2019, Hafen et al. 

2018). 

2. Acclimatation à la chaleur et entraînement en endurance ont 
une action synergique sur les réserves en glycogène 

Les réserves en glycogène dans le groupe entraîné et acclimaté représentent le double des 

réserves en glycogène dans les groupes entraîné ou acclimaté alors que la respiration maximale 

pour le pyruvate augmente uniquement dans le groupe acclimaté à la chaleur.) Il est possible 

que cette synergie entre les effets de l’entraînement et ceux de l’acclimatation à la chaleur sur 

le contenu en glycogène musculaire résultent de l’addition des mécanismes différents induits à 

l’exercice et lors l’exposition à la chaleur. Néanmoins, nous n’avons pas pu corréler l’évolution 

des stocks en glycogène à une augmentation de l’état de phosphorylation de la protéine GSK-3 

qui reste le premier régulateur de la glycogène synthase.  

Même si les mécanismes demeurent inconnus, la potentialisation de ces conditionnements 

pourraient s’avérer intéressante dans des situations de fatigue musculaire induite par 

l’épuisement des réserves en glycogène ou nécessitant une récupération rapide (Cheison and 

Kulozik 2017). (Versey, Halson et al. 2013, Cheng, Willis et al. 2017). Les exercices prolongés 

sous-maximaux nécessitent une à la fois une épargne de l’utilisation des glucides et des réserves 

en glycogènes optimales. Afin de pouvoir maintenir l’exercice plus longtemps et à des intensités 

plus importantes, l’optimisation de l’utilisation des lipides par l’entraînement permet 

d’accroitre le recours aux lipides pour des exercices d’intensité plus importante. Il est parfois 

nécessaire d’augmenter l’intensité en fin d’exercice (finish). En pratique sportive, mais 

également en milieu militaire, la capacité à produire un effort plus intense au décours d’un effort 

sous-maximal prolongé (phase d’approche) peut s’avérer déterminante. Cette acutisation de 

l’effort implique notamment un recours qui peut être exclusif aux réserves glucidiques, au 

premier rang desquelles le glycogène musculaire. L’augmentation de ces réserves peut 

permettre de diminuer l’impact d’un effort prolongé mais également de prolonger un effort plus 

intense en retardant la survenue de la fatigue par épuisement des réserves glycogéniques 
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musculaires. L’augmentation des réserves en glycogène est au même titre intéressante dans des 

disciplines nécessitant la répétition d’efforts intenses ou plusieurs sessions d’exercices intenses 

(compétition de sport de combat…) qui sollicitent préférentiellement le glycogène. Par ailleurs, 

la préservation des réserves en glycogène peut avoir des conséquences autres que sur le 

métabolisme énergétique per se. En phase de récupération, les stratégies de refroidissement 

sont largement employées notamment afin de favoriser la régénération musculaire et lutter 

contre la survenue de blessures. Il a été montré l’importance de stocks glycogéniques non 

déplétés dans le bénéfice apporté par ces stratégies de refroidissement (Allan, Sharples et al. 

2019). 

3. Renforcement du flux glycolytique

L’acclimatation à la chaleur pourrait favoriser des adaptations du métabolisme 

glycolytique. Le doublement des réserves en glycogène dans le groupe entraîné et acclimaté 

par rapport au groupe seulement entraîné n’est pas corrélé à l’augmentation des capacités 

oxydatives mitochondriales, que l’on considère la CS ou la d�̇�max-Pyr. Ces données montrent 

indirectement que l’acclimatation pourrait avoir induit des sollicitations et adaptations du 

métabolisme glycolytique. Nous avons échoué à documenter cette hypothèse par les dosages 

de l’activité de l’hexokinase, de la phosphofructokinase ou de la LDH. Pour cette dernière, nous 

n’avons pu réaliser le dosage des isoformes, dont on sait que la composition du tétramère varie 

selon le potentiel glycolytique du muscle. En outre, l’augmentation isolée du complexe IV dans 

le groupe acclimaté et entraîné fournit un élément d’orientation vers un renforcement du flux 

glycolytique par l’acclimatation à la chaleur. L’association de réserves glycogéniques 

augmentées à des adaptations de la cytochrome oxydase (Complexe IV) correspondent à des 

adaptations phénotypiques qui peuvent être induites par l’hypoxie. L’implication de HIF dans 

les adaptations induites par l’acclimatation à la chaleur a déjà été montrée. En outre, ces 

adaptations mitochondriales qualitatives pourraient participer à l’amélioration de la réactivité 

de la consommation en O2 à l’exercice. Elles diminueraient le temps d’inadéquation entre 

consommation en O2 et intensité de l’exercice permettant un accrochage plus rapide lors des 

variations d’intensité et limitant la dette d’O2 en récupération.  

4. Exposition à la chaleur en période de récupération

Dans notre étude, l’exposition à la chaleur était réalisée plusieurs heures après l’entraînement 

dans le groupe acclimaté et entrainé. Cette période est le moment privilégié pour la 

reconstitution des réserves glycogéniques, plus rapides dans la demi-heure qui suit l’effort. 
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Comme évoqué précédemment, la chaleur augmenterait la captation musculaire du glucose. Il 

est possible que l’effet de la chaleur sur la glycogénogenèse puisse être encore plus prégnant. 

Cette période post-effort correspond également au moment de la synthèse protéique permettant 

la mise en place des adaptations induites par l’exercice préalable. Il n’est pas impossible que le 

stress thermique ait pu interférer avec le processus de signalisation en récupération. En outre, 

dans l’étude de Tamura, les effets sur la biogenèse ont été observés pour une exposition à la 

chaleur réalisée dans la continuité de l’exercice. Il est possible qu’une exposition en période de 

récupération immédiate post-effort représentant une prolongation des effets hyperthermiques 

de l’exercice aboutisse à un phénotype distinct au nôtre. La chronologie de l’application du 

stimulus chaleur par rapport à l’exercice est probablement un élément important à prendre en 

compte.  
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Figure 39. Hypothèses des effets aigus de la chaleur sur le métabolisme musculaire. 

L’exposition aiguë à la chaleur induit une augmentation de la stimulation adrénergique et de la température locale 
des tissus. Ces mécanismes participeraient à une dépendance accrue du métabolisme énergétique aux glucides à la 
chaleur, caractérisée par une augmentation de la glycémie et de l’utilisation des réserves en glycogène musculaire 
et hépatique. Plusieurs étapes connues pour être stimulées à l’exercice pourraient expliquer une augmentation de 
l’utilisation des glucides à l’exercice à la chaleur, soit par l’hyperstimulation adrénergique, soit par l’effet de 
l’élévation de température (Q10). L’adrénaline stimule la glycogène phosphorylase activant ainsi la 
glycogénolyse. La captation du glucose circulant est augmentée par la mise en jeu des GLUT-4 à l’exercice sans 
qu’un effet de la chaleur sur cette étape ne soit connu. S’il n’est pas décrit de stimulation de l’étape de la glycolyse 

cytosolique par la chaleur elle-même, la PFK est stimulée par l’adrénaline. L’exercice est connu pour stimuler la 
PDH et l’entrée du pyruvate dans la mitochondrie. Par ailleurs, l’adrénaline est un activateur de la PDH. En 
parallèle, la chaleur augmente la concentration en lactate plasmatique. L’induction vers l’isoforme musculaire 
de la LDH observée en hypoxie (Py 2005) pourrait, par un mécanisme d’adaptation croisée impliquant HIF-1, 
participer aux effets de la chaleur sur l’augmentation des lactates. L’augmentation des réserves en glycogène que 
nous observons après combinaison d’une acclimatation à la chaleur et d’un entraînement en endurance sont 
compatibles avec ces effets aigus de la chaleur sur la stimulation du métabolisme glucidique. La question d’une 
altération du métabolisme lipidique à la chaleur reste ouverte. Dans ce contexte adrénergique, il existe une 
stimulation de la LHS et une augmentation des AGL qui laissent penser que, la mobilisation des lipides n’est pas 
limitée par la chaleur voire augmentée. En revanche le transport mitochondrial des AG, déjà identifié comme 
limitant à l’exercice, pourrait l’être à la chaleur mais reste à explorer. L’étape de β-oxydation, par la complexité 
qu’elle représente pourrait aussi participer à la moindre utilisation des lipides. Néanmoins, nos travaux ne montrent 
pas de diminution de la Vmax PCoA à 40°C vs 35°C, ne permettant pas d’attester d’un effet limitant de la chaleur 
sur l’oxydation des AGLC. Indépendamment de la nature du substrat, les capacités d’oxydation mitochondriale 
peuvent être modifiées par la chaleur. Les enzymes du cycle de Krebs peuvent être exposées à un effet Q10 pouvant 
expliquer l’augmentation de la consommation en O2 rapportée dans certaines études. En revanche, la chaîne 
respiratoire peut voir son efficience diminuée par une altération des complexes directement liée à la 
thermosensibilité ou indirectement par la production d’ERO, favorisant les fuites membranaires de protons. Enfin 
l’altération du rendement de la contraction musculaire pourrait participer aux effets de la chaleur sur le 
métabolisme musculaire. En effet, le couplage excitation-contraction pourrait être augmenté, induisant une plus 
grande consommation d’ATP et donc d’oxygène. Par ailleurs, nous avons montré, à la chaleur, un découplage de 
a phosphorylation oxydative en présence de substrat lipidique. Les UCP semblent participer à ce découplage à la 
chaleur spécifique des acides gras. 
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CONCLUSION 

Au terme de ce travail nous avons montré que l’exposition aigue à la chaleur entraîne une 

altération de l’utilisation des lipides à la chaleur par les mitochondries, principalement en 

conditions de respiration mitochondriale découplée de la phosphorylation de l’ADP. Cette 

augmentation de la consommation résiduelle de l’oxygène reflète un découplage des 

oxydations. Le gradient de protons est court circuité par l’activation d’UCP, dans des conditions 

associant une disponibilité importante en acides gras et une élévation de la température. 

Cependant les UCP n’expliquent pas la totalité du découplage de l’oxydation des lipides, et il 

existe aussi une tendance à un moins bon couplage à la chaleur lors de l’oxydation des glucides. 

D’autres mécanismes pourraient donc être impliqués dans les effets de la chaleur sur le 

métabolisme mitochondrial. Les étapes de transport des acides gras, la régulation du 

métabolisme oxydatif glucidique par la pyruvate déshydrogénase ou des altérations directes de 

la CRM par la chaleur constituent des hypothèses que nous n’avons pu tester au cours de ce 

travail. L’exposition répétée à la chaleur in vivo n’a pas modifié les adaptations à l’entraînement 

sur la quantité ou la qualité ou des mitochondries. Les effets de l’entrainement sur l’utilisation 

des lipides n’ont pas été modifiés par l’acclimatation à la chaleur. Il semble que le découplage 

observé à l’exposition aiguë ne constitue pas un facteur d’adaptation mitochondriale à 

l’acclimatation à la chaleur et ne potentialise pas les effets par ailleurs bénéfiques de 

l’entraînement sur le découplage.  

L’acclimatation à la chaleur pourrait altérer différemment le métabolisme aérobie et anaérobie 

des glucides. Elle interférerait avec les effets bénéfiques de l’entrainement sur l’oxydation des 

glucides. L’absence d’altération de la fonction oxydative et phosphorylante observée pour les 

lipides, oriente vers une possible limitation de de l’entrée du pyruvate dans la mitochondrie. A 

contrario, l’ le doublement des réserves en glycogène observé en combinant l’acclimatation et 

l’entraînement, suggère que les capacités glycolytiques pourraient être augmentées, mimant un 

phénotype métabolique « hypoxia-like ». Cependant, notre travail n’a pas pu étayer ce 

mécanisme d’action au niveau de la voie glycolytique. Seule, une adaptation de l’expression du 

complexe IV de la chaine respiratoire mitochondriale, connu pour sa sensibilité au stimulus 

hypoxique argumente en faveur.  
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PERSPECTIVES 

Nous projetons de prolonger et transposer chez l’Homme les questions émergeant de ce travail, 

avec une étude en deux phases : effet aigu de la chaleur à l’exercice sur l’utilisation de substrats 

et optimisation de l’acclimatation.  

Tout récemment, Gagnon a comparé les effets d’une exposition aigue au froid (4°C) et au chaud 

(37°) sur l’utilisation des substrats énergétiques à différentes intensités d’exercice. L’objectif 

de l’étude était de préciser l’effet de la température sur les capacités maximales d’utilisation 

des lipides (MFO : maximal fat oxidation) et la puissance correspondant à ce point 

(LIPOXMAX). Il a ainsi montré que le froid augmentait les capacités d’utilisation des lipides 

et que la chaleur avait un effet inverse.  

S’il a été montré une augmentation de la concentration en acides gras circulants à l’exercice à 

la chaleur, aucune de cs études ne se sont pas intéressées à la mobilisation des lipides. ne 

permettant pas de savoir s’il existe une véritable augmentation de la disponibilité en lipides ou 

s’il s’agit d’une conséquence d’une moindre utilisation périphérique des acides gras.  

Nous proposons une première étude pour mieux comprendre l’impact de l’hyperthermie et du 

statut nutritionnel sur la mobilisation et l’utilisation des lipides à l’exercice. En écho à l’absence 

d’observation de ce travail, un objectif est de déterminer s’il existe un défaut d’utilisation des 

lipides au regard de leur disponibilité. Contrairement à la plupart des travaux où une 

température d’exposition est appliquée, nous proposons ici d’induire une hyperthermie calibrée 

par un niveau d’élévation de température profonde, reflétant un niveau de stockage thermique. 

Un exercice de durée prolongée (45min-1h) sera réalisé à même intensité absolue (celle 

mesurée pour le lipoxmax) en ambiance thermique neutre et après induction d’une 

hyperthermie. Le niveau d’oxydation des lipides et glucides sera mesuré par calorimétrie 

indirecte. Des prélèvements réguliers du liquide extracellulaire adipocytaire réalisés par 

l’intermédiaire d’un dispositif de microdialyse du tissu adipeux sous cutané abdominal 

permettront de suivre la concentration en glycérol et donc le niveau de lipolyse. Un contrôle 

nutritionnel pourra également être associé, comprenant des sessions à jeun ou après un régime 

riche en glucides. Il permettra d’évaluer l’impact de la disponibilité en substrats sur les effets 

de la chaleur sur le métabolisme énergétique à l’exercice. L’intérêt serait de fournir des 

stratégies nutritionnelles afin de limiter, les altérations métaboliques induites par un exercice 

aigu à la chaleur. 
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Par ailleurs les observations faites concernant l’acclimatation à la chaleur nous conduisent 

à nous interroger a posteriori sur les conséquences de ce conditionnement sur la filière 

anaérobie et l’intérêt possible comme modalité de préparation pour le demi-fond et 

d’optimisation de la récupération métabolique entre des répétitions d’exercice. 

Une seconde étude est envisagée pour étudier l’impact de l’acclimatation à la chaleur. 

couplées à une stratégie nutritionnelle sur la filière anaérobie lactique 

L' objectif est d’évaluer l’impact sur la performance à un exercice de haute intensité et sa 

répétition d’une stratégie associant acclimatation à la chaleur, augmentation des apports en 

glucides avec un entraînement par intervalles à haute intensité (HIIT).  

Enfin à plus long terme mais dans l’idée de poursuivre la connaissance sur les 

effets métaboliques des contraintes combinées d’un environnement climatique avec 

l’entraînement, compte tenu de la majoration de l’oxydation des lipides observée par Gagnon 

lors d’un exercice à 4°C, de l’induction de PGC1- α par l’environnement froid, il nous 

semble intéressant d’explorer les effets d’un entraînement au froid associé à une restriction 

des apports en glucides sur les adaptations mitochondriales et la capacités à utiliser les lipides 

ce qui pourrait présenter un intérêt dans la préparation pour les épreuves de longue distance.  
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TRAVAUX REALISES DURANT CE TRAVAIL DE 
THESE 

 En rapport avec le sujet de thèse 

1. Participation à une étude en vue d’optimiser le protocole 
d’acclimatation des militaires projetés en milieu chaud 

Dans le cadre d’une demande de l’état-major de l’armée de terre, nous avons été mandatés afin 

d’optimiser la période d’acclimatation des troupes projetées aux Emirats Arabes Unis. La 

particularité de cette base est de comporter des personnels permanents, affectés pour une durée 

de deux à trois ans, et des personnels en mission de courte durée, projetés pour quatre mois. Les 

militaires proviennent de tout le territoire, avec un statut et un historique d’acclimatation qui 

diffèrent selon la région de provenance et des missions déjà effectuées à l’étranger. 

L’optimisation de leur période d’acclimatation à la chaleur est donc primordiale pour la santé 

de ces militaires mais également pour le bon déroulement de leur mission. Jusqu’à présent, la 

consigne était de ne soumettre les personnels à aucune activité physique durant les quinze 

premiers jours sur le théâtre, excepté les activités requises pour l’accomplissement de leur 

service. Compte tenu des bénéfices de l’exercice physique sur l’acclimatation à la chaleur, il a 

été proposé d’évaluer l’apport d’une activité physique modérée sur la qualité et la cinétique 

d’adaptation à la chaleur. 

Nous avons pour cela réalisé deux études à un an d’intervalle, sur une base militaire près d’Abu 

Dhabi, aux Emirats Arabes Unis. La première étude portait sur une durée de 5 jours, et a consisté 

à comparer des marqueurs physiologiques d’adaptation à la chaleur (température rectale, 

fréquence cardiaque de repos et d’exercice, indice de perception de la pénibilité de l’effort et 

du confort thermique) entre un groupe témoin, réalisant les activités courantes, et un groupe 

entraîné pour lequel était associée une séance d’entrainement d’intensité modérée et 

progressive. Nous avons montré une accélération de la réponse de certains marqueurs (moindre 

élévation de la fréquence cardiaque, amélioration de l’indice de confort thermique et de 

perception de la pénibilité de l’effort (RPE) et diminution de l’osmolalité de la sueur) dans le 

groupe entraîné. Dans la seconde étude, le même entraînement a été réalisé sur 15 jours. Nous 

avons montré un asynchronisme entre l’évolution de la perception du confort thermique, qui 

était nettement améliorée à 15 jours, et le niveau des adaptations physiologiques, encore 

incomplet. Dans le contexte militaire où les activités opérationnelles étaient réalisées en 

parallèle, l’exercice modéré a probablement induit une charge thermique supplémentaire 

pouvant expliquer la discordance entre les adaptations psychologiques et physiologiques, 
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notamment via une température cutanée abaissée dans le groupe entraîné dont on connaît 

l’importance sur la perception de l’environnement climatique. 

 Les observations de ces deux études conduisent à proposer un exercice physique modéré et 

encadré (horaires adaptés, hydratation, intensité modérée) afin d’accélérer certaines adaptations 

physiologiques et psychologiques permettant d’améliorer précocement la tolérance à la chaleur. 

Cette étude à donner lieu à la publication de deux articles et la rédaction d’un troisième article 

en cours de soumission (Charlot, Tardo-Dino et al. 2017, Malgoyre, Tardo-Dino et al. 2018). 

2. Communications orales 

Intervention au profit des entraîneurs de la Fédération Française d’Athlétisme au cours d’une 

journée sur le thème « compétition et milieu chaud », le 14 décembre 2018, à Clermont-Ferrand.  

J’ai réalisé trois présentations au cours de cette journée : 

- Physiologie de la thermorégulation et mécanismes d’acclimatation à la chaleur 

- Présentation d’un protocole rénové d’acclimatation à la chaleur à partir de 

l’expérimentation réalisée à Abu Dhabi 

- Coup de chaleur d’exercice et les principales situations à risque. 

Journée de l’Ecole Doctorale 

Dans le cadre des journées de l’école doctorale interdisciplinaire sciences et santé (journée de 

l’EDISS 205, Lyon, 11 octobre 2018), j’ai présenté les résultats principaux de la première 

étude : « Effet du stress thermique chaud sur l’utilisation des lipides ». 

 
Communications flash en congrès nationaux: 

• Congrès Meetochondrie 2018, Pornichet.Du 27 au 30 mai 2018: “ Heat induces 
Palmitoyl-CoA OXPHOS uncoupling in rat permeabilized skeletal muscle fibers”  

 
• 19ème Congrès du Groupe Français de Bioénergétique à Lacanau. Du 20 au 

24/09/2017 : « Palmitoyl-CoA induces mitochondrial uncoupling in rat myofibers 
exposed to heat stress »  

3. Communications affichées  

Communications concernant les résultats des deux expérimentations sur la respiration 

mitochondriale.  

Communications internationales 
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• Cell symposia Exercise Metabolism, Sitges, Espagne. Du 05 au 07/05/2019: « Effect 
of heat acclimatization on muscle metabolic adaptations induced by endurance 
training in rats » Communication affichée.  

• Integrative Biology of Exercise VII Phoenix, Arizona. Du 02 au 04 novembre 2016  
• « Palmitoyl-CoA induces mitochondrial uncouplingin rat myofibers exposed to heat 

stress ». Communication international affichée 
 

 En parallèle du travail de thèse 

1. Communication écrite 

Communications concernant les résultats obtenus dans le cadre d’une étude réalisée durant le 

master II – Congrès ICSPP 2017 

J’ai présenté au cours de l’ICSPP 2017 (International Congress for Soldier’s Physical 

Performance, Melbourne, Australia du 29 novembre au 4 décembre 2017) les résultats 

concernant une étude sur l’effet de l’entraînement sur les altérations de la fonction endothéliale 

induites par la privation totale de sommeil. “Protective effects of exercise training on 

endothelial dysfunction induced by total sleep deprivation in healthy subjects”. J’ai notamment 

suivi le conditionnement des sujets, qui a consisté en un entrainement par intervalles à haute 

intensité de 4 semaines. Ce conditionnement faisait partie de mon travail de MASTER II qui 

s’intéressait aux effets d’un entrainement en endurance sur la réponse microvasculaire cutanée 

lors d’un exercice à puissance constante.  

2. Participation à d’autres études. 
Dermosquelette : notre unité a été mandatée pour évaluer un dispositif d’assistance à la 

marche, de type dermosquelette. J’ai été sollicité pour assurer la surveillance médicale durant 

cette étude.  

PERCAF. Une étude actuellement en cours au sein de l’unité fatigue et vigilance a pour 

but d’étudier les polymorphismes pouvant participer à la vulnérabilité à la dette de sommeil et 

à la susceptibilité de la réponse à la caféine. Je participe à la surveillance médicale de cette 

étude, notamment pour les épreuves de charge-vitesse qui sont réalisées.  

HAKATON « smart clothes connected object »  

 

3. Elaboration de l’outil de recherche à l’IRBA 
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Je participe à la mise en place de plateformes destinées à l’étude des effets de la chaleur chez 

l’Homme et l’animal. Une chambre bioclimatique Homme est en cours de construction au sein 

de notre unité. En tant que futur utilisateur, j’ai participé à la définition des systèmes de pilotage 

de la chambre et des mesures qui seront réalisées. Un ensemble de capteurs élaborés par une 

entreprise française va permettre d’enregistrer les variables d’intérêt telles que la fréquence 

cardiaque ou les températures profondes et cutanées (Captiv, France). Ils seront intégrés au sein 

d’un environnement logiciel permettant de suivre et enregistrer les variables physiologiques 

durant l’expérimentation.  

En parallèle, une chambre bioclimatique rongeurs est en cours de construction. J’ai participé à 

l’élaboration du cahier des charges et spécificités techniques de la chambre. J’ai également été 

impliqué dans la mise en place de l’outil informatique destiné à piloter la chambre. Enfin, nous 

sommes en cours d’acquisition d’outils de mesures de variables physiologiques chez l’animal 

qui seront employés dans ces chambres. Nous avons notamment opté pour une jeune société 

grenobloise, dont les systèmes sont en cours de développement et demandent un suivi régulier 

afin d’obtenir un outil innovant et adapté à notre usage, notamment en matière d’actimétrie 

couplée à la mesure des variables physiologiques telles que la fréquence cardiaque ou la 

température profonde, par télémétrie.  

4. Participation à un enseignement 

Participation 1fois par trimestre à l’Instruction Aéromédicale en centrifugeuse. Enseignement 

des conséquences physiologiques des accélérations et des contre-mesure à mettre en œuvre. 

Surveillance médicale des élèves-pilotes durant les lancements. 

En tant que médecin-physiologiste, j’ai été sollicité par l’Ecole Nationale de Kinésithérapie-

Rééducation (ENKRE) de Saint Maurice (Val de Marne). Je suis chargé des cours concernant 

l’appareil cardio-vasculaire, sa régulation, ses réponses à l’exercice et la physiologie rénale.  

5. Formation continue 

Stage Conception et Réalisation d’une procédure expérimentale chez l’animal (2016) 

Diplôme Inter universitaire de Physiopathologie de l’exercice et Exploration Fonctionnelle à 

l’Effort (2018-2019). 
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ANNEXES 

 

 

 

 

 

 

Annexe 1 

 

 Protocole de mesure de la respiration mitochondriale in situ sur 

fibres perméabilisées 

  



Préparation des solutions  

Solutions S et R et substrats selon tableaux de composition. 

Les solutions R sont complétées par 2 mg.ml-1 de BSA. 

Les solutions R pour les protocoles de respiration utilisant des acides gras sont complétées pour 
atteindre une concentration de BSA à 6 mg.ml-1.  

 

Préparation des fibres 

10 min : Après prélèvement des solei, les placer sur une boîte de Pétri en plastique avec de la 
solution S dans la glace (Fig. 3a). 

5 min : Enlevez soigneusement tous les tissus adipeux et conjonctifs. Isoler des bandes de 
muscle squelettique (Fig. 3b). 

30 min : À l'aide d'une pince très coupante, disséquer les bandes musculaires immergées 
pour former des faisceaux minces de fibres musculaires (Fig. 3c). 

20 min : Transférer les faisceaux de fibres dans un flacon contenant 1,5 ml milieu d’isolation S 
et 50 μg.ml-1 de saponine et mélanger doucement (vortex réglé à la vitesse minimale) à 4° C 
pendant 30 min. 

5 min : Transférer les fibres perméabilisées dans un tube contenant le milieu respiratoire S 
(vortex réglé sur vitesse minimale) à 4° C pendant 5 min pour éliminer la saponine). 

15 min : Répétez l’étape précédente 2 fois pour éliminer complètement la saponine. Avant de 
débuter les mesures, élimination des sources d’énergie présentes dans les fibres. 

Avant réalisation des mesures, après calibration des chambres Hansatech. 

5 min : Transférer les fibres perméabilisées dans un tube contenant le milieu respiratoire R et 2 
mg.ml-1 de BSA et mélanger doucement (vortex réglé sur vitesse minimale) à 4° C pendant 5 
min. 

5 min : Répétez l’étape précédente 2 fois pour éliminer complètement les sources d’énergie. 

15 min :  Ajoutez 1,5 ml de milieu de respiration R dans les chambres d’oxygraphie et attendre 
l'équilibre avec l’oxygène atmosphérique et la température d’expérimentation (bain-marie) 

2 min : Transférer les fibres lavées dans des chambres à oxygraphie. Fermez la chambre. 

Les échantillons sont maintenant prêts pour le test de validation ou l’application du protocole 
expérimental 

Temps total: ~ 115 min 

 

Réalisation du protocole  

Les différents ajouts sont réalisés au moyen de seringues Hamilton (10 ou 25 µl). 

Le temps entre deux ajouts doit être suffisant pour permettre la stabilisation de la pente de 
variation de la concentration en O2.  



Les substances injectées doivent être conservées dans la glace et agitées doucement avant 
emploi. 

En fin de protocole, les fibres doivent être récupérées puis séchées (80°C, 1h en bain sec) pour 
être ensuite pesées afin de rapporter les vitesses mesurées au poids sec de tissu.  

 

Tableau 1. Composition des solutions de respiration S et R utilisées pour la mesure de la 

respiration mitochondriale in situ.  

 
Composition des solutions (mM) 

 
R S 

CaK2 EGTA 2,77 2,77 

K2 EGTA 7,23 7,23 

MgCl2 6,56 6,56 

dont Mg2+ libre 1 1 

Taurine 20 20 

DTT 0,5 0,5 

K-méthane sulfonate 160 160 

Phosphate  3 

ADP  2 

Le pH des solutions était ajusté à 7,1 
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Annexe 2 

 

 Extraction pour dosage des activité citrate synthase, lactate 

déshydrogénase, cyclooxygénase et créatine kinase 
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1. OBJET  

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’extraction dans le but de réaliser un 

dosage de l’activité de la citrate synthase, de la lactate deshydrogenase, de la cyclooxygenase ou 

de la creatine kinase 

 

 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent des 
extractions dans le but de réaliser un dosage de l’activité de la citrate synthase, de la lactate 

deshydrogenase, de la cyclooxygenase ou de la creatine kinase 

 

 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

CS : citrate synthase 

LDH : lactate deshydrogenase 

COX : cyclooxygenase 

CK : Créatine Kinase 

EUP : Eau Ultrapure 

Tp : tampon 

DTT : Dithiothréitol 

EGTA : Ethylene glycol-bis(2-aminoethylether)-N,N,N′,N′-tetraacetic acid 

SN : surnageant 

Sec : seconde 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 

 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

5.1 Matériel   

Etapes du 

protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 

stockage 

Préparation du 

tampon 

HEPES H3375 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

EGTA E4378 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

triton X100 X-100 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

DTT D0632 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl ou NaOH  Salle IM-AB-RC-22 

pHmètre METTLER TOLEDO 

SEVEN EASY S20KS 

SEVEN EASY S20KS METTLER 

TOLEDO 
Salle IM-AB-RC-23 

Extraction Precellys  BERTIN Ozyme Salle IM-AB-RC-09 

 
 
 

5.1 Déroulement 

 
 
 
 
 
 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 

 

5.2.1 Préparation du tampon 

 

Produit Référence PM  [finale]mol [finale]g faire 500mL 

DTT D0632, sigma 154,2 1mM * 500µL 

HEPES H3375, sigma 238,3 5mM 1,191mg/mL 595,7mg 

EGTA E4378, sigma 380,4 1mM 0,3804mg/mL 190,2mg 

triton X100  pur 0,10% 0,1mL/100mL 0,5mL 

HCl ou NaOH     pH=8,7 

*solution mère (1M) à congeler 
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➢ Solution mère DTT : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              -20°C 

 

 

Peser 154,2 mg de DTT QSP 1 ml d’EUP  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ Tp d’extraction CS : 

 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Peser 595.7mg d’HEPES QSP 400 ml d’EUP  

 

Ajuster le pH à 8.5 environ 

 

Ajouter 190.2mg d’EGTA et 0.5mL de tritonX100 QSP 500 ml d’EUP 

 

Ajuster le pH à 8.7 (cette solution se conserve à 4°C) 

! ! !  NE PAS STOCKER avec le DTT 

Extemporanément ajouter 1µl/ml  de DTT  

Le tampon se garde dans la glace après ajout du DTT. 

                -20°C 

Peser  

154,2mg de DTT 
Vortexer Aliquoter  

X 10 

100µl 

QSP 1 ml 

d’EUP 
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5.2.2 Extraction 

On travaille dans la glace pour toute l’extraction. 

• Prélever un morceau d’5mg du muscle et le peser. Noter le poids sur la fiche 211.E.0008 

Enregistrement poids tissu/ Tp 

• Mettre le morceau de tissu dans un tube Precellys CK14 contenant des billes en 

céramique de 1.4mm de diamètre. 

• Ajouter un volume de 100µL de Tp avec DTT/5 mg de muscle (cf : 211.E.0008 

Enregistrement poids tissu/ Tp) 

• Broyer au Precellys avec le programme : 2x 8 sec avec 5 sec de pause 

• Vortexer et laisser incuber 1 heure dans la glace  

! ! ! NE PAS CENTRIFUGER (la centrifugation fait sédimenter spécifiquement la mi-CK) 

• Récupérer le SN et le placer dans un eppendorf de 1.5ml. 

• Stocker les extraits à –80°C (maximum 1 mois) 

  (cf : 32.M.0001 Charte d’utilisation de la salle IMASSA AB-01-11 Congélateur-20°C et -80°C de l’IRBA) 

Peser  

595.7mg d’HEPES 

QSP 400 ml 

d’EUP 

Agiter Ajuster le pH à 8.50  

avec HCl ou KOH 

     8.50 

0.5mL de 

tritonX100 

Peser  

190.2mg d’EGTA 
Ajuster le pH à 8.70 

 avec HCl ou KOH 

     8.70 

1µl DTT/1ml 

de Tp 

Agiter Conserver à 4°C 
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6. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 

conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
 



 

 

Code : 211.M.0015 Version : 1.0 Date :  

EXTRACTION POUR DOSAGE ACTIVITE CS, LDH, COX ET CK 

 

 Page 7 sur 7 

 
 

 

 

 

 

 

 

211.E.0008 

Enregistrement poids 

tissu/ Tp 

 

Tissu  

Pesée d’5mg de tissu 

Congélation des 

aliquots à -80°C 

Médecin 

 

Infirmier 

 

Technicien  

 

Stagiaire 

 

 

11.P.0002 Procédure 

de gestion des 

déchets spécifiques 

produits par l’IRBA 

 

 

32.M.0001 Charte 

d’utilisation de la 
salle IMASSA AB-01-

11 Congélateur-20°C 

et -80°C de l’IRBA 

 

32.E.0001 Fiche 

utilisateur salle des 

congélateurs 

 

 

Placer le morceau de tissu 

dans un tube Precellys 

Ajouter 100µL de Tp 

d’extraction/5mg de tissu 

Broyage Precellys 

2 x 8sec avec pause de 5sec 

Incubation 1h dans la 

glace 

Aliquotage du SN 

Récupération du SN 

 

1.P.0005 Précautions 

standards 

 

 

211.E.00020 

Utilisation du Precellys 

24 
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 Dosage de l’activité de la citrate synthase 
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1. OBJET  

 

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’un dosage de l’activité de la Citrate 
synthase. 

 
 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent un 
dosage de l’activité de la Citrate synthase. 

 
 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

Tp : tampon 

CS : citrate synthase 

LDH : lactate deshydrogenase 

COX : cyclooxygenase 

CK : Créatine Kinase 

EUP : Eau Ultrapure 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

DO : densité optique 

EDTA : Éthylène Diamine Tétra-Acétique 

RT : Room température = température ambiante 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 
 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

5.1 Principe  

Le principe de la réaction enzymatique est le suivant : 

Acetyl CoA + Oxaloacétate + H2O → Citrate + CoA+ H+ 

CoASH + DTNB  CoAS + C6O4S
2- + H+ 

C’est la cinétique d’apparition de l’ion mercaptide (C6O4S2-), qui absorbe à 412 nm, que l’on 
mesure. 
 
 

5.2 Matériel 

Etapes du 
protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 
stockage 

Préparation du 
milieu réactionnel 

Tris T1503 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl   

Tris HCl pH8 T2694 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

DTNB Ellman’s D8130 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

pHmètre METTLER TOLEDO 
SEVEN EASY S20KS 

SEVEN EASY S20KS 
METTLER TOLEDO 

Salle IM-AB-RC-23 

AcétylCoA lithium salt A2181 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Acide oxaloacétate O4126 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Lecture BECKMAN COULTER DU 800 
BECKMAN COULTER DU 

800 
Salle IM-AB-01-30 

 
 

5.3 Déroulement 

 
 
 
 
 
 
 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 
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5.3.1 Préparation des échantillons 

 
• Diluer les échantillons dans le tampon d’extraction CS, LDH, COX ET CK  

(cf : 211.M.0015 Extraction pour Dosage CS, LDH, COX ET CK ) 

 

Type de tissu Dilution utilisée 

Plantaris 1/5 

Soléaire 1/5 

 

 
5.3.2 Préparation des solutions 

 

Produit Référence PM  [finale]mol [finale]g 

Tris T1503 Sigma 121,14   

HCl ou KOH     

DTNB Ellman’s D8130 Sigma   396 g/l 

Acide 
oxaloacétique 

O4126 Sigma 132,07 10mM 1 g/l 

AcetylCoA A2181 Sigma    

 
➢ Tris HCl pH8 : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              RT   

 
Peser 1,211 g de Tris QSP 10 ml d’HCl 

 

le pH doit être à 8 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Peser  

1,211 g de Tris 

10 ml d’HCl 

Agiter  
 

     8.00 

Ajuster le pH à 8.00 

avec HCl ou KOH 
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➢ DTNB Elman’s : 
 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
Peser 3,96 mg de DTNB Elman’s  QSP 10 ml de Tris HCl pH8  

 

Bien homogénéiser et maintenir à la température de réaction 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

➢ Acide oxaloacétique:  
 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
[finale] 

 
Acide oxaloacétique  10mM   5mg 

        QSP 5 ml d’EUP 
 
 

Peser  

3,96 mg de DTNB 
Elman’s  

QSP 10 ml de 
Tris HCl pH8  

Agiter et maintenir à t° 

de réaction 
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➢ AcetylCoA:  
 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
[finale] 

 
AcetylCoA   10mM   24,8mg 

        QSP 3 ml d’EUP 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

➢ Milieu réactionnel : 
 

Nombre de mesures DTNB-Tris-HCl AcétylCoA EUP 

1 100µL 30µL 810µL 

2 200µL 60µL 1620µL 

5 500µL 150µL 4050µL 

Peser  

24,8mg d’AcetylCoA 

QSP 3 ml 
d’EUP 

Agiter 

Peser  

5mg d’acide oxaloacétique 

QSP 5 ml 
d’EUP 

Agiter 
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10 1mL 300µL 8,1mL 

5.3.3 Lecture de la variation de densité optique 

 
• Allumer le spectromètre BECKMAN COULTER DU 800  

(cf 211.M.0021 Utilisation du spectromètre BECKMAN COULTER DU 800 dans le cadre de dosage 
enzymologique). 

• Régler la lecture d’absorbance à 412nm 

• Allumer le bain marie  

• Mettre le bain marie à la température de réaction choisie  

• * Bien homogénéiser le milieu réactionnel maintenu à température réactionnelle 

• Placer une cuve dans le spectromètre 

• Ajouter 940 µL milieu réactionnel + 10µL de tampon d’extraction CS, LDH, COX ET CK pour 
faire le blanc 

• Mettre une nouvelle cuve 

• Ajouter 940µL de milieu réactionnel +10µL d’échantillon dilué 

• Lancer la lecture à 412nm de la cinétique pendant 3 min 

• Ajouter 50µL d’oxaloacétate 

• Lancer la lecture à 412nm de la cinétique pendant 3 min. 

• Enregistrer les résultats*    →    recommencer de * à * pour l’échantillon suivant. 

 

 

 

 

 

 

 

 

6. CALCULS 

 
On calcule l’activité grâce à la loi de Lambert-Beer, en utilisant la concentration et le coefficient 

d’extinction molaire du C6O4S2- ( = 13600 L/mol/cm). 

BLANC 

1ère étape : blanc tampon 

940 µL milieu réactionnel  
+ 10µL de tampon d’extraction CS 

 
940µL de milieu réactionnel 
 +10µL d’échantillon dilué 

+ 50µL d’oxaloacétate 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 412nm 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 412nm 

2ème étape : blanc échantillon 3ème étape : lecture échantillon 
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Le calcul est le suivant : 

Activité  = [pente ech – pente blanc ech / 13.6 x(1000-Vol ech+Vol ech) / Vol ech*1000* facteur de 
dilution] / [extrait dilué] 

Valeurs Unité 

Activité Ui/g poids frais 

Pente ech DO/min 

Vol ech µl 

[extrait dilué] mg/ml 

 

 

EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 
conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
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NON 

1.P.0005 Précautions 
standards 
211.M.0015 Extraction 
dosage Activité CS 
 
 

11.P.0002 Procédure de 
gestion des déchets 
spécifiques produits par 
l’IRBA 
 
 
 
 
 
211.M.0021 Utilisation 
du spectromètre 
BECKMAN COULTER DU 
800 dans le cadre de 
dosage enzymologique 
 

Echantillon extrait 

 en Tp CS 

Dilution des extraits en 
Tp CS en fonction du 

tissu d’origine 

CALCULS 

Chercheur 

 

Ingénieur 

 

Technicien 

 

Stagiaire 

 

Y-a-t-il un autre 
échantillon ?  

OUI 

Lecture pendant 3 min 
 à 412nm 

 

+50µL d’oxaloacétate 
 

Préparation des 
solutions nécessaires au 

dosage 

Allumage du bain-marie 
Réglage de la température 

de travail 

Allumage du spectromètre 
Réglage de la longueur 

d’onde à 412nm 

AUTOZERO : blanc Tp 

Placer la cuve Blanc Tp 
= cuve 

+ 940 µL milieu réactionnel  
+ 10µL de tampon 

d’extraction CS 
 

Placer une nouvelle cuve  

+ 940µL de milieu réactionnel 
 +10µL d’échantillon dilué 

Lecture pendant 3 min 
 à 412nm 

 

Enregistrement des 
données 

 

Arrêt du bain-marie 
 

Arrêt du spectromètre 
 

Conserver la cuve à 
température de 

réaction pour 
l’échantillon 

suivant  

Jeter la cuve 

211.M.0021 Utilisation du 
spectromètre BECKMAN 
COULTER DU 800 dans le 
cadre de dosage 
enzymologique 
 

211.M.0021 Utilisation du 
spectromètre BECKMAN 
COULTER DU 800 dans le 
cadre de dosage 
enzymologique 
 

 
211.M.0021 Utilisation du 
spectromètre BECKMAN 
COULTER DU 800 dans le 
cadre de dosage 
enzymologique 
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Extraction, dosage, activité, HAD, Hydroxy-Acyl-CoA Deshydrogenase, Précellys, ENOP, PEACE 
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1. OBJET  

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’extraction dans le but de réaliser un 

dosage de l’activité de l’ Hydroxy-Acyl-CoA Deshydrogenase. 

 

 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent des 
extractions dans le but de réaliser un dosage de l’activité de l’ Hydroxy-Acyl-CoA Deshydrogenase. 

 

 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

HAD : Hydroxy-Acyl-CoA Deshydrogenase 

EUP : Eau Ultrapure 

SN : surnageant 

BSA : Bovine Serum Albumine 

Tp : tampon 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 

 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

5.1 Matériel 

Etapes du 

protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 

stockage 

Préparation du 

tampon 

KH2PO4 P9791 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

K2HPO4 P9666 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

BSA A7030 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl ou NaOH  Salle IM-AB-RC-22 

pHmètre METTLER TOLEDO 

SEVEN EASY S20KS 

SEVEN EASY S20KS METTLER 

TOLEDO 
Salle IM-AB-RC-23 

Extraction Precellys  BERTIN Ozyme Salle IM-AB-RC-09 

 
 
 

5.2 Déroulement 

 
 
 
 
 
 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 

 
 

5.2.1 Préparation du tampon 

 

Produit Référence PM  [finale]mol [finale]g faire 500mL 

KH2PO4 P9791 Sigma 136 300mM 40.8 g/L 10.2 g 

K2HPO4 P9666 Sigma 228 300mM 68.4 g/L 17.1 g 

HCl ou KOH     pH=7,7 

BSA A7030 Sigma  0.5% 0.5 g/100ml 2.5 g 

 

 

➢ Tp phosphate : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 
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Peser 10.2g de KH2PO4 QSP 250 ml d’EUP et Peser 17.1g de K2HPO4 QSP 250 ml d’EUP  

 

Mélanger volume à volume  

 

Ajuster le pH à 7.7  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ Tp extraction : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Ajouter 2.5 g de BSA QSP 500 ml de Tp phosphate 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Peser  

10.2g de KH2PO4 

QSP 250 ml 

d’EUP 

Agiter 

Peser  

17.1g de K2HPO4 

QSP 250 ml 

d’EUP 

Agiter 

     7.70 

Ajuster le pH à 7.7 

1/2 

1/2 

Peser  

2,5 g de BSA 

QSP 500 ml de 

Tp phosphate 

Agiter 
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5.2.2 Extraction 

 

On travaille dans la glace pour toute l’extraction. 

• Prélever un morceau d’5mg du muscle et le peser. Noter le poids sur la fiche 211.E.0008 

Enregistrement poids tissu/ Tp. 

• Mettre le morceau de tissu dans un tube Precellys CK14 contenant des billes en 

céramique de 1.4mm de diamètre. 

• Ajouter un volume de 100µL de Tp/ 5 mg de muscle (se reporter à 211.E.0008 

Enregistrement poids tissu/ Tp) 

• Broyer au Precellys avec le programme : 2x 8 sec avec 5 sec de pause 

• Vortexer et laisser incuber 1 heure dans la glace. 

• Récupérer le SN et le placer dans un eppendorf de 1.5ml. 

• Stocker les extraits à –80°C (maximum 1 mois) 

  (cf : 32.M.0001 Charte d’utilisation de la salle IMASSA AB-01-11 Congélateur-20°C et -80°C de l’IRBA) 

 

 

 

6. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 

conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
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211.E.0008 

Enregistrement poids 

tissu/ Tp 

 

Tissu  

Pesée d’5mg de tissu 

Congélation des 

aliquots à -80°C 

Médecin 

 

Infirmier 

 

Technicien  

 

Stagiaire 

 

11.P.0002 Procédure 

de gestion des 

déchets spécifiques 

produits par l’IRBA 

 

32.M.0001 Charte 

d’utilisation de la 
salle IMASSA AB-01-

11 Congélateur-20°C 

et -80°C de l’IRBA 

 

32.E.0001 Fiche 

utilisateur salle des 

congélateurs 

 

 

Placer le morceau de tissu 

dans un tube Precellys 

Ajouter 100µL de Tp 

d’extraction/5mg de tissu 

Broyage Precellys 

2 x 8sec avec pause de 5sec 

Incubation 1h dans la 

glace 

Aliquotage du SN 

Récupération du SN 

1.P.0005 Précautions 

standards 

 

211.E.00020 

Utilisation du Precellys 

24 



236 

 

 

 

 

 

 

 

 

Annexe 5 

 

Dosage de l’activité de la HAD 
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1. OBJET  

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’un dosage de l’ Hydroxy-Acyl-CoA 
Deshydrogenase. 

 
 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent un 
dosage de l’ Hydroxy-Acyl-CoA Deshydrogenase. 

 
 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

Tp : tampon 

HAD : Hydroxy-Acyl-CoA Deshydrogenase 

EUP : Eau Ultrapure 

QSP : Quantité Suffisante Pour 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

DO : densité optique 

EDTA : Éthylène Diamine Tétra-Acétique 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 
 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

 

5.1 Principe  

Le principe de la réaction enzymatique est le suivant : 

S acetoacetyl CoA + NADH→L3 hydroxy butyryl S CoA+ NAD 

Le NAD est formé à partir du NADH qui absorbe à 340nm. Il est possible de quantifier la 
disparition de NADH  par la variation de densité optique. 
 
 

5.2 Matériel 

Etapes du 
protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 
stockage 

Préparation du 
milieu réactionnel 

imidazole  Salle IM-AB-RC-21 

EDTA EDS Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl ou NaOH  Salle IM-AB-RC-22 

pHmètre METTLER TOLEDO 
SEVEN EASY S20KS 

SEVEN EASY S20KS 
METTLER TOLEDO 

Salle IM-AB-RC-23 

NADH 
-Nicotinamide adenine 

dinucleotide 
N8129 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

AcetoacetylCoA Acetoacetyl Coenzyme A A1625 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Lecture BECKMAN COULTER DU 800 BioTek Instruments Salle IM-AB-04-30 

 
 
 

5.3 Déroulement 

 

 

 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 
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5.3.1 Préparation des échantillons 

 
➢ Diluer les échantillons dans le tampon d’extraction HAD  

(cf : 211.M.0017 Extraction pour Dosage HAD) 
 

Type de tissu Dilution utilisée 

Plantaris 1/2 

Soléaire 1/4 

Gastrocnémien Pur 

Ventricule gauche 1/20 

Ventricule droit 1/30 

 

 
 

5.3.2 Préparation des solutions 

 

Produit Référence PM  [finale]mol [finale]g Pour 4 éch (+ blc) 

EDTA EDS Sigma 292,24 200mM 58,45mg/mL 584,5mg 

imidazole  68,1 40mM 2,72 mg/mL 27,2mg 

HCl ou KOH     pH=7 

NADH N8129 Sigma 709,4 23mM 16,4mg/mL 1,64mg 

AcetoacetylCoA A1625 Sigma 851,61 5mM 4,26mg/ml 0.426mg 

 

Ajuster les quantités en fonction du nombre d’échantillons et de conditions à traiter 
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➢ EDTA  

 

Protection 

 
nitrile orange  

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

[finale] 
 

EDTA    200mM   584,5mg 
        QSP 10 ml d’EUP 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
    Si l’EDTA ne se dissout pas, pensez à ajuster le pH à 7,00. 

 
 

➢ Milieu réactionnel 
 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
Peser 27,2mg d’imidazole QSP 10 ml d’EUP  

 

Ajuster le pH à 7 

 

Ajouter 15µL d’EDTA à 200mM 
 

Bien homogénéiser et maintenir à la température de réaction choisie pour le dosage. 

 

Peser  

584,5 mg d’EDTA 

QSP 10 ml 
d’EUP 

Agiter Aliquoter 

X 20 

500µl 



 

 

Code : 211.M.0018 Version : 1.0 Date :  

DOSAGE HAD 

 

 Page 6 sur 10 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

➢ NADH:  
 

Protection 

     
nitrile orange  

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
[finale] 

 
NADH    23mM   1,64mg 

        QSP 100 µl d’EUP 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 

Peser  

1,64 mg de NADH 

QSP 100 µl 
d’EUP 

Mélanger par 

retournement 

Homogeneiser  

maintenir à t° de réaction 

Peser  

27,2 mg d’imidazole 

QSP 10 ml 
d’EUP 

Agiter 

     7.00 

Ajuster le pH à 7.00 

avec HCl ou KOH 

15 µl d’EDTA 
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➢ AcetoacetylCoA:  
 

Protection 

 
      latex  

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
[finale] 

 
AcetoacetylCoA   5mM   0.426mg 

        QSP 100 µl d’EUP 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

Peser  

0,426 mg d’AcetoacetylCoA 

QSP 100 µl 
d’EUP 

Vortexer 



 

 

Code : 211.M.0018 Version : 1.0 Date :  

DOSAGE HAD 

 

 Page 8 sur 10 

5.3.3 Lecture de la variation de densité optique 

 
• Allumer le spectromètre BECKMAN COULTER DU 800  

(cf 211.M.0021 Utilisation du spectromètre BECKMAN COULTER DU 800 dans le cadre de dosage 
enzymologique). 

• Régler la lecture d’absorbance à 340nm 

• Allumer le bain marie  

• Mettre le bain marie à la température de réaction choisie  

• *Bien homogénéiser le milieu réactionnel maintenu à température réactionnelle 

• Placer une cuve dans le spectromètre 

• Ajouter 960 µL milieu réactionnel + 30µL de tampon d’extraction HAD + 10µL 
d’AcetoacetylCoA) (on devrait mettre du NADH mais il rend la DO négative) pour faire le 

blanc→ BLANC  

• Mettre une nouvelle cuve 

• Ajouter 950µL de milieu réactionnel +30µL d’échantillon dilué 

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 3 min 

• Ajouter 10µL d’AcetoacetylCoA + 10µL de NADH  

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 3 min. 

• Enregistrer les résultats*    →    recommencer de * à * pour l’échantillon suivant. 
 

 

 

BLANC 

1ère étape : blanc tampon 

960 µL milieu réactionnel  
+ 30µL de tampon d’extraction HAD  

+ 10µL d’AcetoacetylCoA 
950µL de milieu réactionnel 
 +30µL d’échantillon dilué 

10µL d’AcetoacetylCoA  
+ 10µL de NADH 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

2ème étape : blanc échantillon 3ème étape : lecture échantillon 
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6. CALCULS 

 
On calcule l’activité grâce à la loi de Lambert-Beer, en utilisant la concentration et le coefficient 

d’extinction molaire du NADH,H+ ( = 6300 L/mol/cm). 

Le calcul est le suivant : 

Activité  = -[pente ech – pente blanc ech / 6.3 x(1000-Vol ech+Vol ech) / Vol ech*1000* facteur de 
dilution] / [extrait dilué] 

Valeurs Unité 

Activité Ui/g poids frais 

Pente ech DO/min 

Vol ech µl 

[extrait dilué] mg/ml 

 

7. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 
conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
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COULTER DU 800 dans le 
cadre de dosage 
enzymologique 
 



247 

 

 

 

 

 

 

 

 

Annexe 6 

 

Protocole de mesure de la production d’H2O2 sur fibres 
perméabilisées 

  



Solutions  

 

- Tampon Z – ROS à 37oC 

Concentration finale en  mM: 

• K-MES 110 
• KCl 35 
• EGTA 1 
• MgCl2 3 
• K2HPO410 
• BSA 0,5 
• pH 7,3 à 37C  ajusté à  7,55 à 23C 
• pH 7,3 à 4C  ajusté à 6,9 à 23C  

 

Ajuster le pH : 6,9 à 23C  

Produit ((MM) Concentration finale (mM) g pour 100 ml g pour 910 ml 

K-MES (233,3) 110 2,5663 23,3533 

KCl (74,55) 35 0,2609 2,3742 

EGTA (380,35) 1 0,0380 0,3458 

K2HPO4 (174,18) 5 0,0871 0,7926 

MgCl2 (XXX)       OR 

MgCl2 liq. 1M 

3 

 

XXXX   OR 
LIQUID… 

300l 

XXXX    OR 

LIQUID… 

2, 730l 

 

 

- HRP (Horseradish peroxydase) – Sigma 77332 : Préparé à 240U/ml dans eau. Pas stable 
reconstitué. A conserver en poudre. NE PAS VORTEXER 

 

- Amplex Red – Invitrogen A36006 : Préparé à 2mM  

- Reprendre 1mg d’Amplex red dans 340µl de DMSO (10mM). Stocké congelé  
- Diluer dans 1,7ml (ajout de 1360µl) EXTEMPORANEMENT 

 

-   SOD (2070 UI/mg 3,2mg/ml soit 6624UI/ml). NE PAS VORTEXER 

- H2O2 à 0,01mM (gamme souris) ou à 0,001mM (gamme rat). 

A préparer EXTEMPORANEMENT. A partir de H2O2 10 M (35%, 34,1g/mol) : 



- Diluer 1µl dans 1ml d’EUP (10mM) 

- Diluer 1µl de la précédente 

- dans 1ml : H2O2 0,01mM 

- dans 10 ml : H2O2 0,001mM 

   

Mesure de production d’H2O2 sur fluorimètre Hitachi F-2710 : 

 

Préparation des fibres :  

 

Dissection des fibres dans S (solution classique de préparation des fibres décrite dans Nature 

protocol de Kuznetsov 2008) et perméabilisation avec 50µg/ml de saponine pendant 30 min à 
4°C. Rinçage 10 min dans S sans saponine puis 2 rinçages de 10 min dans Z à 4°C. Garder les 
fibres dans Z sur glace jusqu’à utilisation. 

 

Réglages du fluorimètre : 

 

Dans section méthode : 

- régler sur time scan 
- EX : 563nm EM : 587nm 
- EX slit : 5  EM slit : 5 
- Time : 1500s 

 

Allumer le fluorimètre au moins 30 minutes avant de commencer les mesures pour stabilisation 
et régler le bain-marie à 37°C 

 

Gamme H202 Tableau 1 

En duplicate de 100 à 600 nM 

Mettre dans la cuvette : 

- 2,25 ml de tampon Z (37°C) 
- 22,5µl d’Amplex Red (20µM dans cuvette) 
- 11,25 µl d’HRP (1,2U/ml CUVETTE) 
- 3 µl de SOD (8,8 UI/µl CUVETTE) 

par ajouts successifs de 100 nM  toutes les 2 minutes (cf tableau) 

 

 



Mesures des ROS tableau 2: 

 

Mettre dans la cuvette : 

- 2,25 ml de tampon Z (37°C) 
- 22,5µl d’Amplex Red (20µM dans cuvette) 
- 11,25 µl d’HRP (1,2U/ml CUVETTE) 
- 3 µl de SOD (8,8 UI/µl CUVETTE 

 

Placer la cuvette dans le fluorimètre et régler l’agitation sur sa vitesse minimale.  

Commencer l’enregistrement en cliquant sur « Measure ».  

 

Au bout de 2 minutes, ajouter les fibres dans la cuvette (environ 0,5mg en poids sec comme 
pour les mesures de respiration) 

Ajouter un substrat dans la cuvette toutes les deux minutes (cf tableaux). 

 

Arrêter l’enregistrement en cliquant sur « Stop » et enregistrer le fichier. Récupérer les fibres 
pour pesée ultérieure et nettoyer la cuvette avec de l’alcool (70%) puis de l’eau.  

 

 

Tableau 1. Gamme de concentrations d’H2O2 

Gamme H2O2 1 à 100 nM 

Vol chambre 2,25ml 

Tampon 2 ou 6mg/ml de BSA 

Concentration 

 Chambre (µM) 
Solution stock (mM) Ajout (µL) 

AMPLEX RED 20 2 22.5 

HRP 2 0.24 18.75 

SOD 8,8 6,6 3 

H2O2 0,01 0,001 22,5 

H2O2 0,025 0,001 33,75 

H2O2 0,05 0,001 56,25 

H2O2 0,075 0,001 56,25 

H2O2 0,1 0,001 56,25 

 

 



Tableau 2 : Protocoles de mesure la production de H2O2 en fonction du substrat 

 

 

PYRUVATE 

2,25ml de Z « Pyr » 

Tampon 2mg/ml de BSA 

Concentration 

 Chambre (µM) 
Solution stock (mM) 

Ajout 
(µL) 

HRP 1,2 0,24 11,25 

AMPLEX RED 20 2 22,5 

SOD 8,8 6,6 3 

Fibres       

Malate 4000 750 12 

GTP 1 fois/2 5000 191 58,90 

Pyruvate 2000 250 18 

ADP 2000 500 9 

Atractyloside 170 50 7,65 

PCOA 

2,25ml de Z « Pyr » 

Tampon 6mg/ml de BSA 

Concentration 

 Chambre (µM) 
Solution stock (mM) 

Ajout 
(µL) 

HRP 1,2 0,24 11,25 

AMPLEX RED 20 2 22,5 

SOD 8,8 6,6 3 

Fibres       

Carnitine 2000 1000 4,5 

Malate 500 750 1,5 

GTP 1 fois sur 2 5000 191 58,90 

PCOA 400 15 60 

ADP 2000 500 9 

Atractyloside 170 50 7,65 
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Annexe 7 

 

Protocole d’entraînement sur tapis, d’intensité et de durée 
progressivement croissantes 

  



 

m/min

7,8

11,4

14,4

18,6

21,6

23,4

25,8

28,2

30

45
60

60
70

75
80

50
55

Temps total

5

10
40

35
5

5

5
5

5

10

5
5

10
25

40
5

5

10
5

5
5

5

5
5

5

5
3

3

10
5

5

2
2

10
5

5
5

10
3

3
3

3

2
2

VMA
MR

10
2

2

TESTS

10

Repos
Durée

Repos
Durée

Repos
Durée

J29-J33
J34-J35

J36-J37
J38-J39

degrés
Durée

Repos
Durée

Repos
Durée

Semaine 5
Semaine 6

J1-J5
J6-J7

J8-J12
J13-J14

J15-J19
J20-J21

J22-J26
J27-J28

Vitesse
Pente

Semaine 1
Semaine 2

Semaine 3
Semaine 4
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Annexe 8 

 

Protocole de test incrémental pour déterminer la vitesse maximale 

aérobie 

  



 

 

Affichage tapis Vitesse Durée palier Décours 

Volt m/min min min 

0,8 13,6 6 6 

1 16,9 2 8 

1,2 20,5 2 10 

1,4 24,0 2 12 

1,6 27,4 2 14 

1,8 30,9 2 16 

2 34,5 1'30 17'30 

2,1 36,2 1'30 19 

2,2 37,8 1'30 20'30 

2,3 39,5 1'30 22 

2,4 41,2 1'30 23'30 

2,5 42,9 1'30 25 

2,6 44,5 1'30 26'30 

2,7 46,3 1'30 28 

2,8 48,1 1'30 29'30 

2,9 49,9 1'30 31 

3 51,7 1'30 32'30 

 

Le test est réalisé sans pente. La vitesse retenue correspond au dernier palier terminé à l’arrêt 
de l’effort.  
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Annexe 9 

 

Dosage des unités glycosyls après hydrolyse du glycogène 

musculaire 
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1. OBJET  

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation de dosage de glycogène dans un 

muscle. 

 

 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent des 

dosages de glycogène dans un muscle. 

 

 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

EUP : Eau Ultrapure 

Tp : tampon 

SN : surnageant 

Sec : seconde 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 

 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

 
5.1 Principe  

Le principe de la réaction est le suivant : 

Glycogène + (H2O)n-1 

 

(Glucose)n  

 pH4.7 amyloglucosidase 

Glucose + ATP 

            Mg+    pH7.5hexokinase 

ADP+ Glucose-6-P 

 

Glucose-6-P + NADP+ 

 glucose-6-phosphate deshydrogenase 

6-Phosphogluconolactone + NADPH + H+ 

C’est l’apparition de NADPH qui absorbe à 340 nm, que l’on mesure. 
 

 

 

5.2 Matériel   

Etapes du 

protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 

stockage 

Préparation des 

solutions 

NaOH S8045 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl 258148 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

amyloglucosidase A7420 Sigma  Salle IM-AB-RC-22 

hexokinase H5625/ H4502 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

MgCl2 M9272 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

NADP N0505 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

ATP A7699/ A2383 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Ammonium sulfate A2923 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

hydrolyse Tampon acetate 3M S7899 Sigma Salle IM-AB-RC-22 
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Etapes du 

protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 

stockage 

dosage 

glucose-6-phosphate 

deshydrogenase 
G8289 / G6378 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Tp Tris HCL 1M pH8 T2694 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Spectrophotomètre DU800 BECKMAN COULTER DU 800 Salle IM-AB-01-30 

 
 
 

5.3 Déroulement 

 
 
 
 
 
 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 

 

5.3.1 Préparation des solutions 

 

Produit Référence PM  [finale]mol [finale]g Quantité préparée 

NaOH S8045 Sigma 40 1N 40g/mL 100mL 

NaOH S8045 Sigma 40 2N 80g/mL 100mL 

HCl 258148 Sigma 36.45 7.5M   

Ammonium 

sulfate 
A2939 Sigma 132.14 3.2M 422.8ng/mL 

1mL 

amyloglucosidase A7420 Sigma 40U/mg  10mg/mL 1mL 

MgCl2 M9272 Sigma   20mg/mL 10mL 

NADP N0505 Sigma   8mg/mL 10mL 

ATP 
A7699/ A2383 

Sigma 
  6mg/mL 10mL 

glycogène G8751 Sigma     
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➢ Solution de NaOH 1N : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              RT 

 

Peser 4g de NaOH QSP 100 ml d’EUP  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ Solution de NaOH 2N : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              RT 

 

Peser 8g de NaOH QSP 100 ml d’EUP  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Peser  

4g de NaOH 

QSP 100 ml 

d’EUP 

Agiter 

Peser  

8g de NaOH 

QSP 100 ml 

d’EUP 

Agiter 
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➢ Solution de HCl 7.5M : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              RT 

 

Mélanger mL de HCl 37% QSP 10 ml d’EUP  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ Solution d’amyloglucosidase : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation          3 semaines       +4°C 

 

Peser 423mg de (NH4)2SO4  QSP 1 ml d’EUP  

 

Diluer 10 mg d’amyloglucosidase QSP 1mL d’ammonium sulfate (QSP pour traiter 26 dosages) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Agiter 

mL de HCl 37% 

QSP 10 ml 

d’EUP 

                +4°C 

Peser  

423mg de (NH4)2SO4 

= ammonium sulfate 
   

Vortexer 

QSP 1 ml 

d’EUP 
10 mg 

d’amyloglucosidase 

ammonium sulfate 
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➢ Solution de MgCl2 : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              -20°C 

 

Peser 200mg de MgCl2 QSP 10 ml d’EUP  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ Solution de NADP : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              -20°C 

 

Peser 80mg de NADP QSP 10 ml d’EUP  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                -20°C 

Peser  

80mg de NADP 
Vortexer Aliquoter  

X 10 

1mL 

QSP 10 ml 

d’EUP 

                -20°C 

Peser  

200mg de MgCl2 
Vortexer Aliquoter  

X 10 

1mL 

QSP 10 ml 

d’EUP 
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➢ Solution de ATP : 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              -20°C 

 

Peser 60mg de ATP QSP 10 ml d’EUP  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ Préparation de l’hexokinase 

 

Ajouter 380µL d’EUP dans le flacon de 1kU 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                -20°C 

Peser  

60mg d’ATP 
Vortexer Aliquoter  

X 10 

1mL 

QSP 10 ml 

d’EUP 

                +4°C 

Vortexer 

380µL d’EUP 



 

 

Code : 211.M.0029 Version : 1.0 Date : 08/06/2018 

DOSAGE DES UNITES GLUCOSYL APRES HYDROLYSE DU GLYCOGENE MUSCULAIRE 

Extraction en milieu basique NaOH 

 

 Page 9 sur 13 

➢ Préparation de la Glucose-6-P déshydrogénase 

 

Ajouter 400µL d’EUP dans le flacon de 1kU 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ Préparation de la gamme étalon 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation          1 semaine         +4°C 

On pèse 100 mg de glycogène du commerce QSP 10mL d’EUP, la pureté étant de 91% on aura une 

solution à 9.1g/L.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Peser  

100 mg de glycogène 

QSP 10 ml 

d’EUP 

Agiter 

                +4°C 

Vortexer 

400µL d’EUP 
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On réalise les dilutions suivantes : 

Dilutions 1 1/25 1/50 1/100 

Concentration de 

glycogène en mg/ml 
9.1 0.3 0.150 0.075 

  

5.3.2 Extraction 

• Prélever un morceau d’5mg du muscle et le peser. Noter le poids sur la fiche 211.E.0008 

Enregistrement poids tissu/ Tp 

• Mettre le morceau de tissu dans un tube eppendorf et ajouter 50 volumes de NaOH 2N 

soit 250µL pour 5mg de muscle 

• Placer 2h au bain-marie à 37°C sous agitation 

• Placer 1h à 4°C 

• Neutraliser en ajoutant 1 volume de HCl 7.5M pour 5 vol de NaOH 2N soit 50µL pour 5mg 

de muscle 

• Stocker les extraits à –20°C (maximum 3 semaines) 

  (cf : 32.M.0001 Charte d’utilisation de la salle IMASSA AB-01-11 Congélateur-20°C et -80°C de l’IRBA) 

 

 

5.3.3 Hydrolyse 

• Mettre 50µL (peut aller jusqu’à 100µL) d’extrait dans 2 tubes eppendorf noté n°ech sans 

hydrolyse et n°ech avec hydrolyse. 

• Ajouter dans chaque tube 40µL de Tp acétate 3M et 360µL d’EUP 

• Dans le tube sans hydrolyse ajouter 35µL d’EUP et dans le tube avec hydrolyse 35µL 

d’amyloglucosidase 

• Placer 2h à 37°C sous agitation 

• Ajouter un volume de 100µL de NaOH 1N pour stopper l’hydrolyse (pour obtenir un 
pH9-10 

• Centrifuger 10 min à 3000rpm = 885g à 4°C 

• Récupérer le SN et le placer dans un eppendorf de 1.5ml. 
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5.3.4 Dosage 

• Préparer le mix de dosage : (QSP pour traiter 26 dosages) 

➢ 1mL de Tp Tris-HCl 1M 

➢ 9mL d’EUP 

➢ 1mL de MgCl2 

➢ 1mL de NADP 

➢ 1mL d’ATP 

➢ 20µL de Glucose-6-P déshydrogénase (+4°C) 

 

• Dosage de la gamme étalon 

Mélanger dans les cuves de spectrophotomètre : 

➢ 200µL de point de gamme 

➢ 300µL d’EUP 

➢ 500µL de mix de dosage 

 

• Dosage des échantillons : 

Mélanger dans les cuves de spectrophotomètre : 

➢ 200µL d’extrait (hydrolysé ou non) 

➢ 300µL d’EUP 

➢ 500µL de mix de dosage 
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5.3.5 Lecture de la variation de densité optique 

 
• Allumer le spectromètre BECKMAN COULTER DU 800  

(cf 211.M.0021 Utilisation du spectromètre BECKMAN COULTER DU 800 dans le cadre de dosage 

enzymologique). 

• Régler la lecture d’absorbance à 340nm 

• *Placer dans le spectromètre une cuve blanc et 4 cuves éch 

• Ajouter 500 µL de mix de dosage + 500µL d’EUP pour faire le blanc 

• Ajouter 200µL d’extrait hydrolysé ou non +300µL d’EUP + 500µL de mix de dosage 

• Lancer la lecture à 340nm 

• Ajouter 1.5µL d’hexokinase dans la cuve blanc, la cuve éch sans hydrolyse et la cuve éch 

avec hydrolyse et attendre 10 min 

• Lancer la lecture à 340nm  

• Enregistrer les résultats*    →    recommencer de * à * pour l’échantillon suivant. 

Pour éviter de gaspiller des produits, on peut utiliser 1 cuve blanc (500µL de mix de dosage+ 

500µL d’EUP) et 1 cuve contrôle réaction (500µL de mix de dosage+ 500µL d’EUP+ 1.5µL 
d’hexokinase)  que l’on réutilise pour chaque lecture. 

 

 

 

 

 

 

 

 

BLANC 

1ère étape : dosage glucose avant 

glycogènolyse 

500 µL de mix de dosage  

+ 500µL d’EUP 

+1.5µL d’hexokinase Lecture  

à 340nm 
Lecture  

à 340nm 

2ème étape : dosage glucose après 

glycogènolyse 

200µL d’extrait ech 1 non hydrolysé  
+ 300µL d’EUP  

+ 500µL de mix de dosage 

200µL d’extrait ech 1 hydrolysé  
+ 300µL d’EUP  

+ 500µL de mix de dosage 

200µL d’extrait ech 2 non hydrolysé  
+ 300µL d’EUP  

+ 500µL de mix de dosage 

200µL d’extrait ech 2 hydrolysé  
+ 300µL d’EUP  

+ 500µL de mix de dosage 

ECH 1 

ECH 1 

ECH 2 

ECH 2 
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6. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 
conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
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Annexe 10 

 

Dosage de l’activité Hexokinase 
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TLCS BOURDON 

Stéphanie  

 

Visa : Signature 

 

 

 

 

 

Vérificateur 

 

Date :  

Fonction(s) : 

Médecin  

 

 

 

 

Nom(s) : 

MC MALGOYRE 

Alexandra 

 

Visa : Signature 

 

Validateur Qualité 

 

Date : 

Fonction(s) :  

 

 

 

 

 

Nom(s) :  

 

 

 

Visa : Signature 

 

Approbateur 

 

Date : 

Fonction(s) : Chef 

du département 

ENOP 
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MC SAUVET 

Fabien 

 

Visa : Signature 

 

Liste de 

diffusion : 

 

 

ENOP/PEACE 

 

 

 

 

 

Version Modification(s) Page(s) Date 

1.0 Création  9 08/09/2019 

 

Document(s) associé(s) : 

 

1.P .0005  

11.P.0002 

  

13.E.0004   

13.P.0001 

211.M.0022 

211.M.0021  

211.M.0020  

211.E.0005  

 

Précautions standards 

Procédure de gestion des déchets spécifiques produits par l’institut de recherche 
biomédicale des Armées  

Modèle de fiche d’amélioration  
Maitrise de la documentation 

Les gants aux laboratoires ENOP/PEACE 

Utilisation du spectromètre BECKMAN COULTER DU 800 dans le cadre de dosage 

enzymologique 

Utilisation du pHmètre METTLER TOLEDO SEVEN EASY S20KS 

FDV G7841 pHmètre METTLER TOLEDO SEVEN EASY S20KS 

 
 

 

Mots-clés :  

 

Extraction, dosage, activité, hexokinase , spectromètre, ENOP, PEACE 
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1. OBJET  

 

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’un dosage de l’activité de 

l’hexokinase 

 

 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent un 

dosage de l’activité de l’hexokinase 

 

 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

Tp : tampon 

EUP : Eau Ultrapure 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

DO : densité optique 

G6PDH : Glucose 6 Phosphate Deshydrogenase 

Glucose 6P : Glucose 6 Phosphate 

RT : Room température = température ambiante 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 

 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

5.1 Principe  

Le principe de la réaction enzymatique est le suivant : 

glucose + ATP → glucose 6P + NADP 

glucose 6P + NADP → gluconolactone 6P + NADPH 

C’est la cinétique d’apparition de NADPH, qui absorbe à 340 nm, que l’on mesure. 
 

 

5.2 Matériel 

Tp phosphate 

 

KH2PO4 P9791 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

K2HPO4 P9666 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl ou KOH  Salle IM-AB-RC-22 

pHmètre METTLER TOLEDO 

SEVEN EASY S20KS 

SEVEN EASY S20KS 

METTLER TOLEDO 
Salle IM-AB-RC-22 

Tp extraction BSA  Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Préparation du 

milieu réactionnel 

Tris HCl T5941 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

MgCl2 M8266 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

NADP 10128031001 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

DTT D0632-5G Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Glucose  Salle IM-AB-RC-22 

G6PDH G6PDH 10127655001 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

ATP ATP A2383 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Lecture BECKMAN COULTER DU 800 
BECKMAN COULTER DU 

800 
Salle IM-AB-01-30 

 

 

5.3 Déroulement 

 
 
 
 
 
 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 

 
 

5.3.1 Préparation des solutions stock 

 

Produit Référence PM  [finale]mol 

    



 

 

Code : 211.M.0040 Version : 1.0 Date : 08/09/2019 

DOSAGE ACTIVITE HEXOKINASE 

 

 Page 4 sur 11 

KH2PO4 P9791 Sigma 136 300mM 

K2HPO4 P9666 Sigma 228 300mM 

HCl ou KOH    

BSA A7030 Sigma 78.13 10% 

Tris HCl T5941 Sigma 157.60 1M 

MgCl2 M8266 Sigma 95.21 1M 

NADP 10128031001 Sigma 765.39 100mM 

DTT D0632-5G Sigma 154.25 10% 

Glucose   100mM 

G6PDH 10127655001 Sigma 5 mg/ml 1000UI/ml 

ATP A2383 Sigma 551.14 1000mM 

 

 

➢ Tp phosphate 300mM pH7.7: 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Peser 1.02 g de KH2PO4 QSP 25 ml d’EUP et Peser 1.71 g de K2HPO4 QSP 25 ml d’EUP  

 

Mélanger volume à volume  

 

Ajuster le pH à 7.7  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Peser  

1.02g de KH2PO4 

QSP 25 ml 

d’EUP 

Agiter 

Peser  

1.71g de K2HPO4 

QSP 25 ml 

d’EUP 

Agiter 

     7.70 

Ajuster le pH à 7.7 

1/2 

1/2 
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➢ Tampon d’extraction 

 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

BSA      0.5%   1 g 

       QSP 50 ml de Tp phosphate 300mM pH7.7 

 

 

 

➢ MgCl2 1 M 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

MgCl2    1M   1.27g 

QSP 10 ml d’EUP 

 

 

➢ Tris HCl pH8 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Tris/HCl     1M    1.6 g 

         QSP 10 ml d’EUP 

 

Ajuster le pH à 8 avec HCl à 37%. 
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➢ NADP 100mM 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

NADP     100mM    115mg 

         QSP 1.5 ml d’EUP 

 

 

➢ DTT 10% 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

DTT     10%    1 g 

         QSP 10 ml d’EUP 

 

 

➢ Glucose 100mM 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

glucose    100mM    1 g 

         QSP 10 ml d’EUP 
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➢ ATP 1000mM 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

ATP     1000mM   192 mg 

         QSP 350µl d’EUP 

 

 

 

➢ Milieu réactionnel 

 

A préparer extemporanement 

 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
 

[initiale] [finale]  10 ml d’EUP  

 

Tris HCl pH8  1M  100mM  1ml  

MgCl2   1M  8mM  80µl   

NADP   100mM  0.4mM  45µl   

DTT   10%  0.01%  10µl   

glucose   100mM  2mM  200µl   

G6PDH   1750UI/ml 3.5UI/ml 11.44µl   

         QSP 10 ml d’EUP 

 

 

5.3.2 Extraction des échantillons 

 
1ère  étape : coupe du tissu 

• Prélever un morceau d’10mg du muscle et le peser. Noter le poids sur la fiche 

211.E.0008 Enregistrement poids tissu/ Tp 
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• Placer le tissu soit un tube Precellys CK14 500µl contenant des billes en céramique de 

1.4mm de diamètre. 

 

2ème étape : extraction 

• Diluer le tissu au 1/10 dans du Tp extraction pour que la concentration en protéines soit 

correcte.      (cf : 211.E.0008 Enregistrement poids tissu/ Tp) 

• Homogénéiser : 

 Au Precellys avec le programme : 2x 8 sec avec 5 sec de pause 

• Centrifuger 30 s à 672g à 2°C. 

• Transférer immédiatement le surnageant dans un tube froid et placer le tube sur glace. 

 
• Diluer les échantillons dans le tampon d’extraction  

 

Type de tissu Dilution utilisée 

Ventricule gauche 1/5 

Ventricule droit 1/10 

Gastrocnémien Non dilué 

Soléaire Non dilué 

 
 
 
 

5.3.3 Lecture de la variation de densité optique 

 
• Allumer le spectromètre BECKMAN COULTER DU 800  

(cf 211.M.0021 Utilisation du spectromètre BECKMAN COULTER DU 800 dans le cadre de dosage 

enzymologique). 

• Régler la lecture d’absorbance à 340nm 

• Allumer le bain marie  

• Mettre le bain marie à la température de réaction choisie = 25°C 

• * Bien homogénéiser le milieu réactionnel maintenu à température réactionnelle 

• Placer une cuve dans le spectromètre 

• Ajouter 900 µL milieu réactionnel + 100µl de tampon d’extraction pour faire le blanc 
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• Mettre une nouvelle cuve 

• Ajouter 900 µL milieu réactionnel + 100µL d’échantillon 

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 300 sec 

• Ajouter 10µL d’ATP 1000mM 

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 300 sec 

• Enregistrer les résultats*    →    recommencer de * à * pour l’échantillon suivant. 

•  

 

 

 

 

 

 

 

6. CALCULS 

 
On calcule l’activité grâce à la loi de Lambert-Beer, en utilisant la concentration et le coefficient 

d’extinction molaire du NADH ( = 6300 L/mol/cm). 

Le calcul est le suivant : 

Activité  = [pente ech – pente blanc ech / 6.3 x(1000-Vol ech+Vol ech) / Vol ech*1000* facteur de 

dilution] / facteur pour ramener au gramme de tissu frais 

Valeurs Unité 

Activité Ui/g poids frais 

Pente ech DO/min 

Vol ech µl 

[extrait dilué] mg/ml 

 

BLANC 

1ère étape : blanc tampon 
 

900 µL milieu réactionnel + 100µl de 

tampon d’extraction 

900 µL milieu réactionnel  

 +100µL d’échantillon dilué 
+ 10µl d’ATP à 1000mM 

 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

2ème étape : blanc échantillon 3ème étape : lecture échantillon 
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7. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 
conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
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1. OBJET  

 

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’un dosage de l’activité de la 6-

phosphofructokinase. 

 

 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent un 

dosage de l’activité de la 6-phosphofructokinase. 

 

 

 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

Tp : tampon 

PFK : 6-Phosphofructokinase  

di DHAP: di Hydroxy Acétone phosphate 

G3PDH: Glyceraldehyde 3 Phosphate Deshydrogenase 

Triose P isomérase : Triose Phosphate isomérase 

Aldolase : disphosphofructoaldolase 

EUP : Eau Ultrapure 

B-NADH: nicotinamide adénine dinucléotide 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

DO : densité optique 

RT : Room température = température ambiante 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 

 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

 
5.1 Principe  

La 6-Phosphofructokinase est une enzyme qui catalyse la conversion du fructose-6-phosphate 

en fructose-diphosphate, en presence d’ATP. En présence de substrat spécifique et du mix 

d’enzymes, NADH produit qui absorbe à 450nm qui est convertit en NAD, un produit incolore. 

L’intensité colorimétrique est donc proportionnelle à la quantité d’enzyme dans l’échantillon. 

Fructose-6-P + ATP  → Fructose 1,6 bi-P + ADP 

Fructose 1,6 bi-P   →  3P Glycéraldéhyde + di DHAP 

3P Glycéraldéhyde   →   2 di DHAP 

2 di DHAP + 2 NADH  →  2L Glycerol P + 2NAD 

 

Phosphofructokinase est une enzyme glycolytique qui joue un rôle majeur dans la régulation 

de la glycolyse. Il y a 2 types de phosphofructokinases: PFK1 and PFK2.  

En présence d’ ATP, PFK1 catalyse la conversion defructose-6-phosphate en fructose-1,6-

diphosphate, alors que PFK2 catalyse la conversion de fructose-2,6-diphosphate. 

 
 

5.2 Matériel 

Tp phosphate 

 

KH2PO4 P9791 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

K2HPO4 P9666 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl ou KOH  Salle IM-AB-RC-22 

pHmètre METTLER TOLEDO 

SEVEN EASY S20KS 

SEVEN EASY S20KS 

METTLER TOLEDO 
Salle IM-AB-RC-22 

Tp extraction 

mercaptoethanol M3148 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

ATP FLAAS-10VL Sigma Salle IM-AB-RC-22 

MgCl2 M8266 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

NaF S7920 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Préparation du Tris HCl T5941 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

PFK 

aldolase 

Triose P isomerase 

G3PDH 
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milieu réactionnel BSA   

mercaptoethanol M3148 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

ATP FLAAS-10VL Sigma Salle IM-AB-RC-22 

MgCl2 M8266 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

NADH NADH N0505 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Aldolase Aldolase A2714-100UN Sigma Salle IM-AB-RC-22 

TriosePisomerase TriosePisomerase T6258-1MG Sigma Salle IM-AB-RC-22 

G3PDH G3PDH 10127752001 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Fructose 6 

phosphate 

Fructose 6 phosphate 
F3627-10MG Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Lecture BECKMAN COULTER DU 800 
BECKMAN COULTER DU 

800 
Salle IM-AB-01-30 

 

 

 

 

5.3 Déroulement 

 
 
 
 
 
 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 

 
 

5.3.1 Préparation des solutions stock 

 

Produit Référence PM  [finale]mol [finale]g 

KH2PO4 P9791 Sigma 136 100mM 13.6 g/L 

K2HPO4 P9666 Sigma 228 100mM 22.8 g/L 

HCl ou KOH     

mercaptoethanol M3148 Sigma 78.13 et 

d=1.114g/

ml 

  

ATP FLAAS-10VL Sigma 551.14   

MgCl2 M8266 Sigma 95.21   

NaF S7920 Sigma 41.99   

Tris HCl T5941 Sigma 157.60   

NADH N0505 Sigma 765.39   

Aldolase A2714-100UN Sigma    

TriosePisomerase T6258-1MG Sigma    

G3PDH 10127752001 Sigma    

Fructose 6 phosphate F3627-10MG Sigma    
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➢ Tp phosphate 100mM pH8,2: 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Peser 340 mg de KH2PO4 QSP 25 ml d’EUP et Peser 570 mg de K2HPO4 QSP 25 ml d’EUP  

 

Mélanger volume à volume  

 

Ajuster le pH à 8.2  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

➢ MgCl2 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Peser  

340mg de KH2PO4 

QSP 25 ml 

d’EUP 

Agiter 

Peser  

570mg de K2HPO4 

QSP 25 ml 

d’EUP 

Agiter 

     8.20 

Ajuster le pH à 8.2 

1/2 

1/2 
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MgCl2    400mM   380mg 

QSP 10 ml d’EUP 

➢ Tampon d’extraction pH8.2 

 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
[initiale] 

 

mercaptoethanol     17.5µl 

ATP    200mM   125µl 

MgCl2    400mM   625µl 

NaF       63mg 

       QSP 50 ml de Tp phosphate 100mM pH8,2 

 

Pour 10 ml de Tp extraction on pèse  

• 2.8 mg d’ATP (551.14 M) 
• 12.6 mg NAF 

 

 

 

➢ Tris HCl pH8 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Tris/HCl     1M    1.6 g 

         QSP 10 ml d’EUP 

 

Ajuster le pH à 8 avec HCl à 37%. 
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➢ BSA 10% 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

BSA     10%    1 g 

         QSP 10 ml d’EUP 

 

 

 

➢ Milieu réactionnel 

A préparer extemporanement 

 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
 

[initiale] [finale]  50 ml d’EUP 18 ml d’EUP 

 

Tris HCl pH8  1M  30mM  1.55ml  558µl 

MgCl2   400mM  2.4mM  300µl  108µl 

Mercaptoethanol   30mM  107µl  38.52µl 

BSA   10%  0.012%  62.5µl  22.5µl  

ATP   500mM  2.5mM  68mg  24.5mg 

         QSP 50 ml d’EUP 
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➢ Solution de NADH à 0.08mM 

A préparer extemporanement 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

NADH     0.08mM   1.22 µg 

         QSP 20 ml de milieu réactionnel 

 

 

➢ aldolase 

A préparer extemporanement 

 

➢ Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

aldolase     vial de 100U    364µl d’EUP 

 

 

 

➢ triosePisomerase 

A préparer extemporanement 

 

➢ Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 
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TriosePisomerase  vial de 3500U    28µl d’EUP 

 

 

➢ Mélange enzymatique 

A préparer extemporanement 

 

➢ Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

  

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

aldolase     275U/ml    2.5µl 

TriosePisomerase  126000U/ml    1µl 

G3PDH   1700U/ml    2.35µl 

QSP 495 µl de milieu réactionnel 

 

➢ Fructose 6 phosphate 5 mM 

A préparer extemporanement 

 

 

Protection 

 
Nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 

Fructose 6 phosphate     5mM   3.04mg 

         QSP 2 ml d’EUP 

 

 

 

 

5.3.2 Extraction des échantillons 

 
1ère  étape : coupe du tissu 

• Prélever un morceau d’10mg du muscle et le peser. Noter le poids sur la fiche 

211.E.0008 Enregistrement poids tissu/ Tp 
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• Placer le tissu soit un tube Precellys CK14 500µl contenant des billes en céramique de 

1.4mm de diamètre. 

 

2ème étape : extraction 

• Diluer le tissu au 1/10 dans du Tp extraction pour que la concentration en protéines soit 

correcte.      (cf : 211.E.0008 Enregistrement poids tissu/ Tp) 

• Homogénéiser : 

 Au Precellys avec le programme : 2x 8 sec avec 5 sec de pause 

• Centrifuger 30 s à 672g à 2°C. 

• Transférer immédiatement le surnageant dans un tube froid et placer le tube sur glace. 

 
• Diluer les échantillons dans le tampon d’extraction  

 

Type de tissu Dilution utilisée 

Ventricule gauche ½ 

Ventricule droit ½ 

Gastrocnémien 1/3 

Soléaire Non dilué 

 

L’extraction doit être réalisée le jour du dosage 

 
 

5.3.3 Lecture de la variation de densité optique 

 
• Allumer le spectromètre BECKMAN COULTER DU 800  

(cf 211.M.0021 Utilisation du spectromètre BECKMAN COULTER DU 800 dans le cadre de dosage 

enzymologique). 

• Régler la lecture d’absorbance à 340nm 

• Allumer le bain marie  

• Mettre le bain marie à la température de réaction choisie = 25°C 

• * Bien homogénéiser le milieu réactionnel maintenu à température réactionnelle 

• Placer une cuve dans le spectromètre 
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• Ajouter 550 µL milieu réactionnel + 500µL de NADH 0.08mM + 50µl de F6P 5mM pour 

faire le blanc 

• Mettre une nouvelle cuve 

• Ajouter 550 µL milieu réactionnel + 500µL de NADH 0.08mM + 10µl d’échantillon 

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 3 min 

• Ajouter 50 µl de F6P 5 mM+ 10µL de melange enzymatique 

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 3 min. 

• Enregistrer les résultats*    →    recommencer de * à * pour l’échantillon suivant. 

•  

 

 

 

 

 

 

 

6. CALCULS 

 
On calcule l’activité grâce à la loi de Lambert-Beer, en utilisant la concentration et le coefficient 

d’extinction molaire du NADH ( = 6300 L/mol/cm). 

Le calcul est le suivant : 

Activité  = [pente ech – pente blanc ech / 6.3 x(1000-Vol ech+Vol ech) / Vol ech*1000* facteur de 

dilution] / facteur pour ramener au gramme de tissu frais 

Valeurs Unité 

Activité Ui/g poids frais 

Pente ech DO/min 

Vol ech µl 

[extrait dilué] mg/ml 

 

BLANC 

1ère étape : blanc tampon 
 

550 µL milieu réactionnel + 500µL de 
NADH 0.08mM + 50µl de F6P 5mM 

550 µL milieu réactionnel + 

500µL de NADH 0.08mM +  

 +10µL d’échantillon dilué 

+ 50 µl de F6P 5 mM+ 10µL 

de melange enzymatique 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

2ème étape : blanc échantillon 3ème étape : lecture échantillon 
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7. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 
conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
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1. OBJET  

 

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’un dosage de l’activité de la lactate 
deshydrogenase. 

 
 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent un 
dosage de l’activité de la lactate deshydrogenase. 

 
 

3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

Tp : tampon 

CS : citrate synthase 

LDH : lactate deshydrogenase 

COX : cyclooxygenase 

CK : Créatine Kinase 

EUP : Eau Ultrapure 

[finale] = concentration finale du produit dans la solution 

DO : densité optique 

EDTA : Éthylène Diamine Tétra-Acétique 

RT : Room température = température ambiante 

ENOP : Environnements opérationnels 

PEACE : Unité de physiologie de l’exercice et des activités en conditions extrêmes 

 
 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 

 

 



 

 

Code : 211.M.0036 Version : 1.0 Date :  

DOSAGE ACTIVITE LACTATE DESHYDROGENASE 

 

 Page 3 sur 8 

5. DESCRIPTION DES ETAPES 

5.1 Principe  

Le principe de la réaction enzymatique est le suivant : 

Pyruvate + NADH,H+→ Lactate + NAD 

L’activité de la LDH est évaluée à partir de la variation de l’absorbance induite par la disparition 
de son co-enzyme, le NADH,H+. Ce dernier absorbe à 340nm. 
 
 

5.2 Matériel 

Etapes du 
protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 
stockage 

Préparation du 
tampon 

phosphate 

K2HPO4 P5504, Sigma Salle IM-AB-RC-22 

HCl   

KH2PO4  Salle IM-AB-RC-22 

Na pyruvate 26926298, ? Salle IM-AB-RC-22 

pHmètre METTLER TOLEDO 
SEVEN EASY S20KS 

P2256, Sigma 
Salle IM-AB-RC-23 

Préparation du 
tampon Nana 

NADHNa2 N8129, Sigma Salle IM-AB-RC-23 

NaHCO3  Salle IM-AB-RC-23 

 DTT  Salle IM-AB-RC-23 

Lecture BECKMAN COULTER DU 800 
BECKMAN COULTER DU 

800 
Salle IM-AB-01-30 

 
 

5.3 Déroulement 

 
 
 
 
 
 
 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 
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5.3.1 Préparation des échantillons 

 
• Diluer les échantillons dans le tampon d’extraction CS, LDH, COX ET CK  

(cf : 211.M.0015 Extraction pour Dosage CS, LDH, COX ET CK ) 
 

Type de tissu Dilution utilisée 

Plantaris 1/10 

Soléaire 1/10 

 

• Préparer 70 µL d’échantillon homogénéisé dilué au 1/10 : 
7µL d’échantillon homogénéisé pur + 63 µL de Tp d’extraction (DTT extemporanément) 
 
 

5.3.2 Préparation des solutions 

 

Produit Référence PM  [finale]mol [finale]g 

K2HPO4 P5504, Sigma 228,2 34,1 mM 7.78 g 

KH2PO4 26926298, ? 136,09 7,35 mM 1 g 

Na pyruvate P2256, Sigma 110 0,63 mM 68.9 mg 

NADHNa2 Sigma N8129 709.4   

NaHCO3  84.01   

DTT     

 
➢ Tampon d’activité totale = Tp phosphate 

 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              4°C   

 
Peser 778 mg de K2HPO4 + 100 mg de KH2PO4 + 6.89 mg de Na pyruvate QSP 100 ml d’EUP 

 

le pH doit être à 7.5 
 (Pas KCl car on modifie la concentration en K de la solution ! ! !) 

 

 

 

 

 

 

 

 

Peser  

778 mg de K2HPO4 + 100 mg de KH2PO4 
+ 6.89 mg de Na pyruvate 

100 ml d’EUP 

Agiter à 30°C 
 

     7.50 

Ajuster le pH à 8.00 

avec HCl ou NaOH 
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➢ Substrat = Tp Nana 
 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
Peser 15 mg de NADHNa2  +15 mg de NaHCO3  QSP 1.5 ml d’EUP 

 

Bien homogénéiser et maintenir à la température de réaction 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
➢ Milieu réactionnel : 

 

Nombre de mesures Tp phosphate Tp Nana 

1 3 mL 50µL 

2 6 mL 100µL 

5 15 mL 250µL 

10 30 mL 500µL 

 

Mettre au bain marie à 30°C 

Juste avant l’utilisation, vortexer 2X30 secondes pour bien homogénéiser. 

 

 
 
 
 
 
 

Peser  

15 mg de NADHNa2  
     + 15 mg de NaHCO3   

QSP 1.5 ml 
d’EUP 

Agiter et maintenir à t° 

de réaction 
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5.3.3 Lecture de la variation de densité optique 

 
• Allumer le spectromètre BECKMAN COULTER DU 800  

(cf 211.M.0021 Utilisation du spectromètre BECKMAN COULTER DU 800 dans le cadre de dosage 
enzymologique). 

• Régler la lecture d’absorbance à 340nm 

• Allumer le bain marie  

• Mettre le bain marie à la température de réaction choisie =30°C  

• * Bien homogénéiser le milieu réactionnel maintenu à température réactionnelle 

• Placer une cuve dans le spectromètre 

• Ajouter 3,05 ml de Tp phosphate pour faire le blanc 

• Mettre une nouvelle cuve 

• Ajouter 3,05 ml de milieu réactionnel  

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 3 min 

• Ajouter 20µL d’échantillon dilué 

• Lancer la lecture à 340nm de la cinétique pendant 3 min. 

• Enregistrer les résultats*    →    recommencer de * à * pour l’échantillon suivant. 

 

 

 

 

 

 

 

 

BLANC 

1ère étape : blanc tampon 

 
3,05 ml de Tp phosphate 3, 05 mL de milieu 

réactionnel 
 +10µL d’échantillon dilué 

+ 20µL d’échantillon dilué 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

Lecture  

pendant 3 min 

 à 340nm 

2ème étape : blanc échantillon 3ème étape : lecture échantillon 
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6. CALCULS 

 
On calcule l’activité grâce à la loi de Lambert-Beer, en utilisant la concentration et le coefficient 

d’extinction molaire du NADH,H+ ( = 6300 L/mol/cm). 

Le calcul est le suivant : 

Activité  = -[pente ech – pente blanc ech / 6.3 x(1000-Vol ech+Vol ech) / Vol ech*1000* facteur de 
dilution] / [extrait dilué] 

Valeurs Unité 

Activité Ui/g poids frais 

Pente ech DO/min 

Vol ech µl 

[extrait dilué] mg/ml 

 

 

7. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 

 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 
conformément à la procédure de maitrise des informations documentées 13.P.0001 de l’IRBA. 
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Annexe 12 : Western blot en milieu liquide 
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1. OBJET  

Ce mode opératoire présente les modalités de réalisation d’un Western blot en milieu liquide. 
 

 

2. DOMAINE D'APPLICATION 

Ce mode opératoire s’applique à tous les personnels de recherche de l’IRBA qui réalisent des 
Western blot en milieu liquide. 

 

 
3. ABREVIATION(S), DEFINITION(S) 

IRBA = Instiut de recherche Biomédicale des Armées 
ENOP = Environnements Opérationnels 
PEACE = Physiologie de l’Exercice et de l’Activité en Conditions Extrêmes 
Ac = Anticorps 
Ag = Antigène 
WB = Western Blot 
TG = Tris Glycine 
TBS = Tris Buffer Solution 
TBST = Tris Buffer Solution Tween 
PBS = Phosphate Buffer Saline 
ON = overnight 
PVDF = PolyVinyliDene Fluoride 
BSA = Bovine Serum Albumin 
PM = poids moléculaire 
EUP = Eau Ultra Pure 
ED = Eau Distillée 
QSP = quantité Suffisante pour 
HRP = horseradish peroxidase 
RT = Room Temperature 
ECL = enhanced chemiluminescent 
 

4. DOCUMENT(S) DE REFERENCE 

RAS 
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5. DESCRIPTION DES ETAPES 

5.1. Principe  

Un western blot, ou immunoblot, est une méthode de biologie moléculaire qui permet la 
détection de protéines spécifiques sur une membrane. 

La technique se déroule en plusieurs étapes : 

 Migration : des échantillons protéiques sont déposés sur un gel d'électrophorèse et sont 
séparés en fonction de leur poids moléculaire. Pour cela, un courant électrique est 
appliqué dans le gel. Plus les protéines ont une taille importante, moins elles migrent 
vite ; 

 Transfert : une fois que les protéines ont migré, elles sont transférées sur une 
membrane qui peut être composée de nitrocellulose ou de polyfluorure de vinylidène 
(PVDF). Les membranes PVDF requièrent un prétraitement au méthanol. La fixation des 
protéines à la membrane se fait grâce à des interactions hydrophobes et ioniques entre 
la membrane et les protéines ; 

 Blocage de la membrane : cette étape est indispensable pour limiter les interactions non 
spécifiques ultérieures entre les anticorps et la membrane. Le blocage est réalisé dans 
une solution de protéines concentrées ; 

 Détection : le principe consiste à appliquer sur la membrane des anticorps marqués qui 
sont spécifiques des protéines que l'on veut observer. On pourra ainsi observer leur 
position sur le gel. 

 

5.2. Avantages/inconvénients  

https://www.futura-sciences.com/sante/dossiers/medecine-etude-reaction-inflammatoire-partie-2-205/page/6/
https://www.futura-sciences.com/sante/definitions/medecine-biologie-moleculaire-104/
https://www.futura-sciences.com/planete/definitions/geologie-gel-1496/
https://www.futura-sciences.com/sante/actualites/biologie-science-decalee-courant-electrique-rend-meilleur-maths-46511/
https://www.futura-sciences.com/sante/definitions/biologie-proteine-237/
https://www.futura-sciences.com/sciences/definitions/physique-hydrophobe-12597/
https://www.futura-sciences.com/sante/actualites/biologie-anticorps-diriges-organisme-seraient-utiles-45788/
https://www.futura-sciences.com/sante/definitions/medecine-anticorps-93/
https://www.futura-sciences.com/sante/actualites/medecine-trisomie-21-proteine-snx27-coupable-45448/
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Le Western blot (immunotransfert) dépasse le concept du test ELISA en permettant la séparation 
du mélange protéique par taille, charge et/ou conformation. La méthode permet de détecter 
plusieurs cibles, contrairement au test ELISA qui permet de ne détecter qu'une seule protéine. 
Étant donné que l'électrophorèse de protéines sur gel sépare les protéines en bandes, il est 
possible de déterminer la taille de la protéine/du polypeptide cible. Il est également possible de 
(semi-)quantifier la protéine d'intérêt en exécutant en parallèle une analyse interne de quantité 
sur les échantillons dans le gel. De la même manière, la teneur en protéines des échantillons peut 
être comparée (« échantillon A comporte plus de protéines que l'échantillon B »). 

Un des inconvénients du Western blot (immunotransfert) réside dans le fait qu'il est coûteux en 
temps (par rapport au test ELISA) et exige de l'expérimentateur une solide expérience. En outre, il 
requiert une optimisation des conditions expérimentales (par ex., isolation des protéines, 
tampons, type de séparation, concentration de gel, etc.) 

Le Western Blot en milieu humide est privilégié pour le transfert de phosphoprotéine ou de 

protéines de grande taille ou difficiles à transférer. 

 

5.3. Matériel   

Etapes du 
protocole 

Désignation du matériel Référence du fournisseur Emplacement de 
stockage 

Tampon de 
transfert 

 

TG= tampon de transfert 161-0772 Biorad Salle IM-AB-RC-22 

Methanol 414814 Carlo Erba Salle IM-AB-RC-22 

Membrane de nitrocellulose RPN3032D GEHealthcare Salle IM-AB-RC-23 

Papier Whatman 80-1106-19 GEHealthcare Salle IM-AB-RC-23 

Transfert Mini Trans Blot Transfert Cell Biorad Salle IM-AB-RC-23 

Rouge Ponceau 
Rouge Ponceau 81-460 Fluka Salle IM-AB-RC-22 

Acide acétique 320099 Sigma Salle IM-AB-RC-22 

Incubation 

TBS ET220 Euromedex Salle IM-AB-RC-23 

Tween 20 P-1379 Sigma Salle IM-AB-RC-23 

Lait 170-6404 Biorad Salle IM-AB-RC-23 

BSA A7906 Sigma Salle IM-AB-RC-23 

Révélation 

Clarity Western ECL, 
substrate 

1705060 Biorad Salle IM-AB-RC-23 

Clarity Max ECL, substrate 1705062 Biorad Salle IM-AB-RC-23 

Chemidoc XRS+ Biorad Salle IM-AB-RC-23 
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5.4. Déroulement 

 

 

 

Cf 1.P.0005 Précautions standards 

 

Les produits utilisés sont éliminés selon la procédure 11.P.0002 de gestion des déchets 
spécifiques produits par l’IRBA. 

 

 
 

5.2.1 Préparation des solutions de base 

Pour l’ensemble des techniques suivantes, il est important de porter des gants et d’avoir une 
vaisselle propre c’est à dire lavée avec du savon et rincée à l’ED, puis nettoyée avec de l’alcool 
juste avant utilisation. 

Attention à la kératine. 

 
 

➢ TG 1X= tampon de transfert  
 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination  

Classification 

 

Durée de 

conservation         1mois              +4°C 

 
TG (Tris Glycine) 10X   100 ml   

  Methanol    200 ml 

QSP 1 000 ml d’EUP 
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➢ Rouge Ponceau 
 

Protection 

 
nitrile rouge 

Elimination 

 

Classification 
 

Durée de 

conservation         1mois              RT 

 
Rouge Ponceau    400 mg  

Acide acétique    6 ml 

QSP 200 ml d’EUP 

 
 

➢ TBS Tween 0.05% 
 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              RT 

 

TBS 10X    100 ml 

Tween 20     500 µl 

QSP 1000 ml d’EUP 

 
 

➢ TBS Tween 0.1% 
 

Protection 

 
nitrile orange 

Elimination 

 

Classification  
Durée de 

conservation         1mois              RT 

 

TBS 10X    100 ml 

Tween 20     1 ml 

QSP 1000 ml d’EUP 
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5.2.2 Transfert  

Récupérer le gel 1D non coloré après migration et le mettre dans du tampon de transfert. 

Tout ce qui va être déposé pour constituer le sandwich doit être imbibé de tampon de 
transfert. 

 

Ouvrir la cassette et la poser face noire contre la paillasse.  

 

 

 

 

cassette 

éponge 

Cuve de transfert 

Pack froid 

Tampon 

Cassette 

Tampon de 
transfert 

Positionner 1 éponge 

Positionner 1 papier Whatman 
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Positionner le gel d’électrophorèse 

Positionner 1 membrane de nitrocellulose  

Eliminer les bulles d’air afin d’assurer un 
bon transfert 

Positionner 1 éponge 

Positionner 1 papier Whatman 
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Fermer la cassette 

Placer la cassette entre les électrodes 

Placer le tout dans la cuve de transfert 

Ajouter du tampon de transfert jusqu’au 
niveau correspondant au nombre de gels 

présents dans la cuve 

Placer un pack froid dans la cuve pour 
maintenir la température la plus basse 
possible pour éviter de dénaturer les 

protéines 
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5.2.3 Coloration 

La coloration de la membrane, après transfert, au rouge ponceau est une coloration transitoire 

qui disparait après lavage dans de l'eau ou du PBS et qui permet de vérifier que les protéines 

ont bien été transférées sur la membrane, de manière homogène, et qu'il n'y avait pas de 

bulles d'air. 

L'utilisation d'un marqueur de poids coloré permet aussi de s'assurer immédiatement que le 

transfert s'est bien déroulé (i.e. que les protéines ont été transférées sur la membrane), mais 

ne montre pas que le transfert a été homogène sur toute la membrane à l'inverse du rouge 

ponceau. 

Transfert pendant 30 min à 100V constant 
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Récupérer la membrane et la placer dans un 
récipient face protéine vers le haut 

Rinçage de la membrane avec du TBST 0.05% 

Coloration de la membrane de nitrocellulose 
au rouge Ponceau pendant 2 min 

Décoloration à l’EUP jusqu’à ce que le fond 
soit clair et que les bandes apparaissent 
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5.2.4 Saturation 

 

 

Utiliser BSA avec phospho prot car moins de bruit de fond 

Lavage 3x 10 min dans du PBS Tween 0,1%. 

 
 

5.2.5 Découpage de la membrane 

 

On découpe la membrane à l’aide d’un scalpel en fonction du poids moléculaire des protéines 
d’intérêt. 

On note le nom de la protéine sur la bandelette découpée. On peut ainsi pour un même 
échantillon faire des incubations avec différents Ac. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

5.2.6 Incubations 

Incubation pendant ON 4°C des strips de membrane de nitrocellulose avec Ac primaire: 

Bande prot 1 : Ac primaire anti Ag1 à la dilution choisie dans 1,5 ml de PBS-Tween 0.1% BSA 
2%. 

Bande prot 2 : Ac primaire anti Ag2 à la dilution choisie dans 1,5 ml de PBS-Tween 0.1% BSA 
2%.... 

PM 

Trait de base 

Saturation de la membrane pendant au moins 
1h à RT dans 50 ml de TBS Tween à 0,05% + 

2,5 g de lait (5%). 
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Lavage 3 x 10 min dans du PBS Tween 0,1%. 

Incubation pendant 1h à 4°C avec l’Ac secondaire couplé HRP (ou autre  dilué dans 1,5 ml de 
PBS-Tween 0.1% BSA 2%. 

 
 

5.2.7 Révélation 

 

Pour les Ac couplés à HRP, il faut faire une incubation dans de l’ECL. 

On mélange volume à volume les 2 réactifs du kit. On incube chaque membrane avec 1,5 ml 
d’ECL reconstitué pendant quelques minutes. 

On utilise ensuite la caméra Chemidoc XRS+ biorad pour faire les lectures. La membrane est 
posée sur la plaque noire, face protéine vers le haut. 

 

Réaliser 2 lectures par membrane : une colorimétrique pour visualiser le marqueur de PM et 
une chemiluminétrique pour visualiser les Ac couplés à HRP ou une lecture Cy si l’Ac 
secondaire est couplé à une cyanine 2, 3 ou 5. 

Les résultats seront visualisés et analysés grâce au logiciel Image Lab. 

 

 

6. EVALUATION-REVISION 

L’unité ENOP/PEACE  est en charge de l’évaluation et de la révision de ce document. 

➢ Evaluation : 

L’évaluation est menée sous forme d’audit(s) des pratiques et de suivi d’indicateurs : 

 -Nombre de résultats non-conformes ou fiches d’évènements indésirables signalés par 
le laboratoire, 
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 Tout dysfonctionnement ou écart par rapport à cette procédure doit faire l’objet 
d’une fiche d’amélioration (IRBA) 13.E.0004. 

 Le bilan annuel de ces indicateurs est transmis au bureau qualité afin d’être intégré 
dans le bilan des risques (non conformités, événements indésirables…)  

➢  Revision :  

Ce document est revu soit à l’occasion d’un dysfonctionnement, suite à des audits soit 
conformément à la procédure de maitrise de la documentation 13.P.0001 de l’IRBA. 
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RÉSUMÉ 

Les effets de la chaleur ont été étudiés sur la fonctionnalité mitochondriale de fibres perméabilisées de soleus de 

rat, dans deux situations différentes. Nous avons comparé une exposition aiguë à deux températures, 35 et 40°C, 

pour l’oxydation du pyruvate et du palmitoyl-CoA. La chaleur a entraîné une diminution du couplage de la 

phosphorylation oxydative spécifique pour l’acide gras, médiée par la protéine découplante UCP3, 

indépendamment d’un stress oxydatif ou d’une altération structurelle. Ainsi, l’utilisation préférentielle des glucides 

à la chaleur pourrait être au moins en partie due à une altération de l’oxydation des lipides. Dans la seconde étude, 

nous avons étudié l’effet de l’acclimatation à la chaleur sur les réponses mitochondriales à l’entraînement en 

endurance. Seul l’entraînement en endurance a induit une augmentation du contenu mitochondrial et des capacités 

oxydatives mitochondriales. Aucun effet de l’acclimatation à la chaleur n’a été observé sur l’oxydation des lipides 

ou l’expression de UCP3. En revanche, la limitation par l’acclimatation à la chaleur de l’augmentation des 

capacités d’oxydation des glucides induites par l’entraînement en endurance interroge sur un frein de l’entrée du 

pyruvate dans la mitochondrie. De plus, l’entraînement en endurance et l’acclimatation à la chaleur ont induit une 

augmentation synergique des réserves en glycogène. L’acclimatation à la chaleur pourrait également induire des 

adaptations du complexe IV de la chaine respiratoire mitochondriale et en optimiser la sensibilité à l’oxygène. Ces 

résultats évoquent un profil glycolytique hypoxia-like.  

Mots-clefs : Chaleur, acclimatation à la chaleur, entrainement en endurance, respiration mitochondriale, 

métabolisme, muscle squelettique, acides gras, découplage, stress oxydatif. 

ABSTRACT 

The effects of heat on mitochondrial function was studied in permeabilized fibers of rat soleus, in two different 

situations. We compared acute exposure at two temperatures, 35 and 40°C, on the oxidation of pyruvate and 

palmitoyl-CoA. Heat-induced a decrease in coupling of oxidative phosphorylation specifically for fatty acid, 

mediated by the uncoupling protein UCP3, regardless of any oxidative stress or structural alteration. Thus, 

carbohydrates prefered use at heat could partly be, at least, due to impaired lipid oxidation. In the second study, 

we investigated the effect of heat acclimation on mitochondrial responses to endurance training. Only endurance 

training led to an increase in mitochondrial content and mitochondrial oxidative capacities. No effect of heat 

acclimation was observed on lipid oxidation or on the expression of UCP3. However, heat acclimation-induced 

limitation of training-induced increase in carbohydrate oxidation capacities raises questions about a brake on the 

entry of pyruvate into the mitochondria. In addition, endurance training and heat acclimation led to a synergistic 

increase in glycogen stores. Heat acclimation could also induce adaptations of the IV complex of the mitochondrial 

respiratory chain and optimize its sensitivity to oxygen. These results suggest a hypoxia-like glycolytic profile. 

Keywords : heat acclimation, endurance training, mitochondrial respiration, skeletal muscle metabolism cross-

tolerance fatty acid; heat; mitochondrial uncoupling; oxidative stress; skeletal muscle


