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Etude de la compétition à l’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire :   

Une régulation métabolique plus que structurelle 

Grâce à plusieurs ubiquinones oxydoréductases, de nombreuses voies métaboliques sont sous la dépendance de 

la chaîne respiratoire de mammifère (Béta-oxydation, synthèse des pyrimidines, navette redox, cycle de Krebs). 

Physiologiquement, la chaîne respiratoire dispose d’une multitude de substrats respiratoires pouvant alimenter 

simultanément ces oxydoréductases. Il a été émis l’hypothèse que l’organisation supramoléculaire (appelée 

supercomplexe) du complexe I de la chaîne respiratoire permettrait de favoriser et prioriser le flux d’électron provenant 

de ce complexe par rapport aux autres oxydoréductases. L’objectif de ce travail de thèse a été de déterminer la possible 

incidence fonctionnelle de cette organisation supramoléculaire. En particulier, nous avons développé de nouvelles 

stratégies expérimentales afin de déterminer si cette organisation supramoléculaire pouvait orchestrer 

l’approvisionnement en électron de la chaine respiratoire depuis les différentes ubiquinones oxydoréductases.  La 

première partie de ce travail a caractérisé l’incidence fonctionnelle d’une désorganisation de l’organisation 

supramoléculaire de la chaine respiratoire consécutive à la perte du facteur d’assemblage COX7A2L. Cette étude a 

démontré que la perte des supercomplexes III2-IV de la chaîne respiratoire n’était associé à aucun défaut bioénergétique 

majeur affectant la respiration associée à l’oxydation du NADH ou du succinate. La seconde partie de ce travail de thèse 

a mis en évidence que les chaines respiratoires des mitochondries hépatiques et cardiaques privilégient l’oxydation du 

succinate au détriment du NADH. Cette observation démontre que l’organisation supramoléculaire du complexe I avec 

les autres constituants de la chaine respiratoire ne permet pas de favoriser l’oxydation du NADH. Notre travail a surtout 

permis de montrer que l’inhibition directe du complex II par l’oxaloacetate intramitochondrial pouvait être un 

mécanisme extrêmement réactif permettant de réorienter les flux métaboliques intramitochondriaux et d’orchestrer 

l’activité des complexe I et II de la chaine respiratoire afin de privilégier la réoxydation du NADH. 

Mots-clefs : OXPHOS, Compétition à l’entrée des électrons, Supercomplexes, COX7A2L, navette malate-

aspartate, cycle de Krebs, Oxaloacetate.  

 

 

 

Study of the mechanism of electron donor competition in the respiratory chain: A 

metabolic regulation more than structural 
The mammalian respiratory chain has several ubiquinone oxidoreductases which place numerous metabolic 

pathways under the control of its activity (beta-oxidation, synthesis of pyrimidines, redox shuttle, Krebs cycle). 

Physiologically, the respiratory chain has a multitude of respiratory substrates that can simultaneously supply these 

oxidoreductases. It has been hypothesized that the supramolecular organization (called supercomplex) of complex I of 

the respiratory chain would promote and prioritize the flow of electrons from this complex over other oxidoreductases. 

The objective of this thesis work was to determine the possible functional impact of this supramolecular organization. 

In particular, we have developed new experimental strategies to determine whether this supramolecular organization 

could orchestrate the supply of electrons to the respiratory chain from the various ubiquinone oxidoreductases. The 

first part of this work characterized the functional consequences of a disorganization of the supramolecular organization 

of the respiratory chain following the loss of the assembly factor COX7A2L. This study demonstrated that the loss of 

the III2-IV supercomplexes of the respiratory chain was not associated with any major bioenergetic defect affecting 

respiration associated with the oxidation of NADH or succinate. The second part of this thesis work showed that the 

respiratory chains of the hepatic and cardiac mitochondria favor the oxidation of succinate against NADH. This 

observation demonstrates that the supramolecular organization of complex I with the other constituents of the respiratory 

chain does not promote the oxidation of NADH. Our work has above all made it possible to show that the direct 

inhibition of complex II by intramitochondrial oxaloacetate could be an extremely powerful mechanism making it 

possible to reorient intramitochondrial metabolic flows and to orchestrate the activity of complexes I and II of the 

respiratory chain in order to favor the oxidation of NADH. 

Keywords: OXPHOS, Electron competition, Supercomplex, COX7A2L, Malate-aspartate shuttle, Krebs 

cycle, Oxaloacetate. 
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 Introduction Générale. 

La cellule est l’unité élémentaire de la vie, elle possède, à elle seule, les capacités 

associées au vivant que sont la croissance, le métabolisme, la réplication et la réponse aux 

stimuli. Il existe une grande diversité de cellules divisée en deux classes : les cellules 

procaryotes comptant le règne bactérien et archéen, et les eucaryotes allant de l’eucaryote 

unicellulaire comme la levure Saccharomyces cerevisiae (S. cerevisiae), aux eucaryotes 

pluricellulaires comme les mammifères qui peuvent posséder plus de 200 types de cellules.  

Le métabolisme est l’une des caractéristiques communes à tous les règnes du vivant, 

provenant du grec ancien μεταβολή (metabolê) qui signifie changement. Il définit 

l’ensemble des transformations moléculaires et des transferts d’énergies qui se déroulent 

dans la cellule. Le métabolisme se sépare en deux processus. Les voies anaboliques en 

charge de la synthèse de macromolécules (protéines, acides nucléiques, polysaccharides, 

lipides) à partir de molécules simples (acides aminés, oses, bases azotées, acides gras), dont 

la synthèse nécessite de l’énergie sous forme d’ATP ou de NAD(P)H (Figure 1). Les voies 

anaboliques sont notamment en charge de la production de biomasse, telle que la synthèse 

de protéines, lipides ou acides nucléiques nécessaire à la croissance, mais également sont 

en lien avec les processus de stockages qui peuvent être mis en place dans la cellule 

(glycogénogenèse, synthèse de triglycérides). Les voies cataboliques, quant à elles, sont en 

charge de la dégradation de molécules complexes (protéines, acides nucléiques, 

polysaccharides, lipides) en composés oxydés simples, tels que le dioxyde de carbone, l’eau 

ou l’ammonium qui sont les déchets finaux du catabolisme aérobie, ou partiellement oxydés 

comme le pyruvate, l’acétyl-CoA. La dégradation de ces molécules libère l’énergie 

permettant la régénération des cofacteurs tels que l’ATP et le NAD(P)H, nécessaire pour 

le fonctionnement des voies anaboliques. La cellule doit réguler et maintenir un équilibre 

entre les voies cataboliques et anaboliques qui sont antagonistes mais interdépendantes 

(Figure 1). 
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Les organismes possèdent différents mécanismes de régulations du métabolisme 

permettant de maintenir l’équilibre entre les voies anaboliques et les voies cataboliques. 

Lorsque deux voies cataboliques et anaboliques antagonistes sont présentes à l’intérieur 

d’un même compartiment, comme la glycolyse et la néoglucogenèse par exemple, la 

directionnalité des flux peut être controlée par une régulation stricte et directe de certaines 

enzymes clés. C’est une réponse à un besoin immédiat qui peut être liée à une activation, 

une inhibition, une modification post-traductionnelle, ou un déplacement de l’équilibre 

métabolique par le potentiel redox ou phosphate par exemple. Dans le cas de la glycolyse 

et de la néoglucogénèse, cette régulation peut être faite par le fructose-2,6-bisphosphate qui 

est un activateur allostérique de la phosphofructokinase-1 (glycolyse) et un inhibiteur 

allostérique de l’activité de la fructose-1,6-bisphosphatase (néoglucogénèse).  

Une autre stratégie de régulation des voies métaboliques au sein d’un même 

organite est la régionalisation des enzymes. La description classique des voies métabolites 

Figure 1. Illustration des principaux systèmes de transformation d'énergie dans les 

cellules. 
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présente les enzymes comme étant physiquement indépendantes les unes des autres. 

Cependant, les enzymes peuvent être régionalisées au niveau de certaines zones des 

membranes (rafts lipidiques), alors que d’autres peuvent être solubles et présentes dans le 

cytoplasme par exemple. Il existe un degré supérieur d’organisation par régionalisation 

qu’est la formation de métabolon, qui permet de réguler et contrôler certaines voies 

métaboliques (Castellana et al., 2014; FERSHT, 1999; Fuller and Kim, 2021; Sweetlove 

and Fernie, 2018; Zhang et al., 2021). Cette structure permet de rassembler des enzymes 

consécutives d’une voie métabolique, dont le produit d’une enzyme est le substrat de 

l’enzyme qui la succède. Le métabolon permet de former un compartiment à l’intérieur 

d’un autre compartiment indépendamment de la présence d’une membrane lipidique. Cette 

structure permet de concentrer, voire même de piéger parfois, les métabolites labiles ou 

toxiques. Par cette structure, les métabolites peuvent être protégés du métabolisme ou 

protégés le métabolisme de leurs effets. Ils peuvent être canalisés pour donner un avantage 

cinétique aux enzymes associées en métabolon, voire donner une directionnalité à certaines 

voies métaboliques possédant des bifurcations métaboliques (Bulutoglu et al., 2016; 

Castellana et al., 2014; FERSHT, 1999; Fuller and Kim, 2021; Robinson et al., 1987; 

Schägger and Pfeiffer, 2000; Sweetlove and Fernie, 2018; Zhang et al., 2021). 

Il existe plusieurs modèles de métabolon. L’un d’entre eux est un métabolon 

fonctionnant comme un système dit de « phase liquide-liquide » (Hyman et al., 2014; 

Sweetlove and Fernie, 2018; Zhang et al., 2021). Ce système se définit par une 

augmentation locale de la concentration en enzymes et en métabolites d’une voie 

métabolique. Ce système permettrait d’optimiser la catalyse des substrats par une 

« canalisation de proximité » et permet d’avoir une stœchiométrie variable entre les 

enzymes d’une voie métabolique (Castellana et al., 2014). La formation de ces complexes 

réside, notamment, sur les interactions labiles qui peuvent se former entre les protéines 

(Banani et al., 2016; Hyman et al., 2014; Sweetlove and Fernie, 2018; Zhang et al., 2021). 

Ces interactions confèrent une certaine flexibilité au métabolon, tout en permettant un 

contrôle spatiotemporel de l’activité de la voie formant cette structure (Zhang et al., 2021). 

Néanmoins, ce système ne permet pas d’avoir une séparation stricte des métabolites entre 

le compartiment cellulaire et le métabolon. Un autre modèle de métabolon décrit une 

interaction physique et stable des enzymes d’une voie, comme certains supercomplexes de 

la chaine respiratoire (CR) ou certaines enzymes du cycle de l’urée (Bulutoglu et al., 2016; 

Milenkovic et al., 2017; Omini et al., 2021; Robinson et al., 1987; Schägger and Pfeiffer, 

2000). Ces métabolons peuvent fonctionner selon un modèle de canalisation de proximité 
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mais également selon un modèle de canalisation directe (Castellana et al., 2014). En effet, 

l’association physique des enzymes peut permettre la formation d’un « tunnel » réactionnel 

permettant la séquestration des métabolites aux seins de ces structures, ceci impliquant une 

augmentation locale des métabolites et une séparation stricte des métabolites présents dans 

ces structures par rapport aux métabolites extrinsèques(Bulutoglu et al., 2016; Kastritis and 

Gavin, 2018; Omini et al., 2021; Robinson et al., 1987; Zhang et al., 2021). Si le phénomène 

de canalisation directe est admis pour certains métabolons, comme celui impliqué dans le 

cycle de l’urée (Kastritis and Gavin, 2018; Omini et al., 2021; Ovádi and Sreret, 1999; 

Sweetlove and Fernie, 2018), la canalisation d’intermédiaires réactionnels ou de cofacteurs 

reste débattue pour d’autres métabolons, comme pour celui de la chaîne respiratoire. Ces 

mécanismes sont aussi bien présents chez les procaryotes que chez les eucaryotes. 

Les cellules eucaryotes possèdent une richesse et une complexité supérieure à celle 

des procaryotes dans le contrôle et la régulation des voies métaboliques. En effet, la 

présence de membranes phospholipidiques dans le cytoplasme des cellules permet de 

séparer physiquement deux voies métaboliques antagonistes. La compartimentation 

subcellulaire est très importante et permet d’avoir des organites aux propriétés singulières, 

possédant des membranes avec des propriétés physico-chimiques différentes et des 

mécanismes d’adressages protéiques spécifiques aux compartiments. La spécialisation 

protéique et métabolique des organites est souvent couplée à la spécialisation des 

membranes phospholipidiques les constituants. L’un des exemples les plus caractéristiques 

est la composition protéo-phospholipidique de la membrane interne mitochondriale. Elle 

lui confère une très faible conductance vis-à-vis des protons. Cette caractéristique 

physico-chimique de la membrane interne est un élément clé du fonctionnement du système 

des oxydations phosphorylantes (OXPHOS), permettant la transduction de l’énergie 

d’oxydoréduction en énergie chimique sous forme d’ATP. Cette compartimentation 

physique permet de localiser des voies métaboliques dans certains compartiments, plaçant 

ces voies sous la dépendance des échanges entre compartiments et des équilibres 

métaboliques de ces derniers. Par exemple, chez les mammifères, la β-oxydation des acides 

gras courts a lieu dans la mitochondrie, celle des acides gras longs dans le peroxysome et 

la synthèse des acides gras dans le cytoplasme. Cette localisation organello-spécifique 

permet, dans le cas présent, de séparer : (i) les voies agonistes d’oxydation des acides gras, 

qui se différencient par la longueur des chaînes carbonées à oxyder, et (ii) les voies 

antagonistes comme la dégradation et le stockage des lipides.  



 

7 

 

Outre la présence de certaines voies métaboliques spécifiquement présentes dans 

certains compartiments, des isoenzymes peuvent être localisées dans deux compartiments 

différents. Les isoenzymes se différencient par leurs propriétés enzymatiques, ajustant la 

directionalité et leur fonctionnement aux différents microenvironnements subcellulaires. 

Le potentiel d’oxydoréduction de certains cofacteurs ([NAD(P)H]/[NAD(P)+]), et/ou l’état 

énergétique ([ATP]/([ADP][Pi])) influençent de fait la directionnalité des flux 

métaboliques. En effet, il a été découvert que des isoenzymes étaient localisées à la fois 

dans le cytoplasme et dans la mitochondrie comme la malate déshydrogénase (MDH) ou la 

glutamate oxaloacetate transaminase (GOT) qui sont des enzymes de la navette 

malate/aspartate (MAS) (Birsoy et al., 2015; Borst, 1962; Dasika et al., 2015; LaNoue et 

al., 1973; LaNoue and Schoolwerth, 1979; Panteghini, 1990). La directionnalité des voies 

métaboliques dépendra des propriétés cinétiques des isoenzymes, des équilibres 

métaboliques, notamment du potentiel redox et phosphate, et voire même du pH des 

compartiments (Dasika et al., 2015; Nicholls and Ferguson, n.d.; Paynter et al., 1984). 

Physiologiquement, il est décrit que la malate déshydrogénase cytosolique (MDH1) 

catalyse principalement la réduction de l’oxaloacetate en malate et la production de NAD+, 

alors que la malate déshydrogénase mitochondriale (MDH2) catalyse majoritairement 

l’oxydation du malate en oxaloacetate et la production de NADH dans la mitochondrie 

(Figure 2) (Borst, 2020). La partie cytosolique de la navette malate/aspartate ayant un rôle 

anabolique, et la partie mitochondriale un rôle catabolique.  
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La différenciation fonctionnelle et métabolique tissulaire, spécifique des eucaryotes 

pluricellulaires, permet, au même titre que la compartimentation en organites des cellules, 

de localiser des processus biologiques essentiels aux vivants dans certains organes. En 

effet, suivant le rôle de l’organe la présence de certaines voies métaboliques est requise. 

Par exemple, les enzymes de la néoglucogénèse sont présentes dans le foie, organe dont 

une des fonctions est de stocker le glucose, et sont absentes dans le cœur, qui est un organe 

qui consomme le glucose pour produire l’énergie nécessaire à sa contraction, mais ne le 

stocke pas. Un autre exemple de cette spécificité tissulaire est la β-oxydation qui est une 

voie très active dans le cœur, et faiblement active dans le cerveau (Bartlett and Eaton, 

2004), indiquant que les lipides ne sont pas une source primordiale d’énergie pour le 

cerveau. Cette tissu-spécificité des voies métaboliques donne beaucoup d’informations sur 

le fonctionnement, la régulation et les besoins voire même sur le rôle que possèdent les 

tissus, permettant d’avoir une réelle carte d’identité métabolique de ces derniers. 

 Toutes ces compartimentations nécessitent un haut degré de régulation et de 

communication entre les différents compartiments (tissulaire, cellulaire, protéique) pour 

maintenir la balance entre catabolisme et anabolisme. Un autre aspect crucial dans la 

régulation de ces voies est la composante énergétique par le maintien du potentiel 

phosphate ([ATP]/([ADP][Pi])) et du potentiel d’oxydoréduction du couple 

[NAD(P)H]/[NAD(P)+].  

Figure 2. Représentation du fonctionnement de la navette Malate-aspartate. 

Abréviations: malate (Mal), oxaloacetate (OAA), glutamate (Glu), aspartate (Asp), α-

cétoglutarate (α-KG), aspartate-glutamate carrier (AGC) 2-oxoglutarate carrier (OGC), 

malate dehydrogenase (MDH1, MDH2), glutamate-oxaloacetate transaminase (GOT1, 

GOT2). 
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Les organismes non chlorophylliens possèdent deux processus permettant la 

production d’ATP. Le premier est permis par les phosphorylations au niveau du substrat 

(Figure 3). Ce processus est, par exemple, mis en place dans le cytoplasme par la glycolyse, 

via l’intermédiaire de la 3-phosphoglyceratekinase, de la pyruvate kinase, ou également par 

la phosphocréatine kinase dans certains tissus ou encore dans la mitochondrie par le cycle 

de Krebs avec la succinyl-CoA synthétase. Le deuxième est permis par la mitochondrie et 

l’OXPHOS (Figure 3). Ce processus aérobie couple l’oxydation de coenzymes réduits à la 

synthèse d’ATP (voir partie 1.1). Ce dernier met en lien direct le maintien du potentiel 

phosphate et le maintien du potentiel d’oxydoréduction de la cellule.  

Le métabolisme cellulaire produit du NAD(P)H qui nécessite d’être réoxydé. La 

fermentation, notamment la fermentation lactique chez le mammifère, est une voie 

prépondérente du maintien du potentiel redox NADH/NAD+ (Jorfeldt et al., 1978; 

Rabinowitz and Enerbäck, 2020). Elle permet de régénérer directement le NADH en NAD+ 

en réduisant le pyruvate en lactate (Figure 4). Le deuxième mécanisme permettant la 

Figure 3. Représentation des principaux systèmes permettant de maintenir le 

potentiel phosphate. 

Abréviation: translocateur ATP/ADP (ANT). 
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régénération du NAD+ se trouve au niveau de la mitochondrie avec la chaîne respiratoire 

(CR). Elle permet la réoxydation du NADH par des NADH ubiquinones oxydoréductases 

(voir partie 1.1.2.1.1). L’OXPHOS de la levure S. cerevisiae possède deux types de NADH 

ubiquinone oxydoreductase, un tourné vers la matrice mitochondriale permettant de 

réoxyder le NADH matriciel (Ndi) et deux ayant leur site actif orienté vers l’espace 

intermembranaire (Nde1 et Nde2), permettant de réoxyder le NADH cytosolique. 

Cependant, les mitochondries de mammifères ne possèdent qu’une NADH ubiquinone 

oxidoreductase, le complexe I (voir partie 1.1.2.1.1), dont le site actif est orienté vers la 

matrice mitochondriale. Le NADH étant faiblement transporté dans les mitochondries, des 

systèmes de navettes redox permettant le transport et la réoxydation indirecte du NADH 

cytosolique par la mitochondrie ont été mis en évidence (Cantó et al., 2015; Yang and 

Sauve, 2016). Un premier type de navette redox, dont l’expression est dépendante du tissue, 

est la navette glycérol-3-phosphate déshydrogénase (voir partie 1.1.2.1.3). Elle se compose 

d’une glycérol-3-phosphate déshydrogénase cytosolique (cG3PDH) et d’une 

mitochondriale (mG3PDH), qui est une ubiquinone oxydoréductase (Figure 4) (Houštêk 

et al., 1975; Rabinowitz and Enerbäck, 2020; Xiao et al., 2018). Cette navette permet la 

réduction, via le NADH, du dihydroxyacetone phosphate (DHAP) en glycérol-3-phosphate 

(G3P) au niveau du cytosol. Le transport et l’oxydation de ce dernier en DHAP par la 

mG3PDH, approvisionne directement la chaîne respiratoire en électrons (Figure 4). La 

navette malate/aspartate est un autre type de navette redox, permettant l’oxydation du 

NADH cytosolique par la mitochondrie. Contrairement à la navette G3P, le maintien de la 

balance redox [NADH]/[NAD+] cytosolique par la navette malate/aspartate implique 

l’action conjointe de transporteurs membranaires et de déshydrogénases cytosoliques et 

mitochondriales. La MAS, grâce à la conversion d’oxaloacetate en malate par la malate 

deshydrogénase 1 (MDH1), permet l’oxydation du NADH cytosolique (Barron et al., 1998; 

Borst, 2020, 1962; Xiao et al., 2018). Le malate est par la suite transporté dans la 

mitochondrie, pour être oxydé dans la matrice par la malate deshydrogénase 2, générant 

ainsi, dans la mitochondrie, du NADH qui sera oxydé par le complexe I (Figure 4). Les 

deux navettes redox qui sont décrites ici sont dépendantes de l’activité de l’OXPHOS. 
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Outre, son rôle liant le potentiel phosphate et le potentiel redox, par la mG3PDH et 

le complexe I, d’autres ubiquinones oxydoréductases sont décrites comme transférant leurs 

électrons à la chaîne respiratoire, qui est un composant de l’OXPHOS, plaçant, de fait, une 

multitude de voies métaboliques, cytosoliques et matricielles, sous la dépendance de 

l’activité de ce système (voir partie 1.1.2.1.3.). L’OXPHOS est un carrefour électronique 

permettant le fonctionnement et la régulation de très nombreuses voies métaboliques, un 

dérèglement dans ce dernier induit des effets pléiotropiques sur l’ensemble du métabolisme 

cellulaire. Ce système étant localisé dans la mitochondrie, c’est l’une des raisons pour 

lesquelles elle est régulièrement appelée « the powerhouse of the cell ».    

 

Figure 4. Représentation des principaux systèmes permettant de maintenir le 

potentiel d’oxydoréduction du [NADH]/[NAD+]. 

Abréviations: Pyruvate (Pyr), Lactate (Lac), dihydroxyacetone (DHAP), Glycérol-3-

phosphate (G3P), Glycérol-3-phosphate déshydrogénase cytosolique (cG3PDH) ou 

mitochondriale (mG3PDH), navette malate/aspartate (MAS) 
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1.1 La mitochondrie et le fonctionnement du système des 

oxydations phosphorylantes.  

La mitochondrie est un organite assurant de nombreuses fonctions essentielles pour 

les cellules dans le métabolisme des lipides (β-oxydation), des acides aminés (cycle de 

l’urée) et surtout dans le maintien du potentiel phosphate et redox par l’intermédiaire de 

l’OXPHOS. La mitochondrie est composée d’une double membrane phospholipidique, la 

membrane externe permettant la séparation entre l’intérieur de la mitochondrie et le 

cytoplasme, la membrane interne délimitant l’espace intermembranaire et la matrice. Cette 

membrane interne à la particularité de former des invaginations au sein de la matrice 

mitochondriale, appelées crêtes mitochondriales (Figure 5).  

 

Figure 5. Illustration de l’architecture de la mitochondrie (Modifiée de Brandt et al., 

2017). 

(A) Image de cryo-microscopie électronique à transmission de mitochondries isolées de 

cœur de mus musculus. (B) Représentation d’un tomogramme de mitochondrie cardiaque, 

dans lequel sont représentées la membrane interne qui forme des crêtes (en bleu), et la 

membrane externe (en jaune). 
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Au-delà de leur structuration, les membranes interne et externe se différencient très 

fortement par leur composition protéo-lipidique (Horvath and Daum, 2013). En effet, il est 

décrit que la membrane interne mitochondriale est extrêmement enrichie en protéines et 

certains phospholipides tels que les cardiolipides (Horvath and Daum, 2013; Schlame, 

2021). De plus, la composition et la topologie des membranes mitochondriales varient 

suivant les tissus et semblent être en corrélation avec les fonctions et spécificités 

métaboliques de ces derniers (Brandt et al., 2017; Kappler et al., 2019). Une autre des 

caractéristiques de la mitochondrie est qu’elle possède son propre ADN codant pour 1% du 

protéome mitochondrial. Son ADN est polycistronique et code pour 11 ARNm codant pour 

13 sous-unités essentielles des complexes de l’OXPHOS, 2 ARN ribosomaux et 22 ARN 

de transfert (Anderson et al., 1981). Le reste du protéome mitochondrial étant codé par 

l’ADN nucléaire, ceci implique que la très grande majorité des protéines mitochondriales 

doit être importée que ce soit dans les membranes (interne ou externe) ou dans les 

compartiments aqueux (espace intermembranaire ou matrice mitochondriale). Différents 

types d’imports sont mis en place pour permettre le transport et l’adressage des protéines 

mitochondriales. Ils peuvent être dépendants du fonctionnement de l’OXPHOS, car 

certains mécanismes d’import, tels que l’utilisation de protéines chaperonnes, peuvent 

nécessiter de l’ATP et la présence d’un ΔΨ pour pouvoir fonctionner (Harbauer et al., 

2014).  

L’OXPHOS est étudié depuis près d’un siècle, et malgré cela de nombreuses zones 

d’ombres subsistent encore sur son fonctionnement. C’est le système le plus étudié de la 

mitochondrie car son rôle est central dans le métabolisme des cellules, notamment dans le 

maintien de la balance énergétique est essentiel (Birsoy et al., 2015; Sullivan et al., 2015). 

Les paragraphes suivants de l’introduction s’attacheront à présenter (1) le fonctionnement 

de l’OXPHOS à travers la théorie chimio-osmotique de MITCHELL, (2) la composition 

du système des OXPHOS et (3) l’organisation supramoléculaire de la chaîne respiratoire et 

son incidence sur le fonctionnement de la chaîne respiratoire.  

1.1.1 La théorie chimio-osmotique de MITCHELL. 

L’OXPHOS est le système qui permet de coupler la respiration à la synthèse d’ATP. 

Il se compose d’une chaîne respiratoire et d’un système phosphorylant (Figure 6). La 

chaîne respiratoire est couramment décrite comme étant composée de quatre complexes 

(Complexes I, II, III et IV) et deux transporteurs mobiles d’électrons : l’ubiquinone (CoQ) 

et le cytochrome c (cyt c). L’OXPHOS comporte également un système phosphorylant 
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composé de l’ATPsynthase, de transporteurs de nucléotides adényliques (ANT) et de 

transporteurs de phosphate inorganique (PiC) (Figure 6).  

Le mécanisme permettant de coupler l’activité de la chaîne respiratoire à la synthèse 

d’ATP est décrit par la théorie chimio-osmotique. Elle a été confortée experimentalement 

par de nombreux laboratoires et est aujourd’hui communément admise. Cette théorie est 

majoritairement basée sur les travaux du Pr. Peter MITCHELL (Mitchell, 1961), elle repose 

sur trois principes novateurs pour l’époque:  

Le premier est le principe de métabolisme vectoriel, permis par les translocases qui 

peuvent transférer activement un métabolite de part et d’autre d’une membrane, et par 

conséquent pouvant générer des forces osmotiques de part et d’autre de cette membrane. 

Ce concept est la base du principe de transfert de groupes chimio-osmotiques qui dans le 

cadre de l’OXPHOS est le proton. 

Le second, est en relation avec le premier concept, c’est le principe de couplage 

entre énergie d’oxydoréduction et énergie osmotique. Les translocases du système 

permettent le couplage entre l’oxydation de substrats, la réduction de l’oxygène et la 

translocation de protons vers un compartiment physiquement séparé de celui qui consomme 

Figure 6. Illustration du système des oxydations phosphorylantes de mammifère 

(OXPHOS). 

Les structures des différents complexes proviennent du : complexe I de Bos taurus 

(I, pdb : 5GPN), complexe II de Sus scrofa (pdb : 3SFD), complexe III de Bos taurus 

(III, pdb : 5GPN), complexe IV de Bos taurus (IV, pdb : 5GPN), cytochrome c de Bos 

taurus (Cyt c, pdb : 2B4Z), ATPsynthase de Bos taurus (pdb : 5FIL), translocateur 

ATP/ADP de Bos taurus (ANT, pdb : 1OKC). Le transporteur de phosphate (PiC) n’ayant 

pas été cristallisé chez le mammifère est représenté sous forme de sphère. 
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l’oxygène. Ce processus permet d’accumuler les protons de part et d’autre de la membrane 

interne mitochondriale, générant ainsi un potentiel électrochimique en protons ou force 

proton motrice (Δp). Le proton étant une entité chimique chargée dont la concentration 

influence le pH, le potentiel créé par l’accumulation de proton hors de la matrice 

mitochondriale est donc défini par une composante électrique (ΔΨ) et une composante 

chimique (ΔpH) dont la relation est la suivante :  

 

Δp= ΔΨ-ZΔpH 

 

où Z est le facteur conventionnel 2,303 RT/F (R: constante des gaz parfaits ; 

T: température en degrés Kelvin ; F: constante de FARADAY) 

 

Ce concept est la base de la théorie du couplage entre transfert électronique et 

protonique aux seins des complexes I, III et IV. La génération de cet intermédiaire permet 

de coupler énergétiquement l’oxydation des substrats par la chaîne respiratoire à la synthèse 

d’ATP. Initialement, Pr. MITCHELL avait décrit que le transfert d’électrons et la 

translocation de protons étaient réalisés par une entité physique. Cette dernière, lors de sa 

réduction capte des protons de la matrice par l’intermédiaire d’une première 

oxidoréductase, pour les transloquer dans l’espace intermembranaire au niveau de 

l’oxidoréductase suivante, lors de l’oxydation de cette entité physique. Ce mécanisme 

réactionnel est appelé « boucle de Mitchell », c’est un couplage direct entre le transfert 

d’électrons et de protons, impliquant une stoechiométrie fixe et égale à 1 électron transféré 

pour 1 proton transloqué. A l’heure actuelle, seul le complexe III est décrit comme 

fonctionnant comme une « boucle de Mitchell » (Crofts, 2004). En effet, des travaux plus 

récents ont permis de démontrer que les complexes I et IV fonctionnaient comme des 

pompes à protons, dont la stœchiométrie électrons transférés/protons transloqués (e- /H+) 

était supérieure à 1 lorsqu'elle était ramenée au nombre de site de couplage (Galkin et al., 

1999; Pietrobon et al., 1983; Wikstrom et al., 1981; Wikström and Hummer, 2012). Ceci 

sera décrit plus précisément dans la partie 1.1.2.1. 

Le troisième grand concept est le couplage entre le transfert vectoriel de protons et 

la synthèse d’ATP par l’ATPsynthase. Pr. MITCHELL a imaginé que l’ATPsynthase 

pouvait elle aussi fonctionner comme une perméase, l’utilisation de la force protonmotrice 

apportant l’énergie nécessaire pour passer la barrière énergétique permettant la synthèse 

d’ATP. Il a été montré que l’ATPsynthase pouvait coupler la production d’ATP et le 
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transfert de protons grâce à un changement conformationnel de cette dernière  (Baracca et 

al., 1995; Gu et al., 2019; Nakamoto et al., 2008; Noji et al., 1997). 

Ces concepts ont engendré plus de 60 ans de travaux permettant d’affiner le modèle 

de la théorie chimio-osmotique. Actuellement, le mode de fonctionnement de l’OXPHOS 

est défini comme suivant. La chaîne respiratoire couple le transfère d’électrons issus de 

l’oxydation de substrats, comme le NADH et le succinate, et la réduction de l’oxygène à 

l’extrusion de protons de la matrice mitochondriale vers l’espace intermembranaire, au 

niveau des complexe I, complexe III et complexe IV. La faible conductance aux protons de 

la membrane interne mitochondriale permet l’établissement d’une différence de potentiel 

électrochimique en proton (Δp) de part et d’autre de cette membrane. Cette énergie 

chimio-osmotique ainsi générée par la chaîne respiratoire est utilisée par l’ATPsynthase, 

qui permet la réentrée des protons dans le sens du potentiel électrique et chimique. La 

rentrée des protons est mécaniquement couplée à des changements conformationnels de 

l’ATPsynthase, qui permettent de libérer l’énergie nécessaire pour produire l’ATP à partir 

d’ADP et de phosphate.  

1.1.2 Le système des oxydations phosphorylantes mammifère. 

1.1.2.1 La Chaîne respiratoire. 

1.1.2.1.1  La NADH : ubiquinone oxidoreductase (Complexe I). 

La réoxydation du NADH est un enjeu crucial pour les cellules qui mettent en place 

de nombreuses stratégies pour le réoxyder. Chez les mammifères, par opposition à d’autres 

organismes bactériens ou fongiques, la réoxydation du NADH par la chaîne respiratoire est 

réalisée par un seul complexe protéique : la NADH ubiquinone oxidoreductase 

(Complexe I). Elle permet de coupler la réoxydation du NADH et la réduction de 

l’ubiquinone à l’extrusion de protons (Figure 7). Ce complexe, d’une taille approximative 

de 1 MDa, est décrit dans la littérature comme étant composé de 45 sous-unités, dont 14 

sont centrales et sont toutes essentielles au processus « bioénergétique » couplant le 

transfert d’électrons au transfert des protons (Carroll et al., 2006, 2003; Janssen et al., 2006; 

Wirth et al., 2016). Ces 14 sous-unités se divisent en deux groupes. 

1.1.2.1.1.1 Partie matricielle du complexe I : transfert d’électrons 

du NADH à l’ubiquinone. 

Un premier groupe composé de 7 sous-unités se trouve dans la matrice 

mitochondriale (notée NDUFA pour « NADH Dehydrogenase (Ubiquinone) 1 Alpha 
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Subcomplex ») et est en charge du transfert d’électrons du NADH jusqu’à l’ubiquinone. Le 

bras periphérique du complexe I oxyde le NADH par l’intermédiaire d’un FMN 

prosthétique. Les deux électrons qui résultent de l’oxydation du NADH sont transférés 

séquentiellement du FMN au centre fer-soufre se trouvant à proximité (Figure 7). Les 

électrons transitent par 7 des 8 centres fer-soufre que comportent le complexe I, jusqu’à la 

poche de réduction de l’ubiquinone. Ces centres fer-soufre sont répartis dans les sous-unités 

se trouvant dans la partie matricielle du complexe I qui est composée du module N et du 

module Q (Figure 7).  

Le site de réduction de l’ubiquinone se trouve à la jonction entre la partie matricielle 

du complexe I, au niveau des sous-unités NDUFS2, NDUFS3, NDUFS7, NDUFS8 qui 

appartient au module Q, et de la partie membranaire du complexe I, au niveau de la 

sous-unité ND1 (Figure 7) (Agip et al., 2018). Par ailleurs, il semblerait que la poche de 

réduction de l’ubiquinone se situe hors de la membrane interne mitochondriale (Agip et al., 

2019), ce qui pose des questions quant au mécanisme de réduction de l’ubiquinone qui est 

un composé très hydrophobe. C’est au niveau de cette poche de réduction de l’ubiquinone 

qu’agissent les inhibiteurs du complexe I, tels que la roténone ou la Piericidine A qui ont 

Figure 7. Representation de la structure du complexe I de cœur de Mus musculus et 

du trajet des électrons dans la partie matricielle (Modifiée de Agip et al., 2019).  
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été utilisés dans nos travaux (Figure 7) (Lobo-Jarne et al., 2018; Molinié et al., 2022; 

Vinogradov and Grivennikova, 2016). A l’heure actuelle, aucun inhibiteur du complexe I 

n’est connu pour agir au niveau de la poche d’oxydation du NADH. 

1.1.2.1.1.2 Partie membranaire du complexe I : translocation de 

protons. 

 Un deuxième groupe de 7 sous-unités est codé par le génome mitochondrial (notée 

ND pour « NADH Dehydrogenase »), elles sont enchâssées dans la membrane interne 

mitochondriale. Ces sous-unités sont impliquées dans la translocation des protons de la 

matrice vers l’espace intermembranaire. Il a été décrit que les sous-unités ND5, ND4, ND2 

possédaient une structure similaire aux canaux H+/Na+ de certaines bactéries, pouvant faire 

de ces sous-unités des semi-canaux permettant le transfert des protons (Vinothkumar et al., 

2014). De plus, l’existence d’un quatrième canal pouvant se trouver à la jonction entre la 

partie matricielle et la partie membranaire du complexe I est débattue (Zickermann et al., 

2015) (Figure 8). L’existence et le fonctionnement de ces canaux est important pour 

comprendre le phénomène de couplage qu’il existe entre transfert d’électrons et 

translocation de protons au niveau du complexe I. 

Figure 8. Illustration du complexe I et de ses différentes parties catalytiques 

(Modifiée de Agip et al., 2019).  
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1.1.2.1.1.3 Mécanisme de couplage entre électrons et proton. 

Des données expérimentales ont permit de déterminer que la stoechimiométrie du 

complexe I était supérieure à 1 proton transloqué par électron transféré (Galkin et al., 1999). 

Impliquant donc que le complexe I ne fonctionnait pas comme une boucle de Mitchell 

(Galkin et al., 1999). Il semblerait donc que le couplage entre le transfert d’électrons, au 

niveau de la partie matricielle, et le transfert vectoriel de protons par la partie membranaire, 

soit décrit comme étant indirecte (Holt et al., 2003). Le modèle actuel décrit le complexe I 

comme étant une pompe à protons, dans lequel le transfert d’électrons à l’ubiquinone serait 

à l’origine d’un changement conformationnel majeur, permettant à la partie membranaire 

de transloquer les protons à l’extérieur de la matrice mitochondriale (Mourier and Larsson, 

2011). L’obtention récente de la structure moléculaire du complexe I dans de nombreux 

organismes n’a pas permis de déterminer le mécanisme de couplage, ainsi que la 

stoechiométrie (e-/H+), qui restent donc encore sujets d’intenses débats (Mourier and 

Larsson, 2011). Cependant, il est admis que la stœchiométrie du complexe I est de 4 protons 

transloqués pour 2 électrons transférés (Galkin et al., 1999; Hinkle, 2005; Wikström and 

Hummer, 2012).  

1.1.2.1.1.4 Sous-unités accessoires. 

Outre ce corps catalytique de 14 sous-unités, plus d’une trentaine de protéines sont 

décrites comme composant le complexe I (Carroll et al., 2006; Stroud et al., 2016; Wirth et 

al., 2016). Elles sont définies comme étant des sous-unités accessoires ou surnuméraires.  

L’étude de ces sous-unités est en plein essor car le rôle de ces protéines n’est pas 

totalement compris et reste toujours débattu notamment pour leur rôle putatif dans certaines 

pathologies (Koene et al., 2012). Il a été décrit que 25 sous-unités composant le complexe I 

étaient indispensables à l’assemblage d’un complexe I fonctionnel (Stroud et al., 2016). De 

plus, l’étude du rôle fonctionnel des sous-unités accessoires du complexe I est, dans certains 

cas, complexifiée par l’existence d’isoformes dont l’expression dépend des tissus (Bridges 

et al., 2017; Guerrero-Castillo et al., 2017). Par exemple, il a été décrit que la sous-unité 

NDUFV3 existe sous deux isoformes : une isoforme longue (50kDa, NDUFV3-L) et une 

courte (10kDa, NDUFV3-S). NDUFV3-L est décrite comme étant plus abondante dans le 

cerveau et le foie, alors que NDUFV3-S est plus abondante dans le cœur et les muscles 

striés squelettiques (Bridges et al., 2017; Guerrero-Castillo et al., 2017). Les complexes 
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possédant l’isoforme longue semblent présenter une plus haute affinité pour le NADH que 

ceux possédant la forme courte (Devin et al., 2019). Cette corrélation pose la question de 

l’existence de différents types de complexe I, possédant des propriétés qui diffèrent suivant 

les tissus, mais ces observations restent à être confirmées. 

1.1.2.1.2  La Succinate déshydrogenase (Complexe II). 

La succinate déshydrogénase (Complexe II) permet de réduire l’ubiquinone grâce à 

l’oxydation du succinate en fumarate. Le complexe II est également une enzyme du cycle 

de Krebs, il place par conséquent le cycle de Krebs sous la dépendance de la chaîne 

respiratoire. 

Ce complexe d’une taille de 130 kDa est, chez le mammifère, décrit comme étant 

composé de quatre sous-unités codées par le génome nucléaire : deux se trouvant dans la 

matrice mitochondriale (SDHA et SDHB) et deux se trouvant dans la membrane interne 

mitochondriale (SDHC et SDHD) (Figure 9) (Rutter et al., 2010; Sun et al., 2005). La 

sous-unité SDHA possède un FAD prosthétique permettant l’oxydation du succinate. Les 

deux électrons résultant de son oxydation sont transférés séquentiellement, aux trois centres 

fer-soufre localisés dans la sous-unité SDHB, puis jusqu’à ou jusqu’au(x) site(s) de 

réduction de l’ubiquinone localisé(s) entre les sous-unités SDHC et SDHD. En effet, la 

présence d’un hème b dans la sous-unité SDHD et son rôle potentiel dans le transfert 

d’électrons restent débattus. L’hypothèse selon laquelle cet hème b serait fonctionnel 

impliquerait l’existence de deux sites de réduction des ubiquinones : un site de réduction 

de l’ubiquinone se trouvant proche de la matrice (QP), et l’autre étant proche de l’espace 

intermembranaire à proximité de l’heme b (QD) (Figure 9) (Sun et al., 2005). La structure 

du complexe II, ainsi que l’étude des potentiels d’oxydoréduction des centres fer-soufre 

chez la levure montrent que le chemin électronique le plus favorable pour les électrons ne 

passe pas par cet hème (Hägerhäll, 1997; Sun et al., 2005).  

La localisation de ces deux potentielles poches de réduction de l’ubiquinone a 

notamment été permise par l’utilisation d’un inhibiteur du complexe II, le TTFA 

(thenoylfluoroacetone), dont les sites de fixations sont colocalisés avec les sites possibles 

de fixation de l’ubiquinone (Sun et al., 2005; Yankovskaya et al., 1996). Il existe plusieurs 

catégories d’inhibiteurs du complexe II. Des inhibiteurs métaboliques, comme notamment 

l’oxaloacetate ou le malonate, induisent une inhibition compétitive et réversible du 

complexe II au niveau de la poche de réduction du FAD (Figure 9). D’autres inhibiteurs 

comme le TTFA ou l’Atpenin A5 (Atpn A5) induisent une inhibition irréversible du 
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complexe II en inhibant la réduction de l’ubiquinone (Miyadera et al., 2003; Sakuda et al., 

2014; Sun et al., 2005; Yankovskaya et al., 1996; Zhou et al., 2011). Lors de ma thèse, j’ai 

notamment utilisé le malonate et l’atpenin A5 comme inhibiteur du complexe II (Lobo-

Jarne et al., 2018; Molinié et al., 2022). 

1.1.2.1.3  Les autres ubiquinone oxydoréductases pouvant 

approvisionner la chaîne respiratoire en électrons :  

La chaîne respiratoire est classiquement décrite comme étant composée de deux 

ubiquinones oxidoréductases, que sont le complexe I et le complexe II, considérées comme 

les deux voies d’entrée principales des électrons dans la chaîne respiratoire. Cependant, 

d’autres enzymes ont été décrites comme pouvant approvisionner la chaîne respiratoire en 

électrons, une partie d’entre elles sont décrites ici.  

Figure 9. Representation de la structure du complexe II de cœur de Sus scrofa et du 

trajet des électrons au sein du complexe (Modifiée de Sun et al., 2005). 
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1.1.2.1.3.1 La Glycérol-3-Phosphate déshydrogénase 

mitochondriale (mG3PDH). 

La mG3PDH est une enzyme à FAD prosthétique qui catalyse l’oxydation du G3P 

et la réduction de l’ubiquinone en DHAP. Cette protéine de 79kDa est une protéine 

membranaire extrinsèque dont le site actif est dirigé vers l’espace intermembranaire 

(Figure 10) (Mráček et al., 2013). Cette enzyme, qui est codée par le génome nucléaire, est 

surtout exprimée dans le tissu adipeux brun, le cerveau, les muscles striés squelettiques, le 

foie et les testicules (Green, 1936; Koza et al., 1996; Ohkawa et al., 1969).  

1.1.2.1.3.2 La Dihydroorotate déshydrogénase (DHODH). 

La DHODH est la quatrième enzyme de la voie de biosynthèse des pyrimidines. 

Elle catalyse la conversion du dihydroorotate (DHO) en orotate (ORO), en transférant les 

électrons à l’ubiquinone (Figure 10).  Cette enzyme à FMN est une protéine membranaire 

extrinsèque dont le site actif est dirigé vers l’espace intermembranaire (Liu et al., 2000; 

Walse et al., 2008). De par son rôle, la DHODH, qui est exclusivement codée par le génome 

nucléaire, est décrite comme étant exprimée majoritairement dans les tissus prolifératifs, 

régénérateurs, où ayant une activité d’absorption ou de sécrétion  (Löffler et al., 1997, 

1996).  

1.1.2.1.3.3 L’Electron transfer flavoprotein-ubiquinone 

oxidoreductase (ETF-QO). 

L’ETF-QO est la première enzyme impliquée dans la β-oxydation (Bartlett and 

Eaton, 2004; Lynen, n.d.; Watmough and Frerman, 2010). Elle permet le transfert des 

électrons provenant de l’oxydation d’acyl-CoA par l’ETF à l’ubiquinone (Figure 10) 

(Crane and Beinert, 1956; Hiltunen et al., 2010; Watmough and Frerman, 2010; Yang et 

al., 1987). L’ETF-QO est une enzyme extrinsèque de 64kDa de la membrane interne 

mitochondriale dont le site actif, dirigé vers la matrice mitochondriale, contient un FAD 

prosthétique (Figure 10). Cette enzyme possède un centre fer-soufre [4Fe4S] permettant le 

transfert des électrons du FAD à l’ubiquinone (Watmough and Frerman, 2010; Zhang et 

al., 2006). L’ETF-QO, qui est elle aussi exclusivement codée par le génome nucléaire, est 

exprimée également de façon tissu spécifique et semble être plus présente dans les tissus 

comme le cœur ou les muscles striés squelettiques que dans le cerveau (Bartlett and Eaton, 

2004).  
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L’ensemble de ces ubiquinones oxydoréductases place le métabolisme des lipides, 

le maintien du potentiel d’oxydoreduction [NADH]/[NAD+], la synthèse des pyrimidines 

et le cycle de Krebs sous la dépendance du fonctionnement de l’OXPHOS. La convergence 

de toutes ces voies métaboliques fait de l’OXPHOS un point central du fonctionnement de 

la cellule, un défaut dans ce dernier peut impacter l’activité de l’ensemble de ces voies 

métaboliques. Ceci laisse entrevoir une question essentielle : comment le système s’adapte-

t-il lorsque la chaîne respiratoire doit réoxyder une multitude de substrats respiratoires en 

même temps ? 

Figure 10. Représentation de la chaîne respiratoire approvisionnée avec des 

ubiquinone oxydotéductases alternatives et les voies métaboliques qui leur sont 

associées. 

Les structures des différents complexes proviennent de la : glycérol-3-phosphate 

déshydrogénase cytosolique d’Homo sapiens (cG3PDH, pdb :6PYP), la glycérol-3-

phosphate déshydrogénase  mitochondriale (mG3PDH) n’ayant pas été cristallisé chez le 

mammifère est représenté sous forme de sphère, Electron Transfer Flavoprotein-

ubiquinone oxidoreductase de Sus scrofa (ETF-QO, pdb : 2GMH), Electron Transfer 

Flavoprotein d’Homo sapiens (ETF, pdb : 2A1T), Dihydroorotate déshydrogénases 

d’Homo sapiens (DHODH, pdb : 3KVM), complexe III de Bos taurus (III, pdb : 5GPN), 

complexe IV de Bos taurus (IV, pdb : 5GPN). 
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1.1.2.1.4  L’ubiquinol-cytochrome c oxidoreductase (Complexe 

III ou complexe bc1). 

L’ubiquinol-cytochrome c oxidoreductase (complexe III) est le carrefour des 

électrons entrant dans la chaîne respiratoire par les ubiquinones oxydoréductases. Il permet 

de passer d’un transporteur bi-électronique (l’ubiquinone) à un transporteur 

monoélectronique le cytochrome c (Figure 11).  

Un monomère de complexe III est d’une taille approximative de 240 kDa, et est 

composé de 11 sous-unités, dont trois sont impliqués dans le transfert d’électrons et dont 

seule la sous-unité MT-CYB (cytochrome b) est codée par le génome mitochondrial. Cette 

sous-unité contient les deux sites de liaison de l’ubiquinone (Q0 et Qi) du complexe III, 

deux hèmes b (bL et bH). La sous-unité CYC1 contenant le cytochrome c1 et la sous-unité 

RIESKE (UQCRFS1) contenant un centre fer-soufre [2Fe-2S] permettant le transfert des 

électrons jusqu’au cytochrome c (Figure 11) (Iwata et al., 1998; Xia et al., 2013). 

Ce complexe couple, comme le complexe I et complexe IV, le transfert d’électrons 

à une extrusion de protons. De manière remarquable, c’est le seul de ces trois complexes 

qui, à ce jour, est décrit comme fonctionnant comme une « boucle de Mitchell » et non pas 

comme une pompe à protons à l’instar des complexes I et IV (Crofts, 2004). Comme décrit 

précédemment, Pr. MITCHELL avait posé l’hypothèse, dans son modèle de la théorie 

Figure 11. Representation de la structure du complexe III de cœur de Bos Taurus 

(Modifiée de IWATA et al., 1998). 
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chimio-osmotique, qu’une entité physique allait permettre le transfert d’électrons et 

l’extrusion de protons de la matrice vers l’espace intermembranaire. Pour le complexe III, 

cette entité est l’ubiquinone. Elle donne séquentiellement ces deux électrons au niveau de 

la poche d’oxydation de l’ubiquinone nommée Q0 (Figure 12). Les électrons suivent deux 

voies au sein du complexe III, ce mécanisme est notamment permis par la différence de 

potentiel d’oxydoréduction qui existe entre les deux électrons. La première est la voie 

passant par le centre fer-soufre et acheminant les électrons jusqu’au cytochrome c1 et in 

fine jusqu’au cytochrome c se trouvant dans l’espace intermembranaire (en bleu) (Figure 

12). L’autre voie électronique transfert les électrons jusqu’au cytochrome bL, puis au 

cytochrome bH, et enfin jusqu’au site de réduction de l’ubiquinone nommée Qi, se trouvant 

près de la matrice mitochondriale (en vert) (Figure 12). L’électron est transféré à une 

ubiquinone oxydée, en formant une semi-ubiquinone. L’oxydation d’une seconde 

ubiquinone au niveau du site Q0 permet de réduire la semi-ubiquinone en ubiquinol dans le 

site Qi. Du fait de la réduction des ubiquinones sur la face matricielle (Qi) et l’oxidation 

des ubiquinones sur la face externe (Q0), le mécanisme de couplage du complex III est en 

adéquation avec le modèle de la boucle de Mitchell précédement décrite dans la partie 

1.1.1. Cette spécificité permet au complexe III d’avoir une stœchiométrie fixe de deux 

électrons transférés pour deux protons extrudés.  

Figure 12. Schéma du transfert électronique et de translocation de protons au sein 

du dimère de complexe III, le principe de boucle de Mitchell. 
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Le complexe III présente aussi la particularité d’être assemblé en homodimère pour 

être fonctionnel (Berry et al., 2000; Covian and Trumpower, 2008). En effet, il est décrit 

que les électrons provennant de l’oxydation de l’ubiquinone sur le monomère 1 sont 

tranférés au monomère 2 pour réduire le cytochrome c, et vice versa. D’après ce qui est 

décrit par Dr. ZHANG, il existerait deux conformations de la protéine RIESKE qui 

induisent deux positions du centre fer-soufre pour transférer les électrons. Une 

conformation dans laquelle le centre fer-soufre est proche du cytochrome c1 du deuxième 

dimère mais est éloigné de la poche de réduction de la quinone qu’est Q0. Et une deuxième 

conformation dans laquelle ce centre fer-soufre est proche du cytochrome b et de la poche 

Q0 et loin du cytochrome c1 (Zhang et al., 1998). La protéine RIESKE permettrait donc par 

ces changements de conformation de transférer les électrons de l’ubiquinone au cytochrome 

c1. De plus, il semblerait que le transfert d’électrons interdimère soit également possible 

entre les cytochromes bL de chaque monomère, qui sont physiquement proches (Covian 

and Trumpower, 2008, 2005). Ce dernier transfert électronique interdimère permettrait de 

garder l'hème bH dans un état oxydé, évitant l’encombrements électroniques du système 

susceptible de provoquer une augmentation de la production de ROS (Covian and 

Trumpower, 2008).  

Le complexe III possède plusieurs sites d’inhibition, l’un d’entre eux se situe entre 

la poche Qi et le centre fer-soufre, c’est le site de fixation de la stigmatelline et du 

myxothiazol. Un autre site d’inhibition se situe entre le cytochrome bH et la poche Q0 , c’est 

le site de fixation de l’antimycine A, qui est un inhibiteur couramment utilisé en respiration 

pour inhiber le complexe III (Figure 12). 

1.1.2.1.5 La Cytochrome c oxydase (Complexe IV). 

La cytochrome c oxydase (complexe IV) est le dernier complexe et pompe à protons 

de la chaîne respiratoire, il couple l’oxydation du cytochrome c et la réduction de l’oxygène 

à une translocation des protons. 

Ce complexe d’une taille approximative de 200 kDa est historiquement décrit 

comme étant composé de 13 sous-unités dont 3 sous-unités catalytiques codées par l’ADN 

mitochondrial (I-III), et 10 sous-unités codées par l’ADN nucléaire (IV, Va, Vb, VIa, VIb, 

VIc, VIIa, VIIb, VIIc, VIII) (Figure 13) (Kadenbach, 2017; Kadenbach and Hüttemann, 

2015; Zong et al., 2018).  
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Les sous-unités I et II sont responsables du transfert d’électrons au sein du 

complexe IV. La sous-unité I contient un hème a, un hème binucléaire a3/Cub et est le site 

de réduction de l’oxygène, où quatre électrons sont transférés à une molécule de dioxygène 

pour former deux molécules d’eau (Figure 14) (Pilet et al., 2004; Zong et al., 2018). Le 

cyanure est l’inhibiteur le plus connu du complexe IV, il se fixe dans cette sous-unité au 

niveau de l’hème a3, empêchant le transfert d’électrons jusqu’à l’oxygène (Cooper and 

Brown, 2008). La sous-unité II, quant à elle, contient un noyau cuivrique (Cua)
 qui est 

l’accepteur des électrons provenant du cytochrome c. La sous-unité III, est décrite comme 

permettant la stabilisation des centres actifs des sous-unités I et II, mais elle est également 

décrite comme étant l’accepteur initial des protons du complexe IV (Saraste et al., 1981; 

Varanasi and Hosler, 2012; Wikstrom et al., 1981). Le cytochrome c se fixe au niveau de 

la sous-unité II et transfert son électron au centre CuA (centre composé de deux atomes de 

cuivres) (Figure 14). Les électrons sont ensuite transmis à l’hème a situé au niveau de la 

sous-unité I, pour être transférés au centre binucléaire a3/Cub, où ils sont ensuite transférés 

à l’accepteur final des électrons de la chaîne respiratoire, le dioxygène. Ce transfert 

d’électrons est couplé à une extrusion de protons de la matrice vers l’espace 

intermembranaire. Le complexe IV est décrit comme étant une pompe à protons, dont la 

stœchiométrie électrons transférés/protons extrudés communément acceptée est de deux 

Figure 13. Representation de la structure du complexe IV de cœur de Bos taurus 

(Modifiée de Zong et al., 2018). 
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électrons transférés pour quatre protons transloqués (Antonini et al., 1993; Wikstrom et al., 

1981; Wikström and Hummer, 2012). 

Le complexe IV possède des sous-unités qui semblent avoir un rôle dans la 

régulation de son activité, indépendamment du processus de transfert d’électrons ou de la 

translocation des protons (Kadenbach, 2003; Kadenbach and Hüttemann, 2015). 

Dr. KADENBACH décrit que les trois sous-unités catalytiques fonctionnent plus 

efficacement sans les autres sous-unités, qui ralentissent l’activité du complexe IV et le 

rendent sensible à certaines régulations métaboliques. Par exemples, des sous-unités telles 

que la sous-unité IV peuvent fixer l’ADP et modifier l’activité du complexe IV, rendant ce 

complexe sensible au potentiel phosphate (ratio [ATP]/([ADP][Pi]) (Beauvoit and 

Rigoulet, 2001; Frank and Kadenbach, 1996; Napiwotzki and Kadenbach, 1998). Une telle 

régulation pourrait permettre aux cellules de moduler l’activité de la chaîne respiratoire 

suivant l’état énergétique de celle-ci. Certaines sous-unités du complexe IV possèdent 

différentes isoformes dont l’expression est tissu-spécifique (Kadenbach and Hüttemann, 

2015). La sous-unité VI, par exemple, possède une forme VIa-L (pour « Liver type ») qui 

Figure 14. Illustration du complexe IV, de ses différentes parties catalytiques, et du 

mécanisme de transfert d'électrons et de translocation de proton au sein de ce 

complexe (Modifiée de Lehninger et al.). 
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est retrouvée dans le foie. Il a été décrit que la présence de palmitate divise par deux le ratio 

électrons transférés/protons pompés (Frank and Kadenbach, 1996; Kadenbach and 

Hüttemann, 2015). A contrario, les complexe IV possédant la forme VIa-H (pour « Heart 

type ») ne sont pas affectés par le palmitate, mais rendent le complexe IV sensible au ratio 

potentiel phosphate (Kadenbach and Hüttemann, 2015; Lee and Kadenbach, 2001). De 

telles expériences ont été faites sur liposomes reconstitués et ne semblent pas être 

confirmées in vivo, ne permettant pas de conclure sur un rôle physiologique de ces derniers. 

D’autres sous-unités du complexe IV sont exprimées de façon tissu-spécifique telles que 

VII et VIII, ce qui suggère que la composition du complexe IV est finement régulée par la 

spécificité des cellules ou des tissus (Kadenbach and Hüttemann, 2015; Mansilla et al., 

2018). L’existence d’isoformes dont l’expression est tissu-spécifique pose de nombreuses 

questions sur le rôle physiologique de ces sous-unités, et du lien possible entre le 

métabolisme et l’activité du complexe IV, voire par extension, de la chaîne respiratoire. En 

effet, il a été décrit que le complexe IV serait l’étape limitante de la chaîne respiratoire, 

dictant par conséquent les capacités maximales de celle-ci (Kadenbach et al., 2013; 

Kadenbach and Hüttemann, 2015), cependant ces conclusions restent à tempérer. Des 

travaux montrent que la perte de 60% de l’activité du complexe IV n’induit pas de défauts 

respiratoires dans un système de mitochondries isolées, impliquant donc qu’il ne semble 

pas limitant dans ces conditions (Mourier et al., 2014b). Cependant, ces divers mécanismes 

de régulations du complexe IV, montrent la flexibilité du système à répondre aux 

changements métaboliques, et notamment aux demandes énergétiques des différents 

organes (Kadenbach and Hüttemann, 2015).  
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1.1.2.1.6  Les transporteurs mobiles des électrons :  

1.1.2.1.6.1 L’ubiquinone (CoQ).  

L’ubiquinone, également appelé Coenzyme Q ou quinone, permet le transfert des 

électrons des ubiquinones oxidoreductases au complexe III (Figure 6 et Figure 10). Elle 

est constituée d’un cycle benzoquinone hydrophile, qui est la partie acceptant les électrons, 

et d’une chaîne carbonée isoprénique, dont sa longueur permet son enchâssement dans la 

membrane interne mitochondriale (Figure 15). Cette queue carbonée possède une grande 

disparité de taille dans le vivant pouvant aller d’une à dix unités isoprènes. Pour des raisons 

encore inconnues, la souris mus musculus, présente deux formes d’ubiquinone à neuf ou 

dix unités isoprénoïdes, coenzyme Q9 ou Q10, alors que chez l’humain, seule l’entité 

comportant dix unités est présente.  

L’ubiquinone est réduite en ubiquinol par deux cycles de réduction 

monoélectronique, formant de façon transitoire une semi-ubiquinone, forme radicalaire de 

l’ubiquinone (Figure 15) (Hirst and Roessler, 2016). 

1.1.2.1.6.2 Le cytochrome c (cyt c).  

Le cytochrome c est une hémoprotéine de 12kDa qui permet le transfert 

mono-électronique entre les complexes III et IV (Figure 6) (Kranz et al., 2009). Il est le 

seul transporteur d’électrons de la chaîne respiratoire qui n’est pas enchâssé dans la 

membrane interne et qui soit hydrosoluble (Figure 16). Il semblerait que sa proximité avec 

la membrane interne mitochondriale, dans l’espace intermembranaire, soit permise par la 

composition lipidique de celle-ci et notamment grâce aux cardiolipides (Hanske et al., 

2012). 

Figure 15. Illustration du mécanisme de réduction de l'ubiquinone en ubiquinol. 
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1.1.2.2 Le Système phosphorylant. 

Le système phosphorylant permet de maintenir le potentiel phosphate 

([ATP]/([ADP][Pi])) de la cellule en régénérant de l’ATP à l’aide de l’énergie 

chimio-osmotique générée par la chaîne respiratoire. Pour cela, ce système se compose de 

(1) l’ATP synthase et de transporteurs que sont (2) le transporteur de nucléotide adénylique 

et le transporteur de phosphate inorganique. 

1.1.2.2.1 ATPsynthase.  

La F1F0 adénosine triphosphate synthase (ATPsynthase) est un complexe d’environ 

600kDa qui permet la transduction de l’énergie osmotique du gradient de protons en énergie 

chimique (Figure 17) (Baker et al., 2012). Cette enzyme couple mécaniquement l’entrée 

des protons, dans le sens du potentiel électrochimique en protons, à un changement 

conformationnel permettant de libérer l’énergie nécessaire pour former de l’ATP à partir 

de l’ADP et de phosphate inorganique (Gu et al., 2019; Nakamoto et al., 2008; Noji et al., 

1997). 

Figure 16. Représentation de la structure du cytochrome c de S. cerevisiae et de son 

interaction avec la membrane interne mitochondriale (Modifiée de Elmer-Dixon et al., 

2018). 
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Ce complexe de 29 sous-unités se compose d’une partie F1 qui est la partie 

matricielle de l’ATPsynthase, contenant un hexamère des sous-unités α3β3, en charge de 

la phosphorylation de l’ADP, et des sous-unités γ, δ, ε, formant une tige centrale permettant 

le lien entre la partie F1 et F0 (Figure 17) (Abrahams et al., 1994; He et al., 2020; Wang et 

al., 2020; Wittig and Schägger, 2008). Elle possède également une partie F0 qui permet son 

ancrage dans la membrane interne mitochondriale, elle est composée des sous-unités a, c10, 

e, f, g, A6L, (Figure 18) (Collinson et al., 1994; Wittig and Schägger, 2008). Enfin, ce 

complexe se compose d’un « stator » qui permet de lier F1 et F0 et de maintenir la partie F1 

fixe. Cette partie est composée des sous-unités b, d, F6 et de OSCP (pour oligomycin 

sensitivity conferring protein). Cette dernière sous-unité a été décrite comme étant le site 

de fixation de l’oligomycine, qui est l’inhibiteur de l’ATPsynthase le plus communément 

utilisé (Figure 17). Les sous-unités a et A6L sont les deux seules sous-unités encodées par 

le génome mitochondrial.  

 

 

 

Figure 17. Illustration de l’ATPsynthase, de ses différentes parties catalytiques, et du 

mécanisme de transfert d'électrons et de translocation de proton (Modifiée de He et 

al., 2020). 
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1.1.2.2.2 Les transporteurs de nucléotide adénylique (ANT) et 

de phosphate inorganique (PiC). 

La translocase ATP/ADP (ANT) est un dimère de 32kDA qui permet la 

translocation électrogénique de l’ATP4- contre l’ADP3-. Ce transporteur est inhibé par deux 

familles d’inhibiteurs que sont les atractylosides et les acides bongkrékiques. Il existe 

différentes isoformes dont l’expression dépend des tissus. La présence de certaines 

isoformes semblent corréler avec les besoins énergétiques des tissus et de leur capacité de 

génération de l’ATP dans lequel ils sont exprimés (Dörner et al., 1999; Graham et al., 

1997).  

Le transporteur de phosphate inorganique (PiC ou SLC25A3) permet l’import 

électroneutre du phosphate et d’un proton (Krämer, 1996).  

1.2 Organisation supramoléculaire de la chaîne 

respiratoire. 

Après avoir présenté l’OXPHOS, je vais me concentrer sur les travaux qui ont 

abordé la problématique de l’organisation supramoléculaire de la chaîne respiratoire. 

Depuis la découverte des complexes de la chaîne respiratoire et le développement de la 

Figure 18. Représentation de la structure de l'ATP synthase de cerveau de Bos  

taurus (Modifiée de Wang et al., 2020). 
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théorie chimio-osmotique, différents modèles d’organisation de la chaîne respiratoire 

tentant d’expliquer son fonctionnement ont vu le jour. Notamment, deux modèles majeurs 

: (1) le modèle dit « liquid state » et (2)  le modèle « solid state » (Figure 19).  

1.2.1 Le modèle « liquid state ». 

Le modèle « liquid state » ou de « collision aléatoire », a été le premier modèle 

admis pour décrire le fonctionnement et l’organisation de la chaîne respiratoire. Il décrit 

les complexes comme étant indépendants et physiquement dissociés les uns des autres 

(Figure 6, Figure 10 et Figure 19). Le transfert d’électrons entre les complexes étant 

permis par des collisions stochastiques, entre les transporteurs mobiles d’électrons et les 

complexes diffusant librement dans la membrane interne mitochondriale. Ce modèle a été 

grandement étudié et défendu par Pr. HACKENBROOK et ces collaborateurs pendant 

plusieurs décennies (Chazotte and Hackenbrock, n.d.; Hackenbrock, 1966; Hackenbrock et 

al., 1986; Sowers and Hackenbrock, 1981). 

Ce modèle repose sur plusieurs faits expérimentaux. Premièrement, avant le 

développement du BN-PAGE, aucune technique ne permettait d’isoler les protéines sans 

les dénaturer. Les complexes de la chaîne respiratoire étaient donc observés comme étant 

physiquement indépendants les uns des autres. De plus, des expériences de microscopies à 

fluorescence ont montré que la diffusion dans la membrane du complexe III et du complexe 

IV était indépendante l’un de l’autre (Höchli et al., 1985). Cependant, il a été montré plus 

tard que ces complexes formaient des supercomplexes (SC) (Milenkovic et al., 2017; 

Schägger and Pfeiffer, 2000). Ces résultats contradictoires peuvent être expliqués par la 

Figure 19. Illustration représentant les deux modèles principaux d'organisation 

supramoléculaire de la chaîne respiratoire. 
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stratégie utilisée qui s'appuie sur des anticorps fluorescents. En effet, seulement une partie 

des complexes III et IV sont décrits comme associés en supercomplexes (Milenkovic et al., 

2017). Il est probable que Dr. HÖCHLI ait observé les complexes non associés en 

supercomplexes, les épitopes des complexes organisés en supercomplexes n’étant pas 

accessibles. 

Le deuxième fait expérimental est la diffusion en trois dimensions du cytochrome c, 

traduisant donc de la libre diffusion de cette entité dans l’espace intermembranaire 

(Hackenbrock, 1966). Cette diffusion implique donc que le cytochrome c n’est pas piégé 

dans une structure supramoléculaire comme peuvent l’être les autres cytochromes de la 

chaîne respiratoire. Cette observation a été confirmée plus tard par deux autres équipes 

(Boumans et al., 1998; Trouillard et al., 2011).  

Le troisième fait expérimental réside sur la mesure des coefficients de diffusion des 

entités de la chaîne respiratoire. Ils ont calculé, grâce à des expériences de photobleaching 

(FRAP: Fluorescence recovery after photobleaching), le coefficient de diffusion dans la 

membrane interne des différents complexes de la chaîne respiratoire et des transporteurs 

mobiles d’électrons. Ils ont pu, par la suite, comparer ce coefficient de diffusion à la 

fréquence maximale théorique de collision entre les partenaires redox nécessaire pour 

assurer le flux respiratoire (Gupte et al., 1984). Ils ont ainsi conclu que le coefficient de 

diffusion était largement supérieur à celui nécessaire pour assurer le flux respiratoire dans 

des conditions de découplage (respiration maximale), et ce pour tous les constituants de la 

chaîne respiratoire mesurés (Gupte et al., 1984; Hackenbrock et al., 1986). Ils en ont donc 

déduient qu’une organisation supramoléculaire n’est pas nécessaire pour acceder aux 

capacités maximales de la chaîne respiratoire. Ils ont également observé que le coefficient 

de diffusion des entités de la chaîne respiratoire allait être proportionnel à la concentration 

protéique et à la surface de la membrane interne. Ces deux paramètres, lorsqu’ils 

augmentent, induisent une diminution du coefficient de diffusion (Hackenbrock et al., 

1986; Schneider et al., 1982). Ces résultats sont donc en adéquation avec un modèle de 

diffusion et de collision aléatoire, entre les complexes et les transporteurs mobiles 

d’électrons, permettant le transfert d’électrons au sein de la chaîne respiratoire.  

Ces expériences, bien qu’impressionnantes techniquement, sont à tempérer. En 

effet, ces observations sont faites sur des liposomes de membranes internes mitochondriales 

gonflés dans un tampon hypoosmotique jusqu'à obtention d'une vésicule sphérique (Gupte 

et al., 1984), perdant par conséquent l’architecture caractéristiques des mitochondries qui 

comportes des crêtes et une membrane externe (Figure 5). De plus, la technique de gel 
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natif n’existant pas à l’époque de ces études, la structuration des supercomplexes n’a pas 

été contrôlée. Il est donc possible que le modèle expérimental affecte l’organisation 

supramoléculaire et donc que les observations faites décrivent le fonctionnement d’une 

chaîne respiratoire artificiellement désorganisée. 

1.2.2 Le modèle « solid state ».   

Ce second modèle décrivant l’organisation et le fonctionnement de la chaîne 

respiratoire est celui du « solid state ». Il pose l’hypothèse que les complexes de la chaîne 

respiratoire interagiraient physiquement entre eux et formeraient une organisation 

supramoléculaire appelée supercomplexe. Ce modèle décrit les complexes comme 

interagissant physiquement entre eux, permettant de canaliser le transfert des électrons au 

sein de ces structures (Figure 19 et Figure 20) (Chance and Williams, 1955). La 

canalisation des électrons est le point fondamental de cette théorie. Le principe de 

canalisation repose sur l’isolement d’intermédiaires réactionnels au sein d’une structure 

protéique, dans laquelle les sites actifs des enzymes se retrouvent à proximité les uns des 

autres. La canalisation permettrait de limiter la diffusion des transporteurs mobiles 

d’électrons, que sont l’ubiquinone et le cytochrome c, améliorant la cinétique du transfert 

électronique au sein de la chaîne respiratoire, permettant de favoriser les électrons 

provenant d’une voie métabolique plutôt qu’une autre, en diminuant la production de ROS. 

Ce modèle est apparu bien avant que l’organisation supramoléculaire de la chaîne 

respiratoire ne soit découverte, mais en l’absence de technique permettant d’observer ces 

supercomplexes, le modèle « liquid state » fut donc celui accepté pendant près de trois 

décennies. Le modèle « solid state » a été très solidement conforté experimentalement par 

le développement des électrophorèses non dénaturantes au début des années 2000.  

Figure 20. Représentation de l'organisation supramoléculaire des complexes I et II 

de la chaîne respiratoire de mammifère d’après le modèle « solid state ». 
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Cette technique s’appuie sur la solubilisation non dénaturante des protéines 

membranaires à l’aide de détergents non ioniques, comme la digitonine par exemple 

(Schägger and Pfeiffer, 2000). Cette stratégie permet de solubiliser les complexes 

protéiques membranaires en conservant leur structures tertiaires, quaternaires et certaines 

interactions entre protéines permettant l’analyse de ces structures par électrophorèse, 

cristallographie, microscopie électronique et même spectrométrie de masse (Gu et al., 

2016; Lapuente-Brun et al., 2013; Letts et al., 2016; Schagger, 2000; Wu et al., 2016). Ces 

expériences réalisées dans différents organismes modèles, ont permis d’observer que les 

complexes de la chaîne respiratoire pouvaient s’associer et former différents types de 

supercomplexes, entre les complexes III et IV chez S. cerevisiae, ou entre les complexes I, 

III et IV chez les mammifères (Figure 20), la levure Yarrowia lipolytica, chez certaines 

plantes comme l’Asparagus officinalis (Davies et al., 2018; Milenkovic et al., 2017; 

Schägger and Pfeiffer, 2000), ou chez certaines bactéries et archées (Berry and Trumpower, 

1985; Kaila and Wikström, 2021; Magalon et al., 2012).  

Une multitude de supercomplexes existent dans lesquels les complexes impliqués 

peuvent varier et avoir différentes associations, comme par exemple les complexes I-III-IV, 

III-IV, I-III (Figure 21). La stœchiométrie des complexes présente dans les 

supercomplexes peut également être modulée (Bultema et al., 2009; Wittig and Schägger, 

2005). Le respirasome, par exemple, se compose d’un monomère de complexe I et de 

complexe IV et d’un dimère de complexe III, mais il existe également des supercomplexes 

ayant une stœchiométrie de type I1-2-III2-IV2-n voire supérieure appelés mégacomplexes 

(Figure 21) (Böttinger et al., 2012; Bultema et al., 2009; Lobo-Jarne et al., 2018).  

L’existence de ces supercomplexes a été confirmée notamment par des expériences 

de cristallographie, de microscopie électronique, ou de spectrométrie de masse couplée à 

une stratégie de cross linking des protéines et de gel natif pour séparer les supercomplexes 

(Davies et al., 2011; Gu et al., 2016; Letts et al., 2019, 2016; Liu et al., 2018). De plus, 

depuis une dizaine d’années, l’apparition de modèles génétiquement modifiés permet de 

moduler l’organisation supramoléculaire des supercomplexes, donnant des arguments en 

faveur de leurs possibles existences in vivo (Hock et al., 2020; Lapuente-Brun et al., 2013; 

Mourier et al., 2014a; Timón-Gómez et al., 2020). Cependant, l’importance physiologique 

et fonctionnelle de ces structures est sujette a d’intenses débats au sein de la communauté 

scientifique. 
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Actuellement, c’est ce modèle qui prédomine dans la littérature pour expliquer le 

fonctionnement de la chaîne respiratoire, notamment car le complexe I est associé en 

supercomplexe et pas le complexe II (Figure 20). C’est notamment pour cette raison que, 

durant ma thèse, je me suis basé sur ce modèle pour comprendre et étudier le 

fonctionnement de la chaîne respiratoire. 

1.2.3 L’organisation supramoléculaire de la chaîne respiratoire : 

les supercomplexes. 

Par définition les supercomplexes sont des entités supramoléculaires constituées par 

au moins deux complexes de la chaîne respiratoire (I-III, I-IV ou III-IV). Différents 

laboratoires ont notamment pu estimer que 85% à 100% du complexe I étaient associés en 

supercomplexes, 55% à 65% pour le complexe III et 15%–25% pour le complexe IV 

suivant les modèles (Greggio et al., 2017; Milenkovic et al., 2017; Molinié et al., 2022; 

Schägger and Pfeiffer, 2001). Le complexe II, quant à lui, n’est trouvé associé en 

supercomplexe que dans un seul article (Acín-Pérez et al., 2008), mais la communauté 

scientifique s’accorde à dire que la proportion de complexe II retrouvé associée est très 

Figure 21. Illustration des différents types d'organisation supramoléculaire de la 

chaîne respiratoire de mammifère séparés à l’aide d’un BN-Page (Modifiée à partir 

de Letts and Sazanov, 2017). 
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marginale voire même inexistante (Figure 20) (Greggio et al., 2017; Kovářová et al., 2013; 

Liu et al., 2018; Milenkovic et al., 2017; Molinié et al., 2022; Schägger and Pfeiffer, 2001, 

2000). Il existe de nombreuses associations de supercomplexes : I-III ; III-IV ou I-III-IV, 

qui sont décrites comme pouvant comporter différentes stœchiométries entre les 

complexes comme par exemple : I-III2 -IV, I-III2 -IV2, I2-III2 -IV2 (Figure 20)  (Bultema et 

al., 2009; Guo et al., 2017; Letts et al., 2019; Letts and Sazanov, 2017; Wu et al., 2016).  

Dans la prochaine partie, je vais m’attacher à décrire la structure du respirasome, 

récement résolue (Gu et al., 2016; Guo et al., 2017; Wu et al., 2016), et discuter le(s) rôle(s) 

que pourraient avoir cette organisation supramoléculaire sur la chaîne respiratoire (Figure 

22). Le respirasome se compose des complexes I, III et IV, il est nommé ainsi car il peut 

transférer les électrons du donneur NADH à l’accepteur final, l’oxygène (Acín-Pérez et al., 

2008).  

1.2.3.1 Structuration et orientation des complexes. 

Le respirasome, qui est un supercomplexe de plusieurs mégadaltons, a été cristallisé 

et observé par cryo-microscopie électronique  chez le mammifère par de nombreuses 

équipes (Dudkina et al., 2010; Gu et al., 2016; Letts et al., 2016; Vercellino and Sazanov, 

2021; Wu et al., 2016). La complexité pour modéliser cette structure engendre des 

questions sur la relevance des modèles générés, notamment en terme de préparation des 

échantillons, et de sélection des cartes de densités récoltées durant la génération des 

structures. Les interfaces d’interaction entre complexes semblent faire consensus (Gu et al., 

2016; Letts et al., 2019, 2016; Wu et al., 2016). Cependant, des points de discordes 

subsistent notamment sur la présence ou l’absence de certaines sous-unités, de leur 

localisation dans les supercomplexes, sur la distance ou l’angle que peuvent avoir les 

complexes entre eux.  

Le respirasome se compose au moins d’un complexe I, d’un dimère de complexe III 

et d’au moins un complexe IV, ces deux derniers complexes s’organisent autour de la partie 

membranaire du complexe I (Figure 22). Par ailleurs, à ce jour, le complexe I est la seule 

ubiquinone oxydoréductase qui est décrite comme associée en supercomplexes dans le 

mammifère (Liu et al., 2018; Milenkovic et al., 2017). Le dimère de complexe III se trouve 

à proximité de la partie concave du complexe I, proche de la poche de réduction de 

l’ubiquinone du complexe I (environ à 10nm) (Hirst, 2018). Le complexe IV se situant au 

niveau de la zone distale de la partie membranaire du complexe I à proximité du complexe 

III2 (Figure 22). Les différentes structures décrivent que le complexe III2 est orienté dans 
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les supercomplexes, un monomère du dimère de complexe III interagit physiquement avec 

le côté proximal du complexe I. A l’heure actuelle, il est décrit qu’il existe deux sites de 

contact ou de proximité entre le complexe I et le complexe III2. Le premier site de contact 

est intramembranaire à l’interface entre NDUFA11 et les protéines UQCRB et UQCRQ du 

protomère de complexe III adjacent au complexe I (Figure 22). Le deuxième site de contact 

est situé dans la matrice entre NDUFB4 et NDUFB9 du complexe I et UQCRC1 du 

complexe III (4 Å de distance) (Letts et al., 2019, 2016; Sousa et al., n.d.; Wu et al., 2016). 

Ces observations semblent être supportées par la cristallisation du SC I-III2 qui montre une 

structure similaire à la partie I-III2 du respirasome (Letts et al., 2019). Cependant, aucun 

partenaire protéique communément accepté comme permettant de moduler la formation 

des respirasomes n’a, à l’heure actuelle, été découvert.  

L’organisation en supercomplexe semble révéler une certaine proximité et une 

bonne orientation des différents sites actifs les uns par rapport aux autres (Figure 23), ce 

qui pourrait être en adéquation avec l’idée d’une possible canalisation des transporteurs 

mobiles. Il semble clair, également, que l’organisation du respirasome montre une 

asymétrie du dimère de complexe III. Un seul des deux monomères possèdent ses sites 

actifs à proximité du complexe I et du complexe IV (Figure 23). Il est décrit que la distance 

entre le cite actif du complexe I et du complexe III le plus proche est d’environ 100 Å, et 

Figure 22. Représentation de la structure du respirasome de coeur de sus scrofa 

(Modifiée de Milenkovic et al., 2017). 

Arrangement du complexe I (en orange), du dimère de complexe III2 (les monomères sont 

représentés en bleu foncé et en cyan), et du complexe IV (en violet) au sein du respirasome 

observé par rapport (A) au plan de la membrane ou (B) de la matrice mitochondriale. 
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la distance entre le cite actif du complexe III le plus proche et complexe I est de 43,5 à 84,5 

Å (Hirst, 2018; Letts et al., 2016; Vercellino and Sazanov, 2021). Certains chercheurs 

émettent l’hypothèse que ce complexe est le seul monomère de complexe III actif du dimère 

(Castellani et al., 2010; Letts et al., 2019; Sousa et al., n.d.).  Cette organisation permettrait 

de favoriser les électrons provenant du complexe I par rapport aux électrons provenant des 

autres ubiquinones oxydoréductases non associées en supercomplexes, comme le complexe 

II par exemple.  

Cependant, ces spéculations s’appuyent sur des observations structurales et ne 

reposent sur aucune donnée fonctionnelle chez le mammifère. Pr. KUHLBRANDT et son 

équipe ont généré la structure du respirasome à une faible résolution. Dans cette structure, 

ils ont observé qu’un seul des deux centres fer-soufre des protéines RIESKE (ou 

UQCRFS1) du dimère de complexe III a pu être résolu à plus haute résolution. Ils en ont 

déduit que la résolution de ce centres fer-soufre était lié à son immobilité, cette dernière 

traduisant d’une incapacité à transférer les électrons jusqu’au cytochrome c1 et donc de 

l’inactivité d’un des deux monomères de complexe III (Sousa et al., n.d.). D’autres travaux, 

chez Paracoccus denitrificans cette fois, décrivent qu’un seul des deux monomères était 

nécessaire pour transférer les électrons dans le complexe III de cette bactérie (Castellani et 

al., 2010; Covian et al., 2007). Cependant, plusieurs informations doivent tempérer cette 

analyse. La première est que les complexes de la chaîne respiratoire de Paracoccus 

denitrificans ont une composition très différente de celle de mammifère, notamment au 

niveau du nombre de sous-unités du complexe I (14 pour P. denitrificans, 46 pour B. 

Figure 23. Illustration du chemin électronique au sein du respirasome (Modifiée de 

Hirst, 2018). 
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Taurus), du complexe III (3 pour P. denitrificans, 11 pour B. Taurus), et du complexes IV 

(4 pour P. denitrificans, 13 pour B. Taurus). La deuxième étant que, bien que la chaîne 

respiratoire de cette bactérie s’organise également en supercomplexe, la stœchiométrie des 

respirasomes est différente de celle observée chez le mammifère (I-III4-IV4 versus I-III2-IV 

chez le mammifère) (Stroh et al., 2004). De plus, ces observations sont faites sur des 

complexes III isolés et non pas sur des complexes III associés en supercomplexes. Par 

conséquent, l’hypothèse soutenant l’asymétrie fonctionnelle des complexes III2 au sein des 

supercomplexes reste extrêmement fragile, cependant l’orientation du complexe III2 dans 

les supercomplexes pose question.  

La position des interfaces d’interaction entre complexe I et complexe III au sein des 

supercomplexes semble conservé au cours de l’évolution (Davies et al., 2018; Milenkovic 

et al., 2017), a contrario les zones d’interactions entre les complexes I et IV et les 

complexes III et IV semblent être multiples et beaucoup plus variables selon les structures, 

et les organismes étudiés (Davies et al., 2018; Gu et al., 2016; Letts et al., 2016; Milenkovic 

et al., 2017; Vercellino and Sazanov, 2021) (Figure 24 A). L’hypothèse a été émise que le 

respirasome pourrait avoir plusieurs conformations dans laquelle le complexe I et complexe 

IV sont plus ou moins proches (Figure 24 B). Il a été supposé que la présence de la protéine 

COX7A/COX7A2L pourraient jouer un rôle dans la structuration des supercomplexes et 

dans la conformation de ceux-ci (Milenkovic et al., 2017).  Cependant, la cryo microscopie 

électronique, utilisée pour générer les structures, possède plusieurs biais liés à la 

solubilisation des protéines qui peuvent déstabiliser les structures (Letts et al., 2019; 

Schägger and Pfeiffer, 2001), mais également liés au pourcentage de cartes de densités 

exclues afin de générer les structures. En effet, les quatre premières structures du 

respirasome présentent une grande hétérogénéité dans l’exclusion des cartes de densités, 

indiquant une grande disparité entre les approches et pouvant expliquer les différences entre 

les structures, et l’éloignement entre les complexes I et IV. L’interaction entre le complexe 

III et le complexe IV est l’un des points de débat majeur dans la littérature, notamment à 

cause de la protéine COX7A2L. Cette protéine est décrite comme se trouvant à la jonction 

entre complexe III et complexe IV et permettant leurs interactions. Il semblerait que son 

absence affecte le maintien de certains supercomplexes. Le débat sur le rôle de cette 

protéine sera plus développé dans la partie Article 1. . Néanmoins, la position du complexe 

I par rapport au complexe III semble être conservée dans les différentes structures des 

respirasomes (Figure 24 B).  
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1.2.3.2 Facteurs d’assemblages/intéractions entre les complexes de la 

chaîne respiratoire dans les supercomplexes. 

L’étude des fonctions des supercomplexes nécessite des modèles dans lequel 

l’organisation de ces derniers est remodelée. L’étude des facteurs d’assemblage permettant 

la formation ou le maintien des supercomplexes est en plein essor. Deux types de facteurs 

d’assemblage sont étudiés (1) les protéiques et (2) les lipidiques. 

1.2.3.2.1 Le rôle des protéines dans la formation des 

supercomplexes. 

Des structures à faible résolution ont suggéré que les sous-unités cytochrome b, 

RIESKE et UQCR11 du complexe III pouvaient respectivement interagir avec COX3, 

COX6A and COX7A du complexe IV (Dudkina et al., 2010).  Des structures plus récentes 

et réalisées à plus haute résolution confirment une proximité entre COX7A et UQCR11 

(environ 10–30 Å) mais ne montrent pas d’interaction directe entre ces protéines (Gu et al., 

2016; Wu et al., 2016). Les auteurs de ces structures émettent l’hypothèse que l’interaction 

ou la proximité entre les complexes III et IV seraient d’avantage médiées par les lipides 

plutôt que par des protéines (Gu et al., 2016; Hartley et al., 2019; Wu et al., 2016). 

Cependant, d’autres études montrent que la famille des protéines COX7A pourraient avoir 

un rôle sur l’organisation des supercomplexes. En effet, il a été déterminé que COX7A2L 

Figure 24. Illustration représentant les différentes positions des complexes les uns par 

rapport aux autres dans les supercomplexes (Modifiée de Davies et al., 2018 et 

Milenkovic et al., 2017). 

(A) Arrangement des complexes I, III et IV au sein des respirasomes suivant différents 

organismes : Yarrowia lipolytica (Y.I.), Asparagus officinalis (A.o.), et Bos taurus (B.t). (B) 

Arrangement des complexes I, III et IV au sein des respirasomes dans différentes structures, 

qui révèle différentes positions du complexe IV par rapport au complexe I. 

https://www.google.com/search?client=firefox-b-d&q=Yarrowia+lipolytica&spell=1&sa=X&ved=2ahUKEwjD-Yrz1Y_zAhVWA2MBHYTZA6cQkeECKAB6BAgBEDU
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était présent dans les supercomplexes III2-IV et I-III2-IV mais pas dans les complexes isolés 

III et IV (Lapuente-Brun et al., 2013). Il a été proposé que cette protéine était un facteur 

d’assemblage des SC III2-IV et des respirasomes, mais la stratégie, les résultats et les 

conclusions de ce travail sont vivement remises en cause dans la littérature (Fedor and 

Hirst, 2018; Mourier et al., 2014a; Pérez-Pérez et al., 2016). Ce débat sera développé dans 

l’introduction de l’Article 1.  de ma thèse.  

D’autres protéines sont également décrites comme pouvant modifier l’organisation 

des supercomplexes telles que : HIGD1A et HIGD2A, MR/1S ou C11ORF83 (Chen et al., 

2012; Desmurs et al., 2015; Hock et al., 2020; Timón-Gómez et al., 2020). Les deux 

premières protéines sont des orthologues de facteurs d’assemblage Rcf1 et Rcf2 décrits 

chez la levure. Ils sont connus pour moduler l’assemblage du SC III2-IV chez S. cerevisiae 

(Chen et al., 2012; Strogolova et al., 2012; Vukotic et al., 2012). Il a été décrit que Rcf1, 

chez la levure, ou HIGD2A, chez le mammifère, affectaient, légèrement, l’enrichissement 

en supercomplexes (Chen et al., 2012; Hock et al., 2020; Timón-Gómez et al., 2020), mais 

les mutants de levures ou les modèles de Knockdown ou Knockout (KO) utilisés sur 

mammifères montrent que ces modèles peuvent toujours former des respirasomes. Des 

travaux plus récents montrent que la perte de HIGD1A et HIGD2A diminue l’accumulation 

et altère la stœchiométrie des supercomplexes mais que cet impact serait causé par la 

diminution du niveau de complexe IV (Hock et al., 2020; Timón-Gómez et al., 2020). 

Ainsi, HIGD1A et HIGD2A affecteraient les supercomplexes en agissant, non pas sur leur 

assemblage, mais sur l’assemblage du complexe IV (Hock et al., 2020; Timón-Gómez et 

al., 2020).  

La protéine C11ORF83 (ou UQCC3A), qui est une protéine de la membrane interne 

mitochondriale, a été décrite comme permettant le remodelage des SC III2-IV et semblerait 

également être impliquée dans les premières étapes de l’assemblage du complexe III 

(Desmurs et al., 2015; Feichtinger et al., 2017; Tucker et al., 2013). Peu de choses sont 

connues sur cette protéine, il semblerait qu’elle intéragisse avec le complexe III. Un défaut 

dans cette protéine entraine une diminution de la quantité de complexe III et SC III2-IV, un 

défaut respiratoire, une altération des crêtes mitochondriales et un changement de la 

longueur des acides gras présents dans les cardiolipides de la membrane interne (Desmurs 

et al., 2015). Cependant, ces travaux montrent, là encore, que les supercomplexes peuvent 

se former et qu’aucun enrichissement d’autres supercomplexes ou de complexes isolés 

n’est observé, par conséquent ce n’est, là encore, pas un réel remodelage des 

supercomplexes (Desmurs et al., 2015).  
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Ces résultats démontrent que l’existence de facteur protéiques intervenant 

spécifiquement dans l’assemblage des supercomplexes reste extrêmement débatu. Il existe 

peu de modèles fiables possédant une réorganisation claire des supercomplexes, sans 

affecter la quantité de complexes de la chaîne respiratoire. Ainsi, à l’heure actuelle, aucun 

modèle génétique consensus ne permet d’élucider l’importance fonctionnelle de 

l’organisation supramoléculaire de la chaîne respiratoire.   

1.2.3.2.2 Le rôle des lipides dans la formation des 

supercomplexes. 

Actuellement, il existe de réelles questions sur l’existence de facteurs d’assemblage 

ou de stabilisation des supercomplexes. L’un des modèles permettant d’observer un 

désassemblage des supercomplexes repose sur les modèles comportant une déficience en 

cardiolipides. Ce phospholipide anionique est très majoritairement présent dans la 

membrane interne mitochondriale (10-15% des lipides totaux) (Horvath and Daum, 2013). 

Les deficiences en cardiolipides affectent l’organisation des supercomplexes chez la levure 

et chez le mammifère (Dudek et al., 2013; Letts et al., 2019; Paradies et al., 2014; Pfeiffer 

et al., 2003; Rigoulet et al., 2010). Les cardiolipides sont nécessaires pour le 

fonctionnement des complexes I, II, III et IV isolés (Dudek et al., 2016; Fry and Green, 

1981; Pfeiffer et al., 2003; Schwall et al., 2012), mais également pour la formation des 

supercomplexes (Letts et al., 2019; Pfeiffer et al., 2003) et sont cruciaux pour stabiliser les 

supercomplexes aux seins de liposomes, notamment pour les expériences de 

cristallographie (Bazán et al., 2013; Letts et al., 2019; Mileykovskaya and Dowhan, 2014; 

Pfeiffer et al., 2003; Zhang et al., 2005). Lors des expériences de BN-PAGE, le type de 

détergents et la concentration utilisée influencent grandement les interactions entre 

complexes de la chaîne respiratoire (Pfeiffer et al., 2003; Schagger, 2000; Schägger and 

Pfeiffer, 2001). En effet, l’utilisation de détergents comme la digitonine permet la 

séparation de supercomplexes, alors que le dodécyl-maltoside induit une dissociation des 

supercomplexes, dénotant une fois de plus du lien entre lipide et organisation 

supramoléculaire. Par ailleurs, ce lien entre cardiolipides et supercomplexes a été décrit 

comme ne pouvant être compensé par d’autres phospholipides de la membrane interne 

mitochondriale (Böttinger et al., 2012). Chez la levure, seuls les complexes III et IV sont 

associés en supercomplexe. L’absence de cardiolipides induit une dissociation de ce 

supercomplexe mais n’affecte pas massivement le flux respiratoire, alors qu’une légère 

diminution de la quantité des complexes III et IV est observée (Gohil et al., 2004; Pfeiffer 
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et al., 2003; Rigoulet et al., 2010). Cette expérience, sur un système biologique intégré, 

montre que, sur levure, le transfert d’électrons et l’association en SC III2-IV ne semble pas 

être limitant dans le système. Les cardiolipides sont donc essentielles pour le bon 

fonctionnement des enzymes et l’association en supercomplexe in vitro mais ne semble pas 

jouer de rôle physiologique majeur. 

1.2.3.3 Quel est le rôle des supercomplexes ? 

1.2.3.3.1 Les transporteurs mobiles d’électrons sont-ils canalisés 

au sein des supercomplexes ?  

L’un des points essentiels définissant le modèle « solid state » est le rôle des 

supercomplexes dans la canalisation des électrons. Elle permettrait l’amélioration des 

propriétés cinétiques du système par un processus de canalisation des substrats 

(transporteurs mobiles d’électrons ici).  La canalisation de substrats sous-entend l’existence 

de différents pools de transporteurs mobiles, ceux séquestrés dans les supercomplexes et 

ceux diffusant librement dans la membrane.  

1.2.3.3.1.1 La canalisation de l’ubiquinone.  

Entre les complexes I et III, seule l’ubiquinone intervient et il existe un vrai débat 

sur la présence de différents pools d’ubiquinones. De nombreuses structures décrivent la 

présence d’ubiquinones co-isolées avec les supercomplexes (Letts et al., 2016). Cependant, 

comme avancé par Dr. LETTS et Pr. SAZANOV, la très grande hydrophobicité de 

l’ubiquinone peut expliquer la présence de ces dernières dans la structure (Letts et al., 

2019). D’après leur hypothèse, l’extraction-purification des protéines étant en phase 

aqueuse, une partie des ubiquinones resteraient piégées dans ces structures du fait de leur 

grande hydrophobicité. De plus, les différentes structures indiquent qu’aucune protéine ne 

permet la séquestration physique des ubiquinones au sein des supercomplexes, et donc ne 

permet la dissociation physique et le maintien de deux pools distincts d’ubiquinones (Gu 

et al., 2016; Letts et al., 2019, 2016; Sousa et al., n.d.; Wu et al., 2016).  

De nombreuses études fonctionnelles ont été réalisées pour déterminer si un 

phénomène de canalisation pouvait être mis en place. Les premières ont été faites en 1973 

par Pr. KRÖGER et Pr. KLINGENBERG. Ils ont pu déterminer que, sur leurs préparations 

de particules submitochondriales, la réduction du pool d’ubiquinones est cinétiquement 

homogène et ne dépend pas du substrat respiratoire utilisé (NADH ou Succinate) (KrÖGER 

and Klingenberg, 1973). A l’époque, aucune technique ne permettait d’observer 



 

47 

 

l’architecture des supercomplexes et donc de vérifier si elle n’était pas altérée par le 

protocole expérimental. Des études plus récentes menées par Dr. HIRST et ses collègues 

ont montré que, sur membrane mitochondriale et particules submitochondriales, 

l’ubiquinone se comporte comme un pool homogène et disponible pour les complexes I et 

II (Blaza et al., 2014). Pour confirmer cela, ils ont dans une seconde étude, introduit la 

protéine AOX (Alternative Oxidase de Trypanosoma brucei brucei) qui est une 

ubiquinone-oxygène oxydoréductase. Les auteurs, par cette stratégie, introduisent une 

compétition à l’oxydation de l’ubiquinone entre le complexe III associé en supercomplexes 

et l’AOX (Figure 25) (Fedor and Hirst, 2018).  Ils ont observé que le flux respiratoire lié 

à la réoxydation de l’ubiquinone dépendant du complexe I, dont  85%-100% sont associés 

en supercomplexes avec le complexe III, était plus rapide avec l’AOX qu’avec le complexe 

III (Fedor and Hirst, 2018). Ce résultat met en évidence que les ubiquinones peuvent 

diffuser librement à l’extérieur des supercomplexes et qu’elles ne sont pas limitantes dans 

le flux respiratoire.  Au cours de cette étude, ils ont également démontré sur mitochondries 

isolées de tissus que l’AOX n’a qu’un impact minimal sur la respiration. Par conséquent, 

dans ces conditions également, l’ubiquinone n’est pas limitante pour l’activité de la chaîne 

respiratoire (El-Khoury et al., 2013; Fedor and Hirst, 2018). Un autre laboratoire utilisant 

une stratégie similaire basé sur l’AOX ne confirme pas ces résultats (Calvo et al., 2020).  

Néanmoins, il a été décrit que lors du phénomène d’ischémie-reperfusion des ROS, 

provenant de l’oxydation du succinate, sont produits par le complexe I (Chouchani et al., 

2014; Quinlan et al., 2013, 2012). Ce phénomène décrit qu’un libre échange des 

ubiquinones, entre le complexe I associé en supercomplexe et le complexe II non associé, 

peut être mise en place. 

L’ensemble de ces données montrent que l’ubiquinone se comporte comme un pool 

homogène qui est partagé par les différentes ubiquinone oxydoréductases, mais également 

que le phénomène de canalisation n’est pas nécessaire pour avoir un flux respiratoires 

maximal. Ces expériences confirment les observations sur liposomes faites par Pr. 

HACKENBROOK (Hackenbrock et al., 1986). 
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1.2.3.3.1.2 La canalisation du cytochrome c 

Des travaux ont permis d’étudier la canalisation du cytochrome c, deuxième 

transporteur mobile d’électrons entre les complexes III et IV sur S. cerevisiae (Boumans et 

al., 1998; Trouillard et al., 2011). Cette levure possède des supercomplexes composés de 

complexes III et IV, comme chez le mammifère, dans lequel le cytochrome c pourrait être 

canalisé. Des études sur mitochondries isolées et sur cellules entières montrent qu’en 

utilisant des souches de levures dans lesquels les crêtes mitochondriales ou les 

supercomplexes étaient altérés (Trouillard et al., 2011), le cytochrome c se comportait 

comme un pool homogène et unique et aucune canalisation de ce dernier n’a pu être mise 

en évidence (Boumans et al., 1998; Gupte et al., 1984). Ces expériences viennent s’ajoutées 

aux observations faites par le Pr. HACKENBROOK qui décrivent que le cytochrome c 

Figure 25. Illustration représentant l'étude de la canalisation de l'ubiquinone par 

compétition avec l'AOX (Modifiée de Fedor et al., 2018.). 

Modèle représentant les différentes voies de transfert d’électrons pouvant être empruntées 

par l’ubiquinone : le transfert d’électrons réalisé par l’ubiquinone canalisée (Qc, en bleu) et 

le transfert d’électrons par une population non canalisée de l’ubiquinone (Qp, en rouge), 

partagés entre les différentes ubiquinone oxydases (complexe III ou AOX). 
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diffuse dans trois dimensions, observation qui ne peut être adéquation avec un modèle de 

canalisation de ce dernier au sein des supercomplexes (Hackenbrock et al., 1986). 

La multitude de travaux réalisés sur l’étude de la structure, ainsi que sur la 

fonctionnalité de ces supercomplexes semble montrer qu’il n’y a pas de canalisation des 

transporteurs mobiles d’électrons au sein de la chaîne respiratoire. 

1.2.3.3.2  Les supercomplexes permettent-ils l’assemblage des 

complexes de la chaîne respiratoire ? 

Les complexes de la chaîne respiratoire semblant être organisés autour de la partie 

membranaire du complexe I, certains groupes de recherche ont émis l’hypothèse que la 

structuration des supercomplexes pouvait jouer un rôle dans l’assemblage et la stabilité des 

complexes de la chaîne respiratoire. Actuellement, il existe plusieurs modèles 

d’assemblage des respirasomes. Le premier décrit que les complexes sont formés dans leur 

Figure 26. Illustration de la biogenèse du respirasome par les holo-complexes 

de la chaîne respiratoire (Modifiée de Lobo-Jarnes et al., 2019). 
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intégralité et indépendamment les uns des autres, pour être ensuite associé en 

supercomplexe (Figure 26) (Acín-Pérez et al., 2008; Moreno-Lastres et al., 2012).  

Un autre modèle décrit que des pré-complexes se forment, puis s’associent en 

supercomplexes permettant la maturation de ces complexes une fois qu’ils sont associés 

(Figure 27) (Lobo-Jarne and Ugalde, 2018).  Il existe plusieurs modèles pour décrire ces 

associations. Le premier décrit qu’un pré-complexe I se forme et les holo-complexes III et 

IV viennent s’associer, permettant l’ajout du module N du complexe I. Un autre modèle 

décrit qu’un pré-complexe I se forme et des sous unités et des sous complexes de complexes 

III et IV viennent interagir avec ce pré-complexe I pour permettre leur assemblage, finissant 

Figure 27.  Illustration de la biogénèse du respirasome par les complexes partiellement 

associés de la chaîne respiratoire (Modifiée de Lobo-Jarnes et al., 2019). 
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là encore par l’ajout du module N du complexe I (Fang et al., 2021; Fernández-Vizarra and 

Zeviani, 2015; Guerrero-Castillo et al., 2017; Lobo-Jarne and Ugalde, 2018; Moreno-

Lastres et al., 2012).  

Il a été montré que la perte du dimère de complexe III, mais également du 

complexe IV entrainent une déstabilisation du complexe I et une perte de ce module N, 

induisant l’apparition d’un sous-assemblage de ce dernier dont l’activité est altérée 

(Moreno-Lastres et al., 2012; Protasoni et al., 2020; Schägger et al., 2004). Cependant, une 

forte diminution du complexe I n’induit pas de défaut fonctionnel des complexes III ou IV 

(Schägger et al., 2004). Ces observations ont été très récemment confirmées, une équipe a 

pu déterminer que seulement une partie du module PD du bras membranaire du complexe I 

était nécessaire pour la formation des « respirasomes » contenant cette sous-unité et les 

complexes III et IV (Figure 7) (Fang et al., 2021). De plus, ils ont pu observer qu’aucune 

sous-unité des complexes III et IV ne co-migrait avec le module PD. Ceci suggére que les 

complexes III et IV s’assemblent en supercomplexe sous la forme holo-complexe, pour 

s’associer ensuite au complexe I (Fuhrmann et al., 2018; Heide et al., 2012). De plus, 

l’enrichissement des complexes III et IV ne semble pas affecté dans ce modèle. Ces 

observations semblent donc confirmer le premier modèle décrit plus haut (Figure 26), dans 

lequel les holo-enzymes s’assemblent totalement avant de se structurer en supercomplexe.  

Les modèles décrivant des sous assemblages et des altérations fonctionnelles du 

complexes I sont des modèles possédant des altérations sévères des complexes III et IV 

(Moreno-Lastres et al., 2012; Protasoni et al., 2020). Ces observations ne sont pas 

confirmées dans la plupart des modèles de patient présentant un défaut des complexes III 

ou IV, défaut qui est moins sévère que dans les modèles qui ont permis d’observer ces 

sous-assemblages (Fernández-Vizarra and Zeviani, 2015; Rak et al., 2016). De plus, les 

défauts drastiques de complexes III et IV sont souvent liés à un défaut bioénergétique 

massif. L’import des protéines codées par le génome nucléaire étant dépendant de l’ATP 

et du ΔΨ (Harbauer et al., 2014), les sous-assemblages et la diminution du niveau des 

complexes observés pourraient résulter des défauts bioénergétiques affectant l’import et 

l’assemblage des protéines, et ainsi ne pas être la conséquence directe des défauts 

d’assemblage des supercomplexes.  

Les modèles décrivant l’importance des supercomplexes dans la maturation et 

l’assemblage des complexes de la chaîne respiratoire reste assez fragile compte tenu de 

l’effet pléiotropique observé lors de la perte de ces hypothétiques facteurs d’assemblages 

ou des complexes de la chaîne respiratoire. La frontière est mince entre le remodelage des 
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supercomplexes décrit dans la partie 1.2.3.2.1 et l’assemblage et la stabilité de ces derniers. 

En effet, comme décrit précédemment, certaines protéines permettant le remodelage des 

supercomplexes, comme COX7A2L, HIGD1A et HIGD2A, entrainent une diminution de 

l’enrichissement non seulement des supercomplexes mais également des complexes de la 

chaîne respiratoire. Ces facteurs d’assemblages n’entrainent pas, pour la plupart, de 

disparition totale d’un ou plusieurs types de supercomplexe (Hock et al., 2020; Lapuente-

Brun et al., 2013; Mourier et al., 2014a; Timón-Gómez et al., 2020). A l’heure actuelle, peu 

de modèles génétiques sont disponibles chez le mammifère pour étudier l’assemblage et le 

maintien des supercomplexes, ne permettant pas d’avoir de modèles fiables pour décrire 

l’importance bioénergétique et le rôle que pourrait avoir ces derniers dans la biogenèse ou 

le maintien des complexes de la chaîne respiratoire. 

1.2.3.3.3 L’association en supercomplexes donne-t-elle la 

priorité aux électrons provenant des complexes associés ? 

Comme précedement décrit de nombreuses ubiquinones oxidoréductases dépendent 

de l’activité de la chaîne respiratoire pour réoxyder l’ubiquinone nécessaire à leur activité. 

Une question importante, qui est rarement prise en compte dans les études, est la 

convergence et l’engorgement possible de l’ubiquinone. En effet, physiologiquement la 

chaîne respiratoire est approvisionnée simultanément avec tous les substrats de ces 

ubiquinone oxydoréductases. Cependant, comment le système contrôle-t-il la provenance 

de l’entrée des électrons lorsqu’elle est approvisionnée avec plusieurs substrats? Le Pr. 

RIGOULET a été le premier à étudier ce phénomène chez S. cerevisiae. Son équipe a 

déterminé qu’il existait une compétition à l’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire 

de levure. La chaîne respiratoire de S. cerevisiae est constitué de plusieurs ubiquinone 

oxydoréductases dont une NADH ubiquinone oxydoréductase localisée sur le feuillet 

Figure 28. Illustration du système des oxydations phosphorylantes de S. cerevisiae (issue 

de la thèse de Cyrielle Bouchez). 
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externe de la membrane interne mitochondriale (Nde1/2) et d’une G3P ubiquinone 

oxydoréductase (Gut2p) (Figure 28). 

Ils ont pu montrer que lorsque la chaîne respiratoire est en présence de deux 

substrats respiratoires, que sont le NADH et le G3P, seul le NADH est utilisé pour fournir 

en électrons la chaîne respiratoire, le G3P étant, quant à lui, consommé lorsque la totalité 

du NADH a été oxydé (Figure 29) (Påhlman et al., 2001). Ils ont également pu déterminer 

que les électrons provenant de la Nde étaient prioritaires au détriment de ceux des autres 

ubiquinone oxydoréductases du système (Bunoust et al., 2005; Påhlman et al., 2002, 2001).  

A l’heure actuelle, le mécanisme permettant de mettre en place cette compétition à 

l’entrée des électrons reste énigmatique. En revanche, ils ont pu déterminer que 

l’organisation supramoléculaire de la chaîne respiratoire de S. cerevisiae n’était pas à 

l’origine de ce phénomène de compétition (Rigoulet et al., 2010). Cependant, les chaîne 

respiratoire de ces levures ne possèdent pas d’ubiquinone oxydoréductases associées en 

supercomplexe comme peut l’être le complexe I chez les mammifères (Schägger and 

Pfeiffer, 2000). Le laboratoire de Pr. ENRIQUEZ, à travers d’autres travaux plus récents 

et réalisés chez le mammifère, a posé l’hypothèse et tenté de montrer que l’organisation 

supramoléculaire de la chaîne respiratoire de mammifère allait dicter la provenance du flux 

d’électrons. Il a émis l’hypothèse que les électrons provenant du complexe I associé en 

supercomplexe seraient prioritaires sur ceux provenant du complexe II non associé 

(Lapuente-Brun et al., 2013). Ce travail est vivement critiqué, notamment à cause du 

modèle biologique utilisé, mais il lui a permis de proposer le « plasticity model » qui est 

une alternative « dynamique » du modèle « solid state». Ce modèle repose sur la découverte 

de COX7A2L comme facteur d’assemblage des supercomplexes. Il décrit que la 

Figure 29. Effet de l’ajout de NADH sur la consommation de G3P au cours du 

temps chez S. cerevisiae (Modifiée de Pahlman et al., 2002). 
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dissociation des respirasomes et des SC III2-IV, causée par différentes isoformes de 

COX7A2L, impacterait les capacités et la priorisation du flux d’électrons au sein de la 

chaîne respiratoire. Ce sujet sera décrit plus précisement dans la partie Article 1. .  

Néanmoins, bien que la canalisation des électrons ne semble pas être mise en place 

dans les supercomplexes et qu’aucune étude ne démontre l’existance d’une compétition 

entre les flux d’électrons provenant du complexe I par rapport aux autres déshydrogénase, 

le modèle de fonctionnement de la chaîne respiratoire en supercomplexe est largement 

admis par la communauté scientifique, bien qu’il commence à être de plus en plus remis en 

cause. La question du rôle des supercomplexes sur le fonctionnement de la chaîne 

respiratoire, notamment dans l’entrée des électrons reste donc ouverte, et c’est l’une des 

questions principales de mon travail de thèse.  

1.3 Les hypothèses de travail : 

Au cours de ma thèse, mon travail s’est centré sur la compréhension du 

fonctionnement de la chaîne respiratoire de mammifère, notamment du rôle de 

l’organisation supramoléculaire dans la formation des complexes et dans le fonctionnement 

de la chaîne respiratoire. J’ai notamment tenté de définir si l’organisation supramoléculaire 

de la chaîne respiratoire pouvait influencer les capacités respiratoires du système, et 

contrôler l’entrée des électrons au sein de la chaîne respiratoire.  

Pour répondre à ces questions, j’ai, tout d’abord, collaboré avec Pr. UGALDE et Pr. 

BARRIENTOS pour étudier l’impact de la réorganisation supramoléculaire des complexes 

III et IV sur le fonctionnement de la chaîne respiratoire. Pour cela, j’ai réalisé une 

caractérisation bioénergétique, sur cellules en culture perméabilisées, du premier Knockout 

cellulaire de COX7A2L. J’ai, notamment, mis au point une stratégie permettant de 

distinguer les flux respiratoires dépendants de l’activité du complexe I et du complexe II, 

lorsque ces deux déshydrogénases sont approvisionnées en substrats. 

Dans un deuxième temps, j’ai tenté de comprendre le fonctionnement des chaînes 

respiratoire de cœur et de foie, à travers leur caractérisation bioénergétique et 

organisationnelle. J’ai cherché à déterminer si un mécanisme de compétition à l’entrée des 

électrons dans la chaîne respiratoire avait lieu sur mitochondries isolées perméabilisées et 

sur mitochondries isolées découplées.  J’ai tenté de comprendre quel(s) mécanisme(s) 

pouvai(en)t contrôler l’aprovisionnement en électrons de la chaîne respiratoire. Pour cela, 

j’ai développé de nouvelles stratégies experimentales permettant de determiner la 
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provenance des flux d’électrons approvisionnant la chaîne respiratoire en utilisant des 

mitochondries cardiaques et hépatiques. Cette approche m’a permis de determiner 

l’importance de l’organisation supramoléculaire sur le contrôle de l’approvisionnement de 

la chaîne respiratoire en éléctrons depuis les complexes I et II. 

Dans un troisième temps, j’ai tenté de déterminer s’il était possible d’étudier le 

métabolisme mitochondrial et cette compétition entre les donneurs d’électrons de la chaîne 

respiratoire, dans des conditions de respiration phosphorylante, et si un mécanisme 

semblable à celui observé en respiration découplée était mis en place. Pour cela, j’ai tenté 

d’utiliser différentes approches pour disciminer les flux d’électrons approvisionnant la 

chaîne respiratoire depuis les complexes I et II. 
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 Matériels et méthodes.  

2.1 Matériels et méthodes partie 3: COX7A2L promeut 

la réorganisation de supercomplexes sans affecter la 

bioénergétique mitochondriale. 

2.1.1 Culture cellulaire.  

Les cinq lignées cellulaires utilisées pour cette étude sont nommées HEK293T, 

HEK KO1, HEK KO2, U87, U-KO1, U-KO1+COX7A2L. Elles ont été générées par 

Pr. BARRIENTOS et son équipe à partir de cellules embryonnaires de rein (HEK) et de 

glioblastome (U87). Les lignées ont été cultivées dans deux milieux de culture. Un milieu 

glucose nommé DMEM Glucose composé de 25mM de glucose, 1mM de pyruvate, 2mM 

de glutamax®, 0,1U/mL de pénicilline/streptavidine, et 10 % de sérum de veau fœtal. Un 

milieu galactose nommé DMEM Galactose composé de 15mM de galactose (pH 7,2), 1mM 

de pyruvate, 2mM de glutamax®, 0,1U/mL de pénicilline/streptavidine, et 10% de sérum 

de veau fœtal.  

Les cultures ont été réalisées dans des incubateurs permettant de maintenir la 

température à 37°C et la concentration de CO2 à 5%. Pour certaines expériences, les lignées 

ont été traitées avec de la piéricidine A (symbole : PinA ; concentration : 12μM ; solubilisée 

dans le DMSO). Le maintien des cellules HEK et U87 en milieu galactose ou en milieu 

glucose supplémenté en PinA n’étant pas viable, les cellules sont cultivées pendant 72h 

dans ces deux milieux.  

2.1.2 Comptage cellulaire.  

Les cellules sont récoltées entre 50 et 80% de confluence par digestion enzymatique 

avec 0,05% de trypsine pendant 5min à 37°C. Les cellules sont diluées et récoltées dans du 

PBS froid permettant de stopper l’action de la trypsine. Les cellules sont ensuite 

centrifugées (1000g, 10min) pour éliminer la trypsine, le culot est repris dans un milieu 

DMEM Glucose sans sérum de veau fœtal ou DMEM Galactose sans sérum de veau fœtal 

(suivant les conditions de culture), puis les cellules sont déposées dans la glace. Elles sont 

ensuite comptées à l’aide d’un cytomètre en flux (BD Accuri™ C6 Flow Cytometer). Une 
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fraction de la suspension cellulaire est diluée dans un Tampon PBS supplémenté avec 

3,75mM d’iodure de propidium. L’iodure de propidium est un agent intercalant de l’ADN 

fluorescent qui ne peut passer la membrane plasmique, mais qui peut pénétrer dans les 

cellules mortes lorsque l’intégrité de leur membrane plasmique est altérée. En diffusant 

dans les cellules mortes l’iodure de propidium (PI) s’intercale dans l’ADN, et émet dans le 

visible. Le canal FL2 (FL2-A, excitation : 488nm, émission : 585±20nm) du cytomètre en 

flux permet de quantifier la fluorescence de l’iodure de propidium intercallé dans l’ADN, 

permettant de discriminer les cellules viables des cellules mortes. De plus, le cytomètre en 

flux permet de discriminer les particules en fonction de leur taille. Cette dernière est liée à 

leur capacité à diffracter la lumière à 180° (FSC-A). Ces deux paramètres de taille et de 

fluorescence permettent de séparer les particules en trois populations définies comme les 

cellules vivantes (rectangle vert), les cellules mortes (rectangle rouge) et les débris 

cellulaires (rectangle bleu, Figure 30). Les zones permettant de sélectionner les cellules 

vivantes et les cellules mortes a été déterminées à l’aide de la digitonine. En effet, la 

digitonine est un détergent qui permet de faire des pores dans la membrane plasmique des 

cellules. Cette stratégie rend les cellules perméables à l’iodure de propidium et permet de 

déterminer les différentes populations cellulaires sans ambigüité comme décrit sur le 

schéma (Figure 30). Les données sont recueillies et analysées à l’aide du logiciel BD 

Accuri C6 Software. 

Notes :  

1. Le temps de trypsinisation est dépendant de chaque type cellulaire, il faut par 

conséquent remettre au point pour chaque lignée et condition de culture, en 

regardant au microscope optique le temps minimal pour décoller les cellules.  

2. L’utilisation de la digitonine montre que la perméabilisation de la membrane 

plasmique n’induit pas de grandes variations de taille des cellules. Par 

conséquent, il semblerait que les cellules gardent une certaine structuration sub-

cellulaire malgré la perméabilisation. 

3. Il est préférable de finir de décrocher et resuspendre les cellules à l’aide d’une 

pipette sérologique, au lieu qu’un cône de pipette 1000µl dont l’excrémité sera 

plus large et induira moins de contraintes mécaniques sur les cellules. Cela 

permet d’augmenter la qualité des prélèvements de cellules en terme de 

rendement, viabilité, ainsi que vis-à-vis de la stabilité des cellules au cours du 

temps. 
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2.1.3 Principe de la mesure du flux de consommation d’oxygène 

par oxygraphie : l’oroboros. 

Le flux de consommation d’oxygène des cellules perméabilisées et des 

mitochondries isolées a été mesuré par oxymétrie à haute résolution (Oxygraph-2K, 

Oroboros ; (Figure 31). L’oxygraphe Oroboros est équipé de deux chambres de mesure 

indépendantes, étanches de 2,1 ml, thermostatées (37°C), sous agitation constante 

(800rpm), permettant de mesurer la concentration d’oxygène dans chaque cuve grâce à une 

électrode de Clark (Figure 32). 

 

  

Figure 30. Comptage cellulaire et détermination des différentes populations de 

cellules vivante et morte à l’aide du PI. 

Les cellules diluées dans du PBS et sont analysées par cytométrie en flux sans iodure de 

propidium (PI) (A), après ajout de PI (B), et dans du PBS-EDTA-EGTA-PI et avec de la 

digitonine (60µg/mL) afin de rendre toutes les cellules perméables au PI (C). (A-C) 

représentent le nombre d’évènements en fonction de leurs tailles (FSC-A) et de 

l’intensité de fluorescence FL2-A (Excitation : 488 nm ; Emission : 585nm). (D-F) 

représentent le nombre de cellules lorsque le bruit a été soustrait du comptage. Les 

encadrés et les crochets représentent les différentes populations : population de cellules 

totale (en noir), le bruit (en bleu), les cellules vivantes non perméables au PI (vert) et les 

cellules mortes perméables au PI (rouge). 



62 

 

 

Celle-ci est composée d'une anode en argent et d'une cathode en platine immergées 

dans une solution de KCl demi-saturée. L’électrode est isolée de la cuve de mesure par une 

membrane en téflon. Les propriétés physico-chimiques de celle-ci rendent la membrane 

spécifiquement perméable à l'oxygène, permettant à l’oxygène de diffuser librement entre 

la chambre de mesure et l’électrode de Clark. L’électrode de Clark maintien une tension de 

0,7V. A ce potentiel, l’oxygène est réduit deux fois par la cathode de platine une première 

fois en H2O2, puis en H2O (Figure 32). La réduction de l’oxygène génère une 

dépolarisation de la cathode. Le courant qui en résulte est proportionnel à la quantité 

d’oxygène dissous dans l’électrolyte de l’électrode de Clark et donc par extension à 

l’oxygène présent dans la cuve de mesure. 

 

Figure 31. Illustration d'un oxygraphe O2K-Oroboros. 

Figure 32. Illustration d'une electrode de clark (Issue de la thèse d’Arnaud 

Mourier). 
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2.1.4 Mesure du flux de consommation d’oxygène sur cellules 

perméabilisées.  

A la suite du comptage cellulaire, un million de cellules vivantes sont diluées dans 

le tampon de respiration (RB) composé de 120mM de sucrose, 50mM de KCl, 20mM de 

Tris-HCl, 4mM de KH2PO4, 2mM de MgCl2 et 1mM d’EGTA (pH 7,2). La respiration 

endogène des cellules non perméabilisées est mesurée en présence de substrats respiratoires 

mitochondriaux du complexe I (10mM pyruvate, 5mM glutamate, 5mM malate) du 

complexe II (10mM de succinate) et de la glycérol-3-phosphate déshydrogénase 

mitochondriale (mG3PDH, 5mM de glycérol-3-phosphate) et du substrat de l’ATP 

synthase pour mesurer la respiration phosphorylante (1mM d’ADP). La perméabilisation 

des cellules, par addition successive de digitonine (entre 10µg/mL à 20 µg/mL, Figure 33), 

est suivie grâce à l’augmentation de respiration provoquée par l’entrée des substrats et de 

l’ADP présents en concentration non limitante dans le tampon respiration. La respiration 

phosphorylante est mesurée lorsque l’ajout de digitonine n’entraine plus d’augmentation 

significative du flux de consommation d’oxygène (Figure 33), cette respiration est la 

respiration lorsque le potentiel électrochimique en proton est consommé par l’ATPsynthase 

pour former de l’ATP.  La respiration non-phosphorylante est ensuite mesurée grâce à 

l’ajout de 0,75µg/mL d’oligomycine permettant d’inhiber la synthèse d’ATP par 

l’ATPsynthase. Dans cette condition le potentiel électrochimique en proton est à son 

maximum, la respiration est dite minimale, elle est due à la fuite de protons à travers la 

membrane interne mitochondriale. La respiration découplée est observée après ajouts 

successifs de CCCP (Carbonyl cyanide-p-trifluoromethoxyphenylhydrazone, entre 0,03 

µM et 0,05 µM) jusqu’à obtention d’un plateau de respiration (Figure 33). L’ajout de 

découplant permet de dissiper chimiquement le potentiel électrochimique en protons et 

d’obtenir les capacités maximales respiratoires des chaînes respiratoires. Lors de nos études 

les substrats des différentes déshydrogénases sont ajoutés séparément ou simultanément.  
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Afin, de discriminer les flux respiratoires provenant des complexes I, II et de la 

mG3PDH, lorsque la respiration est mesurée en présence des substrats de ces trois 

ubiquinone oxydoréductases, une stratégie utilisant des inhibiteurs spécifiques de ces 

complexes a été utilisée. Une fois la respiration maximale atteinte, l’ajout d’inhibiteurs du 

complexe I tels que la piéricidine A (PinA, 1,2µM) ou la roténone (rot, 30nM) permet 

d’avoir la respiration dépendante de l’activité du complexe I (PinA-Sens-Resp). L’ajout 

d’inhibiteurs du complexe II tel que le malonate (malo, 3mM) ou l’atpenine A5 (AtpnA5, 

20nM) permet d’avoir la respiration dépendante de l’activité du complexe II (Malo-Sens-

Resp). Chacune des respirations est terminée par l’ajout d’antimycine A (0,5µM) 

permettant d’obtenir la respiration résiduelle dépendante de la chaîne respiratoire (AA-

Sens-Resp) qui peut être liée à la respiration de la mG3PDH. (Figure 34). 

Notes :  

1. La perméabilisation des cellules dépend du type cellulaire et du processus 

de récolte des cellules. Il faut donc systématiquement titrer la digitonine 

pour chaque respiration et ne pas se fixer à une seule concentration de 

digitonine. De plus, l’utilisation de différents lots de digitonine, ainsi que le 

Figure 33. Illustration d’une mesure de respiration de cellules perméabilisées avec un 

oxygraphe Oroboros. 

La respiration endogène des cellules non perméabilisées placées en présence de substrats 

respiratoires et d’ADP est mesurée. La perméabilisation des cellules par addition successive 

de digitonine (flèche noire) est suivie grâce à l’augmentation de respiration provoquée par 

l’entrée de ces substrats et d’ADP présents dans le tampon, jusqu’à obtention d’un plateau 

défini comme l’état phosphorylant (Etat3, crochet noir). La respiration non-phosphorylante 

est mesurée grâce à l’ajout d’oligomycine permettant d’inhiber la synthèse d’ATP par 

l’ATP synthase (Etat 4, crochet bleu). La respiration découplée est observée après ajouts 

successifs de CCCP (flèches vertes) jusqu’à obtention d’un plateau (Etat Découplée, 

crochet vert).  
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nombre de congélation/décongélation de celle-ci peut induire des variations 

dans la perméabilisation.  

2. La digitonine peut être remplacées par l’α-tomatine. Ce détergent semble 

posséder une meilleure reproductibilité pour la perméabilisation des 

cellules. Néanmoins, ces conditions de conservation et de solubilisation vont 

grandement faire varier ses capacités de perméabilisation. 

 

 

 

Figure 34. Illustration de la discrimination des flux respiratoires dépendants de 

l’activité des complexes I et II. 

Les flux respiratoires sont déterminés par l’ajout d’inhibiteurs spécifiques des complexes de 

la chaîne respiratoire. (A) La respiration dépendante de l’activité du complexe I (CI, en jaune) 

ou du complexe II (CII, en bleu) est le rapport de respiration entre la respiration avant l’ajout 

de l’inhibiteur et après l’ajout de l’inhibiteur. Deux représentations ont été utilisées suivant 

les projets. (B) La représentation en barres utilisée dans la partie 3 permet d’appréhender la 

respiration maximale du flux respiratoire et la proportion de chaque flux dans cette 

respiration. (C) La représentation en boîtes utilisée dans les parties 4 et 5 permet de comparer 

la proportion de flux dépendante de chaque complexe entre les conditions de substrats. 
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2.2 Matériels et méthodes Partie 4 et Partie 5 : 

Détermination du mécanisme régulant la provenance 

du flux d’électrons au sein de la chaine respiratoire à 

travers l’étude du métabolisme et de la tissu-

spécificité. 

2.2.1 Isolement de mitochondries.  

Les tissus qui ont été utilisés durant cette étude proviennent de souris Mus musculus 

dans un fond génétique C57BL/6N. Les souris ayant entre 20 et 40 semaines ont été 

sacrifiées par dislocation cervicale et les différents tissus utilisés, comme le cœur ou le foie, 

ont été rapidement prélevés après le sacrifice, sommairement découpés et abondamment 

rincés au PBS. Le lavage permet d’évacuer le sang présent dans les différents organes qui, 

s’il n’est pas éliminé, altère la qualité des mitochondries. L’isolement des mitochondries 

repose sur une extraction mécanique des mitochondries et la purification des mitochondries 

est réalisée à l’aide de centrifugations différentielles. Différents protocoles ont été mis en 

place pour isoler les mitochondries des différents tissus et sont décrits ci-dessous. 

2.2.1.1 Isolement de mitochondries cardiaques.  

Après avoir été prélevé, le cœur est découpé en petits morceaux à l’aide d’un 

scalpel. Les morceaux sont lavés à l’aide d’un tampon isolement sucrose (MIB), composé 

de 310mM sucrose, 20mM Tris-HCl, and 1mM EGTA (pH 7,4). Ce tampon isoosmotique 

pour les mitochondries, permet de conserver l’intégrité des mitochondries lors de 

l’extraction. Les fragments de tissus sont placés dans un Potter S homogenizer (Sartorius) 

et 2ml d’un mix trypsine (0,5g/l) - EDTA (0,5g/l) et de MIB est ajouté. L’extraction 

mécanique est faite à l’aide d’un piston limé, permettant d’amoindrir la contrainte 

mécanique appliquée aux mitochondries. Elle permet de casser le sarcolemme et de libérer 

les mitochondries dans le tampon isoosmotique. Afin d’extraire les mitochondries piégées 

entre les fibres musculaires cardiaques, une digestion enzymatique de ces myofibrilles est 

réalisée à l’aide de la trypsine. Après quelques allers-retours avec le piston, et lorsque la 

majorité des bouts de tissus ne sont plus visibles, le potter est mis dans la glace et 2ml de 

MIB supplémentés avec de l’albumine de sérum bovin délipidé (BSA, 0,25mg/ml) 
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préalablement refroidit à 4°C est rajouté à l’homogénat pour finir de casser les fragments 

de tissus restants. La BSA rajouté au tampon isolement est cruciale pour la qualité de la 

préparation. En effet, elle a pour effet de diminuer l’activité de la trypsine en la saturant, 

mais elle joue également le rôle de tampon permettant de capter les acides gras libres 

pouvant être relargués durant le broyage des tissus. Les acides gras libres peuvent découpler 

les membranes. Ils altèrent donc grandement la qualité des mitochondries, et par 

conséquent le rendement de l’isolement des mitochondries et la qualité des résultats. 

L’homogénat est transvasé dans un tube Falcon pour être centrifugé à 1000g pendant 10min 

à 4°C, avec un rotor de type swing-out. Le surnageant est ensuite transféré dans un autre 

tube, pour une seconde centrifugation à 3500g pendant 10min à 4°C dans un rotor fixe. La 

totalité du surnageant de la deuxième centrifugation est enlevée, le culot qui contient les 

mitochondries cardiaques est resuspendu dans un minimum de tampon MIB-BSA.  

2.2.1.2 Isolement de mitochondries hépatiques.  

Après que le foie ait été collecté, il est découpé afin d’avoir les morceaux les plus 

petits possibles. Les morceaux de tissus sont lavés avec du MIB-BSA délipidé (0,25mg/ml). 

Les fragments de foie sont déposés dans un potter et sont broyés mécaniquement à l’aide 

d’un piston. L’homogénat est ensuite transféré dans un tube Falcon pour être centrifugé 

une première fois à 1000g pendant 10min à 4°C avec un rotor de type swing-out. Le 

surnageant est ensuite transvasé dans un autre tube afin de faire une seconde centrifugation 

à 3500g pendant 10min à 4°C à l’aide d’un rotor fixe, puis le surnageant est une nouvelle 

fois centrifugé à 10000g pendant 10min à 4°C. La totalité du surnageant de la troisième 

centrifugation doit être enlevé, en prenant soin d’aspirer les couches de lipides présentes à 

la surface du tampon et sur les parois du tube, afin d’éviter que ces couches de lipides ne 

se retrouvent dans le culot. Le culot contenant les mitochondries hépatiques est resuspendu 

dans un minimum de volume de MIB-BSA.  

Note : La présence de BSA délipidée est cruciale pour l’isolement de mitochondries 

de foie. Le foie est un tissu dont l’une des propriétés est le stockage des lipides. Lors 

de l’extraction une grande quantité de lipides est libérée. L’absence de BSA 

délipidée entraine une diminution drastique de la qualité des mitochondries. 

 

Afin de pouvoir comparer et corréler les expériences entre elles, pour chaque 

isolement mitochondrial, la concentration en protéines est quantifiée à l’aide du kit Bio-Rad 
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DC Protein Assay, qui est un test colorimétrique basé sur la quantification de protéines de 

Lowry. L’absorbance est mesurée à 595nm sur un lecteur de plaque Tecan Infinite M200 

plate reader. 

2.2.2 Mesure du flux de consommation d’oxygène de 

mitochondries isolées de différents tissus. 

La consommation d’oxygène des mitochondries de tissus a été faite sur 

mitochondries isolées intactes et sur mitochondries perméabilisées, dont les respirations 

sont appelées activités I-III-IV, II-III-IV, I-II-III-IV. L’intérêt est d’étudier l’impact de 

l’organisation supramoléculaire sur l’activité des complexes I et II, dans ces deux systèmes 

très différents :  

- Le premier étant un système intégré (mitochondries intactes). Il permet d’étudier la 

totalité du métabolisme mitochondrial, dans lequel la respiration du complexe I et 

complexe II dépend de l’activité de la chaîne respiratoire, mais également du 

transport des substrats de ces deux complexes, des systèmes générateurs de NADH 

à l’intérieur des mitochondries (pour le Complexe I) et des contraintes 

thermodynamiques du système (force proton motrice).  

- Le deuxième étant un système plus simple (mitochondries perméabilisées). Dans 

lequel les complexes de la chaîne respiratoire sont approvisionnés directement en 

substrats, sans dépendre du transport et indépendamment du métabolisme 

mitochondrial. Les flux mesurés sont donc uniquement dépendants de l’activité de 

la chaîne respiratoire. 

2.2.2.1 Mesure du flux respiratoire sur mitochondries 

isolées intactes.  

Pour la mesure du flux respiratoire de mitochondries isolées, 50µg de mitochondries 

de cœur (ou 100µg pour le foie) sont placées dans une chambre de l’Oroboros contenant 

du tampon de respiration supplémenté avec de la BSA (RB-BSA), composé de Sucrose 

(120mM), KCl (50mM), Tris-base (20mM), KH2PO4 (4mM), MgCl2 (2mM), BSA délipidé 

(0,25mg/ml). Le tampon RB-BSA contient également de l’ADP (5mM) et les différents 

mélanges de substrats respiratoires qui sont décrits pour chacune des conditions 

expérimentales : de Succinate (Succ, 10mM), Pyruvate (Pyr, 10mM), Glutamate (Glut, 

5mM) ou du Malate (Mal, la concentration est décrite pour chaque section). L’addition de 
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certains composés au cours de la respiration, tels que l’oligomycine (50ng/ml) ou le CCCP 

(0,5µM), permet d’observer des états respiratoires extrêmes comme décrit au-dessus 

(Matériels et Méthodes partie 2.1.4). L’ajout d’inhibiteurs spécifiques des 

complexes I et II sont utilisés afin de déterminer la proportion du flux respiratoire 

dépendante de l’activité du complexe I ou du complexe II, lorsque les mitochondries sont 

incubées en présence de plusieurs substrats respiratoires. Les concentrations optimales de 

Roténone (rot ; 30nM) et d’Atpenin A5 (atpn ; 20nM) sont rajoutées durant la respiration 

découplée (partie 4) ou en conditions de respiration phosphorylante (partie 5) (Figure 34). 

L’Antimycine A (AA, 100nM) est rajoutée à la fin de chaque respiration afin d’obtenir la 

respiration résiduelle dépendant de la chaîne respiratoire, s’il y en a une. 

2.2.2.2 Mesure des activités I-III-IV, II-III-IV et I-II-III-IV. 

La consommation d’oxygène de mitochondries perméabilisées, autrement appelée 

activité I-III-IV, II-III-IV ou I-II-III-IV, est réalisée également avec l’oxymétrie à haute 

résolution (Oxygraph-2K, Oroboros). Les mitochondries sont perméabilisées par des cycles 

de congélation-décongélation. La perméabilité des mitochondries est vérifiée par des 

mesures de respiration en PGM, NADH et succinate sans cytochrome c. Dans ces diverses 

conditions, le flux doit être égal à 0natO/min/mg de protéine. En effet, l’absence de 

respiration sans ajout de cytochrome c montre que la membrane externe est perméabilisée, 

et l’absence de respiration en PGM et cytochrome c prouve la perméabilité de la membrane 

interne. Si cette dernière est perméable, les déshydrogénases matricielles seront diluées 

dans le tampon respiration et ne permettront pas d’observer un flux respiratoire lié au 

complexe I. Les activités I-III-IV, II-III-IV et I-II-III-IV sont réalisées dans un tampon 

phosphate (KH2PO4 50mM ; qui est neutralisé à pH 7,4 avec du KOH) contenant les 

différentes conditions substrats composé de NADH (0,625mM), de Succinate (10mM) et 

supplémenté avec du cytochrome c (62,5µg/ml). Afin de déterminer la proportion du flux 

respiratoire provenant des complexes I ou II, des inhibiteurs spécifiques des complexes I et 

II comme décrit dans le Matériel et méthodes dans la partie 2.1.4 ont été utilisés (Figure 

34).  

Notes : 

1. Sur mitochondries perméabilisées plusieurs observations ont été faites. 

Premièrement, l’ajout de substrats des déshydrogénases (Malate, Glutamate, 

Pyruvate) pour générer du NADH dans les mitochondries n’a aucun impact sur 
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la respiration, seul l’ajout de NADH permet d’avoir une respiration provenant 

du complexe I, dénotant de la perte du métabolisme mitochondrial et de la 

perméabilité de la membrane interne. Deuxièmement l’ajout de cytochrome c 

est nécessaire pour avoir un flux respiratoire provenant du complexe I ou II. La 

perméabilisation de la membrane externe des mitochondries entraine une 

dilution du cytochrome c qui devient limitant pour transférer les électrons entre 

les complexes III et IV.  

2. Afin d’avoir la capacité maximale de respiration provenant du complexe II, 

l’activité II-III-IV doit être mesurée dans en tampon phosphate (KH2PO4 

50mM). Lorsqu’elle est réalisée en tampon RB le flux de consommation 

d’oxygène est divisé par deux par rapport aux respirations en mitochondries 

intactes. Cette inhibition est surement liée à un des composants du tampon RB, 

l’osmolarité du tampon ne semble pas avoir d’impact sur l’activité II-III-IV 

(data non montrées). 

3. De manière surprenante, l’ajout simultané de NADH et de cytochrome c, sur 

mitochondries hépatiques, induit un transfert d’électrons insensible à 

l’Antimycine A. Il faut donc toujours finir les respirations, par l’inhibition du 

Complexe III, afin de ne pas surestimer les capacités respiratoires des 

mitochondries et la proportion du flux provenant du complexe I (pour les 

activités I-III-IV et I-II-III-IV et également pour les mesures de JNAD
+). 

2.2.3 Quantification et étude de la stœchiométrie des complexes de 

la chaîne respiratoire. 

2.2.3.1 Western Blot (SDS-PAGE). 

Une quantification relative des protéines de la chaîne respiratoire a été réalisée dans 

un premier temps par Western Blot en conditions dénaturantes. Cette technique permet, à 

l’aide d’un gel d’acrylamide, de séparer les protéines dénaturées suivant leurs tailles et leurs 

charges à l’aide d’une électrophorèse.  

 Une fois la concentration protéique déterminée, les protéines provenant de 

l’isolement des mitochondries ont été solubilisées et dénaturées avec une solution de RIPA 

(300mM de NaCl, 50mM de tris, 2% poids/volume (p/v) de NP40, 2% p/v de SDS, 0,5% 

p/v de deoxycholate et 2mM d’EGTA, pH 8) ajoutée volume/volume (v/v). Une fois les 

protéines dénaturées, un tampon de charge (Tris pH 6,8 (0,3 M), Glycerol (10%), 
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Thioglycerol (6%), SDS (2%), bromophenol blue (0,01%)) est rajouté aux échantillons, 

afin de les densifier et d’ajouter des charges aux échantillons. Les protéines dénaturées sont 

ensuite déposées sur un gel d’acrylamide (15% p/v d’acrylamide). La migration des 

protéines se fait à 100V, dans un tampon de migration (0,15% p/v de SDS, 0,6% p/v de 

Tris, 2,5% p/v de glycine).  

Une fois la migration terminée, les protéines ayant migrées sur le gel d’acrylamide 

sont transférées sur une membrane de nitrocellulose (Amersham Protran Premium, 0,2µm 

NC). Le transfert des protéines se fait par transfert liquide à l’aide d’un tampon de transfert 

(0,3% p/v de Tris, 0,44% p/v de glycine, 15% v/v d’éthanol) à un voltage de 100V pendant 

50 minutes. L’efficacité du transfert et l’absence de bulle sur les membranes sont contrôlées 

par une coloration au rouge Ponceau (2g/L de Ponceau, 5% v/v d’acide acétique), et grâce 

à une coloration au bleu de Coomassie sur le gel d’acrylamide.  

Les membranes sont ensuite lavées 3 fois avec du TBS-Tween 20 (150mM de NaCl, 

50mM de Tris-HCl, 0,05% de Tween 20, pH 7,6), puis une fois avec du TBS (150mM de 

NaCl, 50mM de Tris-HCl, pH 7,6), avant d’être incubées pendant une heure avec 3% p/v 

de lait délipidé solubilisé dans le TBS. Le lait permet de saturer la membrane de 

nitrocellulose en protéines et de diminuer le bruit de fond lié à une fixation non spécifique 

des anticorps. La membrane ainsi saturée en protéine, est incubée avec les anticorps 

primaire sur la nuit à 4°C, sous agitation constante. L’anticorps primaire utilisé est un 

cocktail d’anticorps anti-OXPHOS (hôte : Souris ; dilution : 1/1000, dilué : lait 3% ; réf : 

ab110413) qui se compose de cinq anticorps monoclonaux dirigés contre le Complexe I 

(Abb. : NDUFB8 ; réf : ab110242), contre le Complexe II (Abb. : SDHB ; réf : ab14714), 

contre le Complexe III (Abb. : UQCRC2 ; réf : ab14745), contre le Complexe IV (Abb. : 

MTCO1 ; réf : ab14705), et contre l’ATPsynthase (Abb. : ATP5A; réf : ab14748). Les 

membranes sont ensuite lavées (3 fois au TBS-Tween 20 puis une fois au TBS) avant d’être 

incubées en présence de l’anticorps secondaire fluorescent, couplé à de la Cyanine 5 (Abb. : 

Cy5 ; TBS ; dil. : 1/2000). Les membranes sont incubées pendant deux heures à 4°C avec 

l’anticorps secondaire, sous agitation constante et à l’obscurité pour éviter le quenching de 

la fluorescence. Une fois l’incubation terminée, les membranes sont lavées avec du TBS. 

La révélation des anticorps se fait à l’aide du Typhoon FLA 9500 (GE Healthcare Life 

Sciences), la fluorescence est mesurée à 635 nm pour la Cy5. La quantification relative des 

protéines des OXPHOS été réalisée avec le logiciel Image J.   
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Notes : 

1. La nature de la membrane pour le transfert est très importante. Elle permet 

d’améliorer le transfert des protéines. Suivant la nature du gel utilisé, la taille 

des protéines d’intérêt, il faut adapter la membrane (porosité, type de 

membrane) et le protocole de transfert. Mais elle devra, comme c’est le cas ici, 

être adaptée à la méthode de détection qui suit le transfert. Le système de 

détection utilisé pour les Western Blot est la fluorescence. Des membranes, 

ayant la propriété d’être faiblement auto-fluorescente, ont été utilisés lors de 

mes travaux.          

2. Afin de diminuer le bruit de fond en fluorescence, il est nécessaire de solubiliser 

le lait (ou autre agent bloquant) dans le TBS et de faire les derniers lavages 

sans Tween. Le Tween est un détergent qui améliore l’efficacité du lavage des 

membranes (il permet notamment de limiter les agrégats de lait non solubilisés 

sur la membrane). Cependant, il est fluorescent donc il ne faut l’utiliser que lors 

des étapes clés pour ne pas avoir un bruit de fond trop important. 

3. Le choix de l’agent bloquant est aussi important pour la détection en 

immunofluorescence. Par exemple, l’utilisation de la BSA est à proscrire en 

fluorescence surtout pour les filtres cyanine 3 et cyanine 5 car la BSA possède 

une forte fluorescence à ces longueurs d’ondes. 

2.2.3.2 Quantification des cytochromes.  

La quantification de certaines entités de la chaîne respiratoire a été faite en 

s’appuyant sur l’absorption des cytochromes. Les cytochromes sont des hémoprotéines 

présentes dans le complexe III, le complexe IV, et ils sont également un transporteur mobile 

d’électrons entre ces complexes. Ils sont en charge du transfert mono-électronique des 

électrons dans la chaîne respiratoire.  Les hèmes qui composent les cytochromes vont, en 

fonction de l’environnement protéique dans lequel ils sont localisés, posséder des 

propriétés d’absorption différentes et dépendantes de l’état redox de l’hème (Chance, 1952; 

Chance and Williams, 1955). Ces propriétés permettent, à l’aide d’un spectrophotomètre 

double faisceaux, de quantifier les cytochromes en faisant la différence entre le spectre 

d’absorption du cytochrome à l’état réduit (forme qui absorbe) et celui de l’état oxydé 

(forme sans propriété spectrale particulière).  
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Dans chacune des cuves sont dilués 2mg de mitochondries isolées de cœur ou 16mg 

de mitochondries isolées de foie, dans 1ml de tampon phosphate (50mM, pH7.2) contenant 

0.05% (v/v) de Triton X-100. De plus, 5mM de ferricyanure de potassium sont ajoutés à la 

cuve « oxydée » et quelques grains d’hydrosulfite de sodium (dithionite) sont rajoutés dans 

la cuve « réduite ». Ceci permettra de mesurer le spectre d’absorption des cytochromes 

oxydés dans une cuve et le spectre d’absorption des cytochromes réduits dans l’autre cuve. 

Le spectre d’absorption de ces cuves est mesuré entre 500 et 650nm à l’aide d’un 

spectrophotomètre UV-Vis V760 (Jasko). 

Une fois le spectre différentiel réalisé, la quantité de cytochromes est déterminée à 

l’aide de la formule suivante : 

𝑞cytochrome (
𝑝𝑚𝑜𝑙

𝑚𝑔
) =

𝛥𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑒

εcytochrome ∗ mg de protéines
 

 

Les propriétés des différents cytochromes sont définies ci-dessous : 

Les cytochromes c et c1 présentent un pic d’absorption entre 550–540 nm. Le 

coefficient d’extinction molaire (ε) est de 18 mM-1/cm.  

Les cytochromes bl et bh ont leur pic d’absorption à environ 563–575 nm. Le 

coefficient d’extinction molaire (ε) est de 18 mM-1/cm.  

Les cytochromes a et a3 ont leur pic d’absorption à environ 605–630 nm. Le 

coefficient d’extinction molaire (ε) est de 24 mM-1/cm.  

2.2.4 Etude de l’organisation supramoléculaire du système des 

oxydations phosphorylantes par électrophorèse non dénaturante 

(BN-PAGE).  

 Comme décrit dans l’introduction, c’est la création et le développement du gel natif 

(Schagger et al., 1994) qui ont permis d’étudier l’organisation supramoléculaire de 

l’OXPHOS. Cette technique permet de solubiliser par l’intermédiaire de détergent non 

ionique, tel que la digitonine, les complexes protéiques des membranes lipidiques, sans les 

dénaturer et en conservant leurs activités enzymatiques. Une fois les protéines solubilisées, 

l’électrophorèse permet de séparer les protéines et les complexes protéiques suivant leur 

taille, leur forme et leurs charges. Le gel d’acrylamide permet de séparer et d’augmenter la 

résolution de séparation entre les protéines de charges proches, en jouant le rôle de tamis 

moléculaire. En effet, les gros complexes, notamment ceux de la chaîne respiratoire, sont 

retenus et bloqués par la maille du gel d’acrylamide, alors que les plus petits complexes ou 



74 

 

protéines seront également retenus mais pourront être élués du gel suivant les conditions 

de migration. 

Les mitochondries isolées de cœur ou de foie sont resuspendues dans un tampon 

d’extraction digitonine composé d’HEPES (30mM), potassium Acetate (150 mM), 

Glycerol (12%), acide 6 Aminocaproic (2mM), EDTA disodic (2mM), contenant un ratio 

digitonine/protéines de 3g/g pour les mitochondries cardiaques et hépatiques (Merck ; 

300410 -5GM), l’ensemble est vortexé 1h à 4°C. Cette étape permet d’extraire et solubiliser 

les complexes protéiques des membranes lipidiques. A la suite de cette incubation, les 

protéines sont mises à centrifuger à 30 000g pendant 10min à 4°C, afin de culoter les 

membranes qui n’ont pas été solubilisées. Le type de gel natif utilisé est un LBN-PAGE 

(Light Blue Native Poly Acrylamide Gel) (Wittig et al., 2007). Dans ce protocole, la 

quantité de Coomassie Brilliant Blue du tampon de charge des échantillons et du tampon 

cathode (Thermo Fisher Scientific ; BN2002) est diminuée par rapport à un BN-Page 

classique (Schagger et al., 1994; Schägger and Pfeiffer, 2000). Le surnageant est prélevé et 

est mélangé avec un tampon de charge (0,02% [p/v] Coomassie Brilliant Blue G-250). Ce 

tampon permet d’ajouter des charges aux protéines sans les dénaturer. Les échantillons sont 

déposés sur des gels Invitrogen™ Gels de protéines Bis-Tris Novex™ NativePAGE™ qui, 

suivant les conditions, sont des gels gradients de 3-12% ou 4-16 % d’acrylamide. Le 

tampon de migration se compose d’un tampon cathode (Thermo Fisher ; BN2002 ; 0,002% 

de Coomassie Brilliant Blue G-250) et de NativePAGE™Running Buffer (Thermo Fisher 

Scientific ; BN2001 ; 50 mM BisTris 50 mM Tricine pH 6,8). Les gels sont mis à migrer à 

10mA constant à 4°C pour une durée qui peut varier de 8h à 18h. Lorsque le front de 

migration atteint la moitié du gel, le tampon de migration est remplacé par un tampon de 

migration ne contenant pas de tampon cathode, afin de diluer le bleu de Coomassie présent 

dans le gel natif.  

Notes : 

1. Comme décrit plus haut, le gel natif joue le rôle de tamis moléculaire où les 

plus gros complexes peuvent s’arrêter et être piégés dans la maille. Suivant les 

expériences les gels vont migrer entre 8h et 18h, la migration durant 8h sera 

considérée comme une sous migration des échantillons, lors de laquelle le front 

de migration est gardé. Et la migration 18h, est considérée comme une 

sur-migration dans laquelle seules les protéines pouvant être retenues dans la 

maille d’acrylamide sont présentes. Une migration lente est préconisée pour la 
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migration de 8h car elle permet d’augmenter la définition des bandes même si 

les protéines sont sous migrées. 

2. Afin d’avoir la meilleure résolution des bandes, une titration de la quantité de 

digitonine par rapport à la quantité de protéine doit être réalisée pour chaque 

modèle (cellulaires, tissulaires) et pour chaque référence et lot de digitonine. 

3. La quantité de bleu de Coomassie peut être problématique lors de la détection 

des protéines étudiée, soit en affectant l’activité des protéines et donc en 

rendant inutilisable la détection par activité enzymatique de certaines protéines 

dans le gel (Matériels et méthodes partie 2.2.4.1), soit en affectant la détection 

des anticorps fluorescents (Matériels et méthodes partie 2.2.4.2). Le 

Coomassie émet dans une longueur d’onde proche de la Cy5, fluorophore utilisé 

pour l’immunodetection par fluorescence. Ainsi, certaines bandes peuvent être 

artefactuelles et peuvent ne pas dépendre de l’immunodétection. 

4. Afin d’étudier comment varie l’organisation supramoléculaire de l’OXPHOS 

dans différentes conditions de substrats métaboliques, les mitochondries isolées 

de cœur ont été incubées dans une chambre d’Oroboros comme décrit dans le 

Matériels et méthodes partie 2.2.2, et ont été placées dans des conditions de 

respirations découplées (50µg par conditions). Les mitochondries ont été par 

la suite centrifugées à 10000g pendant 10min à 4°C, le surnageant est enlevé et 

le culot est repris dans un mélange de tampon extraction digitonine contenant 

3g/g de digitonine (invitrogen - BN20061). Les protéines sont mises à migrer 

comme décrit dans le Matériels et méthodes partie 2.2.4 et la présence des 

protéines de chacun des complexes est révélée par activité enzymatique 

(Matériels et méthodes partie 2.2.4.1). 

2.2.4.1 Détection des supercomplexes de la chaîne respiratoire par 

activité enzymatique dans le gel. 

Une fois que les complexes de la chaine respiratoire ont été séparés par gel natif, 

les complexes I, les complexes II, et les complexes IV sont révélés en utilisant l’activité 

enzymatique de ces protéines. Pour cela, deux molécules sont utilisées, lorsqu’ils sont 

réduits par l’activité enzymatique des complexes étudiés, ces colorants précipitent et 

changent de couleur, permettant de les observer dans le gel.  

L’une de ces molécules est le 2-(4-Iodophenyl)-3-(4-nitrophenyl)-5-phenyl-2H-

tetrazolium ou IodoNitroTetrazolium qui une fois réduite forme du iodonitrotetrazolium 
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formazan (INT). C’est cette forme qui est observée dans le gel. L’INT est utilisée pour 

révéler l’activité du complexe I et complexe II : 

- Afin de détecter le complexe I, une solution de potassium phosphate (50mM ; 

pH 7,4) contenant du NADH (400µM) et de l’INT (0,5mg/ml). Le gel est incubé 

avec le tampon sous agitation constante à température ambiante (pendant quelques 

minutes), jusqu’à l’apparition de bandes rouges traduisant la présence de 

complexe I. 

- Afin de détecter le Complexe II, une solution de potassium phosphate (50mM, 

pH 7,4) contenant du Succinate (50mM), Phénazine Méthosulfate (PMS, 20mM) et 

de l’INT (0,5mg/ml) est rajouté sur le gel. Le gel est incubé sous agitation constante 

à 37°C (pendant quelques minutes voire heures) jusqu’à l’apparition de bandes 

rouges traduisant la présence de Complexe II.  

Notes :  

1. Le NADH pouvant réagir directement avec l’INT, le gel ne devra pas être incubé 

trop longtemps avec la solution de coloration, afin de limiter le bruit de fond lié à 

la colorotation du gel et la saturation des bandes contenant des complexes I.  

2. La coloration du complexe I liée à l’INT n’est pas inhibable à la roténone. cette 

inhibiteur inhibe le complexe I au niveau de la poche à quinone du complexe I 

(Figure 8). Il est donc probable que le transfert d’électrons entre le complexe I et 

l’INT se fasse au niveau du FMN ou des centres fer-souffre.  

3. L’activité du complexe II doit être nécessairement faite dans un tampon phosphate 

(type KH2PO4) et non dans un tampon respiration (Matériels et méthodes partie 

2.2.2.2).  

4. Il est également nécessaire de faire l’activité du complexe II directement après la 

migration et dans un tampon phosphate fait avec de l’eau distillée (milli Rho) et 

non à l’eau ultrapure (milliQ). 

5.  Afin de favoriser la solubilisation de l’INT dans le tampon phosphate, l’INT est 

rajouté au tampon, puis le tampon soniqué et chauffé (à 37°C) avant l’ajout des 

autres composants du tampon. 

L’autre molécule est du Diaminobenzidine (DAB) qui lorsqu’il est réduit génère un 

précipité marron. Le complexe IV est détecté via un mélange contenant du tampon RB (pH 

7,4), du DAB (1mg/ml) et du cytochrome c de cœur de bœuf (0,5mg/ml). Le gel est incubé 
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sous agitation constante à 37°C (pendant quelques minutes, voir heures), jusqu’à 

l’apparition de bandes marrons traduisant la présence de complexe IV. 

Notes :  

1. L’activité du complexe IV peut être accélérée par l’ajout de cytochrome c, 

cependant l’ajout de cytochrome c induit une coloration non spécifique du gel. 

Il faut par conséquent ne pas laisser le tampon d’activité trop longtemps sur le 

gel. 

2.  Une autre technique pour diminuer le bruit de fond sur le gel est la 

solubilisation du cyctochrome c dans de l’eau milli rho contenant 10mM de tris 

pH7,4, avant de le rajouter dans le tampon d’activité du complexe IV. 

2.2.4.2 Détection des supercomplexes de la chaîne respiratoire par 

Immunoblot. 

2.2.4.2.1 Western Blot (Native-PAGE). 

Une autre méthode pour détecter la présence des complexes de la chaîne respiratoire 

est de marquer les protéines à l’aide d’anticorps dirigés contre des protéines de ces 

complexes, comme décrit dans la partie Western blot (SDS-PAGE) (Matériels et méthodes 

partie 2.2.3.1). Une fois la migration terminée, le gel natif est pré-incubé pendant 30min 

dans du tampon de transfert (0,3% p/v de Tris, 0,44% p/v de glycine, sans éthanol) 

supplémenté avec du SDS (0,2% v/v) et du β-mercaptoethanol (0,2% v/v) pour dénaturer 

les protéines. Le gel est ensuite lavé à l’eau milli Rho et équilibré dans du tampon de 

transfert contenant 5% d’éthanol. Un transfert semi-sec du gel est ensuite réalisé à 0.2A 

pour 2h sur une membrane de PVDF, préalablement activée à l’éthanol et équilibrée dans 

le tampon de transfert. Une fois le transfert terminé, les protéines et le Coomassie Brilliant 

Blue permettant de faire migrer les protéines, se trouvent sur la membrane de PVDF et 

peuvent, comme décrit dans le Matériels et méthodes partie 2.2.3.1, gêner la révélation par 

fluorescence. Il est donc nécessaire d’enlever cette coloration de la membrane, l’éthanol 

est l’un des moyens le plus efficace pour cela.  

Le PVDF a l’avantage de pouvoir être mis dans un bain d’éthanol sans que la 

structure de la membrane ne soit altérée. Les membranes de PVDF sont donc incubées dans 

des bains d’éthanol afin d’enlever le bleu de Coomassie. Une fois le bleu de Coomassie 

enlevé de la membrane, le PVDF est réactivé dans un tampon TBS et le protocole de 

saturation-immunodécoration et de révélation décrits dans le Matériels et méthodes partie 
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2.2.3.1 peuvent être utilisés. Les anticorps primaires utilisés pour ces expériences sont les 

suivants : anti-NDI1 (hôte : lapin ; dilution : 1/1000 ; dilué dans du lait 3% ; réf abcam: 

ab181848), anti-SDHC (hôte : lapin ; dilution : 1/1000 ; dilué dans du lait 3% ; réf 

proteintech : 14575-1-AP), anti-CORE1 (hôte : souris ; dilution : 1/1000 ; dilué dans du lait 

3% ; réf abcam: ab110252), anti-COX1 (hôte : souris ; dilution : 1/1000 ; dilué dans du lait 

3% ; réf thermofisher: #459600), anti-COX5b (hôte : lapin ; dilution : 1/2000 ; dilué dans 

du lait 3% ; réf proteintech : 11418-2AP).  

Notes :  

1. Les protéines n’étant pas dénaturées classiquement comme pendant un 

SDS-PAGE, il est probable que les anticorps primaires communément utilisés 

pour les Western Blot (SDS-PAGE) ne fonctionnent pas pour les Western Blot 

(Native-PAGE). Par ailleurs, comme pour un SDS-PAGE classique, la présence 

de bande non-spécifique de la bande d’intérêt peut être observée. L’utilisation 

d’un KO et d’une deuxième dimension (Matériels et méthodes partie 2.2.4.2.2) 

peut être nécessaire pour contrôler que le signal observé soit le signal d’intérêt. 

2.  Il faut éviter d’agiter et de laisser le gel dénaturer trop longtemps car il induit 

un élargissement des bandes protéiques et donc une diminution de la résolution 

de ces bandes. 

2.2.4.2.2 Western Blot (2ème dimension : Native-PAGE/SDS-

PAGE) 

Lors d’un gel natif les complexes protéiques migrent suivant leurs tailles, leurs 

charges, leurs formes. Afin d’étudier la composition protéique des différents complexes de 

la chaîne respiratoire. Pour cela une électrophorèse dénaturante peut être réalisée à partir 

d’un gel natif. Cette deuxième électrophorèse se fait dans un autre sens de migration 

(Figure 35), cette expérience est également appelée gel 2ème dimension (ou 2D).  
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Une fois la migration du gel natif terminée, il est pré-incubé pendant 30min dans du 

tampon de migration qui est, ici, le NuPAGE™ MOPS SDS Running Buffer (Invitrogen, 

NP0001) supplémenté avec du β-mercaptoethanol (0,2% v/v) pour dénaturer les protéines. 

Le gel est ensuite lavé à l’eau milli Rho et équilibré dans du tampon de migration sans β-

mercaptoethanol. Une piste du gel est découpée et déposée à l’horizontal dans un gel 

Invitrogen™ Novex™ NuPAGE™ 4-12% Bis-Tris, 2DWell (Fisher Scientific ; réf : 

12090156). Les protéines sont ensuite mises à migrer à 70V. Lorsque la migration de la 

deuxième dimension est terminée, le gel est transféré sur une membrane de PVDF comme 

décrit dans le Matériels et méthodes partie 2.2.4.2.1. Les anticorps primaires utilisés sont 

les mêmes anticorps que ceux décrits dans le Matériels et méthodes partie 2.2.4.2.1. 

2.2.5 Dosage des métabolites liés au OXPHOS et au cycle de Krebs. 

2.2.5.1 Quantification de métabolites par dosages enzymatiques. 

2.2.5.1.1 Dosage du NAD+
. 

En mesurant les flux de consommation d’oxygène (flux de sortie des électrons) la 

stratégie d’inhibition permet de discriminer les flux respiratoires dépendant des complexes 

Figure 35. Illustration d'une migration d'un gel deuxième dimension : Native-

PAGE/SDS-PAGE (Issue de Fiala et al., 2011). 

Les protéines sont d’abord séparées dans une première dimension en condition native (1st 

dim BN-PAGE). Pour la deuxième dimension, les protéines sont dénaturées au sein du 

gel d’acrylamide. Les protéines sont ensuite séparées par une nouvelle électrophorèse (2nd 

dim SDS-PAGE). 
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I et II. Cette stratégie peut être utilisée sur mitochondries intactes et mitochondries 

perméabilisées. L’étape suivante a été de développer une deuxième approche, permettant 

de mesurer le flux d’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire, notamment en 

quantifiant le flux de production du NAD+ sur mitochondries perméabilisées.  

 Les mitochondries perméabilisées de cœur et de foie (respectivement 50µg et 

100µg) sont incubées dans une chambre de l’Oroboros contenant 2.1ml de tampon KH2PO4 

50mM et les différents substrats (NADH, Succinate et Cytochrome c, comme décrit dans 

le Matériels et méthodes partie 2.2.2.2). Lorsque le flux de consommation d’oxygène 

atteint l’état stationnaire, 150µl de tampon sont prélevés et sont ajoutés à 50µl acide 

perchlorique 7% (PCA ; VWR ; réf : 20587.296). Le PCA permet l’extraction acide des 

métabolites, l’extraction arrête toute activité métabolique et dégrade le NADH présent dans 

l’échantillon (Bunoust et al., 2005). Afin de mesurer le flux de production du NAD+, une 

cinétique de cinq prélèvements est réalisée (à t0min, t2,5min, t5min, t7,5min et t10min). 

Une fois la cinétique terminée, les échantillons sont centrifugés 10min à 30000g à 4°C. Une 

partie du surnageant est prélevée afin d’être neutralisée (pH 7,4) à l’aide de KOMO (KOH  

2M et 0,5M de MOPS). Les échantillons ainsi neutralisés sont centrifugés à 30000g 10min 

4°C. Une partie du surnageant est prélevée pour être rajoutée au tampon de dosage du 

NAD+ composé de 5mM de G6P, 5U/ml de G6PDDH de Leuconostoc mesenteroides 

(réf : 11079122), dilué dans un tampon triéthanolamine à 50mM) (Bunoust et al., 2005). 

La G6PDDH de Leuconostoc mesenteroides à la propriété de coupler l’oxydation du G6P 

à la réduction du NAD+ (Figure 36). Le NADH ainsi produit est dosé par absorbance à 

340nm, dans une plaques UV 96puits (Greiner bio-one ; UV star ; Réf 655801) sur un 

lecteur de plaque Tecan Infinite M200 plate reader. Une gamme étalon allant de 1nmol à 

25nmol permettra par la suite de calculer la concentration de NAD+ des échantillons. 

Notes :  

1. L’extraction acide dégrade chimiquement le NADH, par conséquent seul le 

NADH provenant de la réduction du NAD+, produit lors de la respiration, par 

la G6PDH de Leuconostoc est dosé. 

2.  La G6PDH de Leuconostoc est une enzyme utilisant le NAD+ et non le NADP+ 

a contrario des G6PDH de mammifère. 
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3.  L’ajout d’une concentration connu de NAD+ est fait après une première lecture 

de la plaque. Ce contrôle interne permet de contrôler que les conditions 

expérimentales n’affectent pas la quantification du NAD+. 

 

2.2.5.1.2 Dosage de l’Oxaloacetate. 

L’oxaloacetate est un métabolite clé de notre étude et sa quantification est difficile, 

à cause de sa faible quantité mais également à cause de sa stabilité en solution. Un dosage 

enzymatique utilisant la citrate synthase a été mis en place pour doser l’oxaloacetate produit 

dans les différentes conditions de respiration (Matériels et méthodes partie 2.2.2.1). 

Afin de mesurer la quantité d’oxaloacetate présent dans les différentes conditions 

de substrats, un minimum de tampon respiration (1ml) est déposé dans l’Oroboros, ainsi 

que le maximum de mitochondries cardiaques (200µg) ou hépatiques (1mg) permettant de 

maintenir des états stationnaires sur plusieurs minutes. Les mitochondries sont incubées 

5min dans des conditions de respiration phosphorylante. Suite à l’ajout de 4µl 

d’oligomycine (50µg/ml), les mitochondries sont placées 1min en respiration non 

phosphorylante. Les mitochondries sont placées pendant 2min en respiration découplée, 

grâce à l’ajout d’une concentration de CCCP comprise entre 0,25µM et 0,4µM (qui est 

définie au préalable à l’aide d’une respiration test pour chacune des conditions).  

Figure 36. Illustration du principe de quantification de NAD+ par 

la G6PDH de Leuconostoc mesenteroides. 
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A la fin de l’incubation, 150µl de tampon respiration sont prélevés, et toute activité 

métabolique est arrêtée par extraction acide à l’aide de 50µl de PCA 7% w/o EDTA. Cet 

extrait de métabolites est ensuite centrifugé 10min à 10000g et à 4°C. Une partie du 

surnageant est prélevée afin d’être neutralisée (pH 7,4) à l’aide de KOMO (KOH (2M), 

MOPS (0,5M)). Les échantillons ainsi neutralisés sont centrifugés à 30000g 10min 4°C. 

Une partie du surnageant est prélevée pour être ajoutée au tampon de dosage du Citrate 

Synthase composé de 200µM de d’acétyl-CoA, 200µM de DTNB ((5,5'-dithiobis-(2-

nitrobenzoic acid), 4U/ml de Citrate Synthase de cœur de porc (réf : Sigma-Aldrich, C3260-

200UN), dilué dans un tampon phosphate (50mM, pH7,4). La Citrate synthase utilise 

l’oxaloacetate pour générer du CoA-SH à partir de l’acétyl-CoA. Le CoA-SH, ainsi produit, 

réagit avec le DTNB pour former du TNB (5-thio-2-nitro-benzoic acid) qui est un composé 

absorbant à 412nm (Figure 37), Le TNB est dosé ensuite par absorbance à 412nm, dans 

une plaque UV 96puits (Greiner bio-one ; UV star ; Réf 655801). Une gamme étalon 

d’OAA allant de 0 à 3nmol est également réalisée afin de pouvoir connaitre la quantité 

d’OAA présente dans chacun des échantillons à partir de l’absorbance mesurées à 412nm. 

Les dosages sont réalisés dans des plaques UV 96puits (Greiner bio-one ; UV star 

Ref 655801) sur un lecteur de plaque CLARIOstar (BMG Labtech).  

Notes :  

1. L’oxaloacetate étant un composé difficile à doser à cause de sa concentration 

et de sa stabilité (dégradé au cours du temps et très sensible à la température) 

il est nécessaire de quantifier l’OAA dans les 24h après la neutralisation de 

l’extrait de métabolites. 

2.  L’oxaloacetate étant présent en faible quantité, les échantillons doivent être le 

plus concentrés possible, cependant les conditions choisies doivent permettre 

de maintenir le système dans un état stationnaire. 

3. L’ajout d’une concentration connue de d’OAA est ajouté après une première 

lecture de la plaque. Ce contrôle interne permet de contrôler si les métabolites 

présents dans les échantillons ne vont pas affecter la quantification. 
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4. Le DTNB doit être solubilisé dans du Tris pH 7,2 avant d’être ajouter à la 

solution pour éviter qu’il vire trop au jaune et qu’il augmente la ligne de base. 

 

2.2.5.2  Mesure des JATP/JO2. 

La mesure du JATP/JO2 traduit le rendement avec laquelle l'énergie provenant de 

l'oxydation des substrats est convertie en énergie permettant la synthèse d'ATP. Pour avoir 

accès à cette information, il faut mesurer en simultanée le flux de consommation d’oxygène 

et le flux de production d’ATP. 

Pour cela, les mitochondries cardiaques sont placées dans des conditions de 

respiration phosphorylante (Matériels et méthodes partie 2.2.2). Une fois l’état stationnaire 

de la respiration obtenue, une première cinétique de quatre prélèvements de 150µl est faite 

avec un intervalle de 1min entre chaque point. Toutes les activités métaboliques de ces 

prélèvements sont arrêtées par extraction acide à l’aide de 50µl de PCA 7% w/o EDTA. 

Afin de connaitre les flux parasitaires, de consommation ou production d’ATP indépendant 

de l’OXPHOS, de l’oligomycine (50ng/ml) est rajoutée et une deuxième cinétique de quatre 

prélèvements est réalisée. Les échantillons sont centrifugés et neutralisés à pH 7,4 comme 

décris dans la partie 2.2.5.1. 

Figure 37. Illustration du principe de quantification de l'oxaloacetate par la citrate 

synthase de cœur de Sus scrofa. 
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Une partie du surnageant est prélevée, diluée au dixième (dans un tampon tris 

10mM pH 7,4) et quantifiée à l’aide du kit ATPlite 1step PerkinElmer
®

. Ce kit utilise la 

bioluminescence pour doser l’ATP, cette réaction est catalysée par une luciférase (voir 

réactions ci dessous). 

luciférine + ATP → luciférase-luciférine-AMP + PPi 

luciférase-luciférine-AMP → luciférase + CO2 + AMP + oxyluciférine + hν 

 

Chaque extrait est dilué, et une partie est déposée dans un tampon de dosage ATP 

(contenant 10mM de Tris pH7,4 (qsp 75µl) et 25µl d’ATPlite du kit. L’ATP ainsi produit 

est dosé par luminescence dans une plaques noire 96puits à fond plat (PS, F-Bottom 

(chimmey weel), black cellstar ; REF 655086), et la bioluminescence est dosée sur un 

lecteur de plaque Tecan Infinite M200 plate reader. Une gamme étalon allant de 10pmol à 

1nmol permettra par la suite de calculer la concentration de ATP des échantillons. 

2.2.5.3  Etat stationnaire de NADH. 

La quantité de NAD(P)H a été mesurée sur mitochondries isolées dans des 

conditions de respiration phosphorylante, en utilisant respectivement 100µg/ml de 

mitochondries de cœurs et 250µg/ml de mitochondries de foie, par fluorescence (λexc 340 

nm ; λem : 460 nm) à 37°C, sous agitation constante avec un spectrofluorimètre FP-8500 

(Jasko). Les mitochondries de cœur et de foie ont été diluées dans du tampon MIB+BSA et 

incubées avec les différentes conditions de substrats respiratoires dans des cuves High 

Precision Cell quartz glass (10x10mm ; HellmaAnalytics). 

2.2.5.4 Dosage de métabolites liés au métabolisme du cycle de Krebs. 

2.2.5.4.1 Mesure du flux de production de métabolites du cycle 

de Krebs. 

2.2.5.4.1.1 Cinétique de collecte des échantillons. 

De la même manière que décrit dans le Matériels et méthodes partie 2.2.2 ci-dessus, 

100µg de mitochondries de cœur sont placées dans 2ml de tampon RB avec différentes 

conditions de substrats aux concentrations suivantes : ADP (5mM), Succinate (5mM), 

Pyruvate (5mM), Glutamate (5mM), Malate (1mM) et une concentration de CCCP 

comprise entre 0,25µM et 0,4µM (définie au préalable à l’aide d’une respiration test pour 

chacune des conditions). Ainsi, quatre prélèvements de 500µl vont être faits à 0min, 5min, 
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8min et 12,5min. Toutes les réactions métaboliques sont arrêtées par congélation 

instantanée (snap freezing) dans l’azote liquide.  Les échantillons sont ensuite conservés au 

-80°C.  

2.2.5.4.1.2 Quantification en RMN. 

Les échantillons sont analysés par RMN à la Plate-forme de Métabolomique et 

Fluxomique Metatoul (INSA-Toulouse). Les métabolites sont extraits avec un mélange 

contenant de l’acétonitrile, du méthanol et de l’eau. La proportion finale de chaque solvant 

est de 2:2:1 en prenant compte le volume de l’échantillon à doser. Ce mélange est vortexé 

et incubé 20min à -20°C. Ce mix est par la suite évaporé avec un ThermoFisher SpeedVac 

SC250EXP concentrator. Une fois secs, les échantillons sont ensuite dissous dans 200µl 

d’eau deutérée (D2O) contenant 20mM d’acide Trimethyl-sillyl-propionique (TSPd4) 

utilisés comme standard de référence en RMN. Une centrifugation est réalisée pour culoter 

les débris non solubilisés. Un volume final de 180µl du surnageant est déposé dans un tube 

RMN de 3mm. Les échantillons sont analysés par RMN 1H-1D avec un spectromètre 

Bruker Ascend 800 MHz NMR équipé d’un QPCI cryoprobe de 5mm. Une séquence 

quantitative zgpr30 a été utilisée avec 64k points acquisitions pendant 128scans. Le temps 

total de répétition entre les scans a été fixé à 7 secondes. La concentration de malate, de 

fumarate, d’aspartate et d’α-cétoglutarate a été quantifiée en fonction de leurs spectres 

RMN 1H-1D en utilisant le standard interne TSPd4.  

Notes :  

1. La quantification RMN est quantitative par elle-même, elle ne nécessite pas de 

rajouter de standard interne à l’intérieur de chaque expérience pour chaque 

métabolite a contrario de la spectrométrie de masse. Néanmoins il est 

nécessaire d’avoir une gamme étalon avec les métabolites à doser pour pouvoir 

appréhender l’impact de la préparation des échantillons sur la concentration 

finale mesurée. 

2.  L’un des problèmes majeurs de la détection de métabolites est leurs 

prévalences au sein des échantillons, la RMN est moins sensible que la 

spectrométrie de masse. Cependant, la RMN offre l’avantage d’être moins 

restrictive en termes de solvant et de concentration de sels dans les échantillons. 

Une grande quantité de sels est présente dans nos échantillons (à cause du PCA, 

KOMO ou RB) ne permettant pas l’utilisation de la spectrométrie de masse. 
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2.2.5.4.2  Discrimination des métabolites intra-mitochondriaux 

et extra-mitochondriaux. 

2.2.5.4.2.1 Collecte des échantillons. 

Afin de pouvoir déterminer quels sont les métabolites qui peuvent être produits, 

transportés, qui peuvent s’accumuler à l’intérieur des mitochondries, il est nécessaire de 

pouvoir discriminer les métabolites intra-mitochondriaux et extra-mitochondriaux. Pour 

cela, j’ai utilisé des stratégies de filtration à l’aide de filtre PVDF ou la filtration à l’aide 

d’huile. 

Les mitochondries cardiaques (800µg/ml) sont incubées dans du tampon RB-BSA 

avec les différentes conditions de substrats (Matériels et méthodes partie 2.2.2.1), 

l’Oroboros servant de chambre d’incubation. Les mitochondries sont incubées dans les 

mêmes conditions que celles décrites dans le Matériels et méthodes partie 2.2.5.1.2.  

2.2.5.4.2.2 Séparation du milieu intra et extra-mitochondrial. 

Une fois l’incubation faite, la totalité du tampon RB-BSA est prélevée (soit environ 

800µg de mitochondries). Les 1ml de mitochondries sont déposées sur une couche d’huile 

nommée AR-20-AP150 (6 : 4), composée d’un mélange de deux huiles : la Silicone oil AR 

20, (Sigma-Aldrich ; réf : 10836-100ML) et la Silicone oil AP 150 Wacker, (Sigma-Aldrich 

; réf : 50384-250ML-F) avec un ratio (6:4) (Figure 38). L’huile permet de créer une 

barrière physique séparant, d’une part, la fraction supérieure contenant les mitochondries 

et le milieu extra-mitochondrial, et de l’autre part, le solvant dans lequel seront transférée 

les mitochondries ayant traversées l’huile. Ce solvant se trouvant sous l’huile est soit du 

MIB, permettant de caractériser les mitochondries passées à travers l’huile (intégrité 

membranaire, rendement de passage à travers l’huile, soit du PCA 7% permettant d’arrêter 

toutes activités métaboliques des objets assez denses pour pouvoir passer l’huile 

(notamment les mitochondries). Une fois que les mitochondries ont été déposées sur l’huile, 

les tubes sont centrifugés 10min à 30000g à température ambiante. Par la suite, la fraction 

supérieure peut être prélevée et quenchée au PCA 7% afin de doser les métabolites du 

milieu extra-mitochondrial, notamment par analyse RMN. Enfin, un maximum de la 

fraction inférieure (de PCA ou DMSO) contenant les métabolites mitochondriaux est 

prélevé (en prenant garde de ne pas prélever d’huile et des protéines) soit pour être 

conservée au -80°C, soit pour tenter de quantifier l’OAA comme décrit dans le Matériels 

et méthodes partie 2.2.5.1.2.  
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Notes :  

1. En étant relargués à l’extérieur de la mitochondrie, les composés peuvent 

s’accumuler et être présents dans de fortes concentrations par rapport aux 

concentrations présentent à l’intérieur des mitochondries. Le volume matriciel 

des mitochondries étant intrinsèque à ces dernières (voir partie 5), il est 

nécessaire d’avoir les concentrations intra-mitochondriales pour avoir la 

concentration réelle des métabolites dans les mitochondries.  

2. Lors de la mise au point des expériences, il a été observé que les mitochondries 

peuvent passer la couche d’huile sans que leurs qualités ne soient altérées, avec 

un rendement approchant les 100% (par rapport à la respiration et à la quantité 

de protéines) (Figure 47).  

3.  Afin de savoir si certains métabolites comme l’OAA peuvent traverser l’huile 

par eux même, le même protocole a été suivi en remplaçant les mitochondries 

par de l’OAA. Le résultat de ces expériences montre que l’OAA n’est pas 

échangé entre les deux fractions.  

4.  Le meilleur contrôle permettant de savoir si la fraction supérieure s’est 

mélangé avec le solvant d’extraction (PCA) est le sucrose en RMN. S’il est 

détecté dans la fraction inférieure en RMN ou en spectrométrie de masse, c’est 

qu’il y a eu échange et donc que les métabolites intra-mitochondriaux sont 

contaminés avec les métabolites extra-mitochondriaux. 

5. Afin de rendre compatible cette stratégie avec la spectrométrie de masse, le 

PCA (composé de beaucoup de sel) a été remplacé par le DMSO. Les datas 

préliminaires montrent qu’il est possible d’avoir toujours trois phases, que les 

mitochondries peuvent traverser le DMSO. Il semble y avoir un problème lors 

de l’évaporation des échantillons en DMSO. Néanmoins, l’utilisation de DMSO 

ou d’acide formique peuvent être des pistes intéressantes à developper pour 

rendre cette technique compatible avec la spectrométrie de masse. 
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Figure 38. Illustration du protocole de séparation du milieu extra-mitochondrial et 

intra-mitochondrial grâce à la filtration sur huile.  
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 Article 1.  

3.1 Etat de l’art :  

Afin d’étudier le rôle fonctionnel des supercomplexes plusieurs modèles sont 

utilisés (1) ceux caractérisant la perte des supercomplexes induite par une forte diminution 

d’un complexe de la chaîne respiratoire (Moreno-Lastres et al., 2012; Protasoni et al., 

2020), et (2) ceux caractérisant la perte des supercomplexes induite par la perte d’un de 

leur facteur assemblage (partie 1.2.3.2) (Chen et al., 2012; Desmurs et al., 2015; Hock et 

al., 2020; Lapuente-Brun et al., 2013; Timón-Gómez et al., 2020). Ces modèles génétiques 

permettent d’étudier et d’observer une désorganisation ou une réorganisation des 

supercomplexes, mais génèrent de vifs débats au sein de la communauté scientifique. Et 

pour cause, ces modèles possèdent également une diminution drastique du niveau protéique 

de certains complexes, dont certains induisent un défaut bioénergétique massif (Hock et al., 

2020; Protasoni et al., 2020; Timón-Gómez et al., 2020; Vempati et al., 2009). Ces 

changements de stœchiométrie entre les différents complexes de la chaîne respiratoire ne 

permettent pas de déterminer si les capacités bioénergétiques, les remodelages, 

l’assemblage dépendent de la réorganisation des supercomplexes ou bien du changement 

de stœchiométrie entre les complexes. De plus, les facteurs d’assemblages étudiés induisent 

une diminution de l’enrichissement de certains supercomplexes mais pas une absence totale 

de ces derniers. Introduisant donc des nuances quant à leurs rôles : sont-ils des facteurs 

d’assemblages des supercomplexes, ou des facteurs intervenant dans la biogenèse ou la 

stabilité des complexes isolés. 

3.1.1 COX7A2L, la première protéine découverte comme étant 

impliquée dans le remodelage des supercomplexes de mammifère. 

Dans cette première partie de ma thèse, je me suis attaché à caractériser le rôle 

hautement controversé de COX7A2L, décrite comme permettant de modifier l’organisation 

supramoléculaire des supercomplexes. Cette protéine, initialement nommée COX7RP ou 

COX7AR, est l’acronyme de « Cytochrome c oxidase subunit VIIa polypeptide 2-like » 

également appelée SCAFI pour « supercomplex assembly factor 1 ». Elle possède un haut 

degré d’homologie avec la protéine COX7A, une protéine présente dans le complexe IV 

(Lapuente-Brun et al., 2013). L’étude du rôle de COX7A2L dans l’organisation des 
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supercomplexes a été initié par les travaux du Pr. ENRIQUEZ, qui a été le premier a 

proposé que cette protéine permettrait de moduler l’organisation des supercomplexes chez 

le mammifère (Lapuente-Brun et al., 2013). Pour cela, son équipe a solubilisé les protéines 

mitochondriales à l’aide de digitonine, et les supercomplexes ont été séparés par 

BN-PAGE. Par la suite, ils ont découpé les bandes du gel d’acrylamide contenant les 

supercomplexes pour analyser la composition protéique de chacune d’entre elles par 

spectrométrie de masse (Lapuente-Brun et al., 2013). Par cette stratégie, nommée 

« complexome profiling », ils ont pu mettre en évidence que COX7A2L semblait être 

présente dans les SC III2-IV et les respirasomes (SC I-III2-IV) mais pas dans les complexes 

III et IV isolés (Lapuente-Brun et al., 2013; Müller et al., 2016). Cette protéine interagirait 

préférentiellement avec le complexe III mais pourrait également interagir avec le 

complexe IV lorsque ceux-ci sont associés en supercomplexes. Des travaux plus récents 

sembleraient montrer que cette protéine est assemblée dans les étapes intermédiaires de 

formation du complexe III (pré-CIII non fonctionnel), alors qu’il semble s’associer avec le 

complexe IV lorsque celui-ci est pleinement assemblé (Figure 39) (Fernández-Vizarra and 

Zeviani, 2015; Pérez-Pérez et al., 2016).  

De plus, l’équipe du Pr. ENRIQUEZ a pu mettre en évidence l’existence de deux 

isoformes de COX7A2L : une forme longue, de 113 acide aminés, et une forme courte, de 

111 acide aminés, la première étant plus stable que l’autre (Lapuente-Brun et al., 2013). Ils 

ont pu observer que les fonds génétiques de souris CBA, 129, NZB et CD1 étaient 

Figure 39. Illustration du modèle d'assemblage du complexe III et de 

l'incorporation de COX7A2L dans ce dernier (Issue de la Figure 3G de l'Article 

1, Lobo-Jarne et al., 2018). 
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naturellement homozygotes pour l’isoforme longue alors que les fonds génétiques 

C57BL/6J et Balb/cJ, qui sont les fonds génétiques les plus utilisés, étaient homozygotes 

pour la forme courte. Le débat qui a découlé de cette observation provient de l’analyse du 

rôle de COX7A2L dans le fonctionnement des supercomplexes et du rôle de ces derniers 

dans le fonctionnement de la chaîne respiratoire. En effet, en comparant différents fonds 

génétiques de souris, ils ont observé que COX7A2L sous sa forme longue était nécessaire 

pour la formation des supercomplexes, notamment des SC III2-IV et, de manière 

surprenante, des respirasomes (SC I-III2-IV). De plus, ils ont observé que seule la 

réexpression de l’isoforme longue de COX7A2L, dans les lignées cellulaires possédant la 

forme courte, permettrait la formation de ces supercomplexes (Lapuente-Brun et al., 2013). 

Ils en ont donc déduit que seule l’isoforme longue était fonctionnelle. Ils ont, par la suite, 

utilisé ces différents fonds génétiques de souris pour étudier l’impact de la réorganisation 

des supercomplexes sur les caractéristiques bioénergétiques de ces lignées. Ils en ont déduit 

que les différences de flux de production d’ATP, ainsi que les différences de flux de 

consommation d’oxygène et de production de fumarate entre les fonds génétiques 

dépendaient de l’association en supercomplexe du complexe IV, liées à la présence de 

l’isoforme fonctionnelle de COX7A2L, s’affranchissant des nombreuses autres 

modifications génétiques et métaboliques existant et distinguant les différents fonds 

génétiques souris (Lapuente-Brun et al., 2013). 

3.1.2 Le « plasticity model ». 

Comme décrit en introduction, le modèle « solid state » propose que l’organisation 

supramoléculaire de la chaîne respiratoire canalise les transporteurs mobiles d’électrons. 

Cette canalisation permettrait, notamment, d’améliorer les capacités de la chaîne 

respiratoire et de favoriser le flux d’électrons provenant des complexes associés en 

supercomplexes (Partie 1.2.2). Par conséquent, d’après ce modèle, chez le mammifère, 

l’entrée des électrons par le complexe I serait favorisée sur ceux du complexe II, et 

l’association des complexes III et IV devrait améliorer le flux d’électrons. A partir du 

modèle « solid state » et d’après les observations obtenues dans leurs travaux, Pr. 

ENRIQUEZ a proposé un modèle alternatif, appelé « plasticity model », afin d’expliquer 

le fonctionnement de la chaîne respiratoire et du rôle de l’organisation supramoléculaire, 

notamment l’impact de COX7A2L sur les capacités des complexes, ainsi que sur la 

priorisation des flux d’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire. Il pose l’hypothèse, 

que COX7A2L permettrait de segmenter la chaîne respiratoire et ainsi de distinguer 
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plusieurs populations de complexes IV (Figure 40A). Le complexe IV, en étant associé ou 

non en supercomplexes, permettrait de donner des voies alternatives aux flux d’électrons 

provenant du complexe I associé ou du complexe II non associé. Dans ce modèle, lorsque 

l’isoforme courte de COX7A2L (non fonctionnelle) est exprimée, les complexes III et IV 

ne sont plus associés en supercomplexes, une seule population de complexes IV est donc 

présente. Ces derniers reçoivent tous les électrons de la chaîne respiratoire, provenant de 

toutes les ubiquinone oxydoréductases approvisionnées en substrats (Figure 40B). Lorsque 

l’isoforme longue (fonctionnelle) est exprimée, trois populations de complexe IV seraient 

présentes pour recevoir les électrons provenant : du complexe I (CIVNADH), du complexe II 

(CIVFAD) ou des deux (CIVboth) (Figure 40A).  

Figure 40. Illustration décrivant le « plasticity model » (Issue de Lapuente-Brun et al., 

2013). 

Ce modèle décrit l’implication fonctionnelle des isoformes de COX7A2L dans les 

remodelages des supercomplexes. La présence de l’isoforme longue permet de réguler 

l’association du complexe IV en supercomplexes et de générer trois populations de 

complexes IV recevant les électrons de diverses déshydrogénases (CIVNADH, CIVsucc, 

CIVBoth) (illustration de gauche, des souris CD1). Ce modèle montre l’association en 

supercomplexes du complexe I avec sa population d’ubiquinones, canalisant les électrons 

au sein des respirasomes (SC I-III2-IV) et des SC I-III2 (en bleu). Ces supercomplexes 

coexistent avec les SC III2-IV et les complexes II, III et IV libres. Les électrons provenant 

du complexe II, par les ubiquinones non canalisées (en jaune), passent spécifiquement par 

le SC III2-IV, mais partage avec le complexe I la population de complexe IV libre. 

L’isoforme courte de COX7A2L non fonctionnelle entraine une perte de l’association du 

complexe IV en supercomplexe (illustration de droite, des souris C57BL/6J), impliquant 

une seule population de complexes IV libre, recevant les électrons des complexes I et II. 
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Ils émettent l’hypothèse que ces différentes populations de complexes IV, associées 

en supercomplexe permettraient d’éviter la saturation du système avec les électrons 

provenant d’un seul des complexes, afin d’éviter le phénomènene de compétition entre les 

donneurs d’électrons décrit dans la partie 1.2.3.3.3, et donc permettraient d’optimiser 

l’oxydation de plusieurs substrats en même temps (Lapuente-Brun et al., 2013).  

De ces travaux ont découlés de nombreuses hypothèses sur le fonctionnement des 

supercomplexes (Acin-Perez and Enriquez, 2014), ainsi que sur leurs rôles physiologiques 

voire pathologiques (Protasoni and Zeviani, 2021). Cependant, ces travaux sont vivement 

remis en question, notamment à cause de la stratégie expérimentale reposant sur la 

comparaison de différents fonds génétiques de souris et par l’absence de réelles lignées 

knockout de COX7A2L. Ces résultats sont très débattus du fait qu’ils soient en contradiction 

avec ceux obtenues par plusieurs laboratoires indépendants, que ce soit pour le rôle de 

COX7A2L ou par rapport au modèle de fonctionnement des supercomplexes (Fedor and 

Hirst, 2018; Mourier et al., 2014a; Pérez-Pérez et al., 2016). 

3.2 Résumés des résultats de l’article. 

Mon premier article de thèse avait pour objectif de déterminer le rôle de COX7A2L 

dans l’organisation des supercomplexes et le rôle que pouvait jouer le désassemblage de 

ces derniers dans le fonctionnement de la chaîne respiratoire. C’est dans le cadre d’une 

collaboration avec les Pr. UGALDE et Pr. BARRIENTOS, que j’ai pu caractériser 

bioénergétiquement les premières lignées KO COX7A2L, sur deux modèles de lignées 

cellulaires immortalisées en culture : des cellules embryonnaires humaines de rein 

(HEK293), et des glioblastomes astrocitaires humains (U87). Mon travail dans ce projet a 

été de mettre en place une stratégie permettant de distinguer le flux respiratoire dépendant 

de l’activité du complexe I et du complexe II dans des conditions où les deux sont 

approvisionnés en électrons. Dans ces travaux, j’ai étudié les caractéristiques 

bioénergétiques de ces lignées afin de déterminer (1) si le remodelage des supercomplexes 

influençait les capacités bioénergétiques des cellules, (2) si la réorganisation des 

supercomplexes influencait le fonctionnement des complexes I et II et leurs capacités à 

alimenter la chaîne respiratoire en électrons, et (3) si des conditions de stress modifiaient 

la répartition du flux respiratoire provenant du complexe I et du complexe II, afin 

d’observer si la perte de COX7A2L limitait la flexibilité métabolique de ces chaîne 

respiratoire. 
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3.2.1 Mise en place du premier mutant COX7A2L. 

Les lignées stables KO COX7A2L ont été générées par le laboratoire du 

Pr. BARRIENTOS grâce à la technologie TALEN (transcription activator-like effector 

nucleases). Cette technologie permet d’insérer des erreurs dans un des codons du gène 

d’intérêt afin de rendre la protéine non fonctionnelle, voire absente. Une paire de TALEN 

a été générée pour cibler une séquence à l’intérieur du premier exon du gène COX7A2L 

(Article1 Figure 1A). Une sélection clonale ainsi que l’analyse protéique, par 

immunodetection de COX7A2L, d’une centaine de clones a été réalisé et cinq clones dans 

lesquels COX7A2L n’était plus exprimée ont été sélectionnés (Article1 Figure 1B).  

Cette stratégie a permis l’obtention du premier modèle de lignées cellulaires 

humaines dans lequel la protéine COX7A2L est absente de manière stable. L’utilisation de 

cellules en culture présente plusieurs avantages. Le premier étant l’expression ectopique 

des isoformes courtes ou longues de COX7A2L, permettant d’étudier le rôle de ces deux 

isoformes dans la structuration des supercomplexes. Le deuxième étant de pouvoir 

challenger le modèle en le stressant, en changeant la source de carbone ou en inhibant les 

complexes de la chaîne respiratoire, par exemple, afin d’étudier l’adaptabilité du système 

et le rôle de COX7A2L dans cette flexibilité métabolique.  

3.2.2 COX7A2L est nécessaire pour le maintien de certains 

supercomplexes. 

Une fois les clones sélectionnés, ils ont observé que COX7A2L était nécessaire pour 

le maintien ou la formation du SC III2-IV mais pas pour le respirasome (SC I-III2-IV), sur 

les lignées HEK et U87 par électrophorèse non dénaturante (BN-PAGE) (Article1 

Figure 1D), confirmant les résultats obtenus chez la souris (Mourier et al., 2014a; Pérez-

Pérez et al., 2016). L’isolement de mitochondries de cellules leur a permis d’enrichir et 

d’observer des supercomplexes moins abondants tels que les mégacomplexes, qui sont des 

respirasomes comportant une stœchiométrie des complexes supérieure à I1-III2-IV1 

(Article1 Figure 2A) (Bultema et al., 2009; Guo et al., 2017). Ils ont pu montrer que la 

perte de COX7A2L induit une diminution de la quantité de ces mégacomplexes, qui restent 

cependant toujours présents.  Ainsi, COX7A2L n’est pas nécessaire pour leurs formations, 

mais elle pourrait jouer un rôle dans la stabilisation de ces mégacomplexes. 

Ils ont pu observer que le désassemblage du SC III2-IV était corrélé avec une légère 

augmentation de la quantité de complexe III2 libre dans les KO, mais pas des autres 
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complexes de la chaîne respiratoire, comme le montre les activités enzymatiques (Article1 

Figure 2E). C’est donc le premier modèle permettant l’abolition absolue d’un type de 

supercomplexes sans affecter drastiquement la quantité des complexes de la chaîne 

respiratoire chez le mamifère.  

Pour aller plus loin, des expériences visant à étudier la cinétique d’assemblage des 

supercomplexes a été faite grâce à de la doxycycline. La doxycycline permet d’arrêter la 

traduction des protéines mitochondriales (Moreno-Lastres et al., 2012). Un traitement de 

plusieurs jours permet de drastiquement réduire la quantité des complexes de la chaîne 

respiratoire partiellement encodés par l’ADN mitochondriale, le niveau résiduel est 

inférieur à 5-10% par rapport à la condition non traitée. En effet, les sous-unités de la chaîne 

respiratoire codées par le génome mitochondrial sont essentielles pour le maintien des 

complexes I, III et IV de la chaîne respiratoire. Cette expérience permet d’observer les 

cinétiques de formation des différents supercomplexes par BN-PAGE (Article1 

Figure 3A-E). Les cinétiques d’assemblages montrent un léger retard dans la formation du 

complexe I et des respirasomes, bien que la cinétique d’assemblage du complexe IV ne soit 

pas affectée par l’absence de COX7A2L. Il semblerait également que l’augmentation de la 

quantité de complexe III2 ne soit pas seulement liée au désassemblage du SC III2-IV, mais 

pourrait être liée à une augmentation de la biogenèse du complexe III2. Néanmoins, ces 

données semblent confirmer que COX7A2L a un rôle sur le remodelage du SC III2-IV et 

le maintien des mégacomplexes, via celui de l’interaction entre les complexes III et IV. De 

plus, nos observations montrent que la formation des respirasomes est indépendante de 

COX7A2L, ainsi que du SC III2-IV. 

3.2.3 L’isoforme courte de COX7A2L ne permet pas le maintien 

du supercomplexe III2-IV chez l’humain. 

Chez l’humain, par opposition avec la souris, une seule forme de COX7A2L 

comportant 114 acides aminés a été répertoriée. Le COX7A2L humain est un homologue 

de la forme longue observée chez la souris. Afin d’étudier la possible implication d’une 

isoforme courte chez l’humain, par extension à l’isoforme courte observée chez la souris, 

nos collaborateurs ont généré une isoforme longue et une isoforme courte « artificielle » de 

COX7A2L humaine taguée avec un FLAG. Ils ont observé que l’expression de ces 

protéines n’allait pas influencer la quantité des complexes de la chaîne respiratoire 

(Article1 Figure 6A), ni la quantité des respirasomes (Article1 Figure 6C-D). Les 

expériences de gel natif deuxième dimension (2D-BN/SDS-PAGE) montrent que 



98 

 

l’isoforme courte n’affecte pas la liaison de COX7A2L avec le complexe III2 ou le 

SC I-III2, mais cette isoforme ne possède pas la capacité d’interagir avec le complexe IV 

ou de s’incorporer dans tous les supercomplexes contenant du complexe IV (Article1 

Figure 6B), à l’instar de ce qui a été précédemment décrit chez la souris (Pérez-Pérez et 

al., 2016). De plus, ils ont pu observer que, contrairement à l’isoforme courte, l’expression 

de l’isoforme longue dans les cellules KO permettait de restaurer le niveau de 

complexes III2, de mégacomplexes et de la formation du SC III2-IV (Article1 

Figure 6B-D). Ainsi, c’est l’interaction, médiée par COX7A2L, entre les complexes III2 et 

IV qui permet le maintien de tous ces paramètres et non pas la présence de COX7A2L dans 

le complexe III. 

3.2.4 La perte de COX7A2L n’affecte pas le fonctionnement de la 

chaîne respiratoire. 

Au cours de ce projet, j’ai caractérisé bioénergétiquement ces nouvelles lignées. J’ai 

notamment déterminé si les restructurations des supercomplexes, observées lors de la perte 

de COX7A2L, modifiaient l’activité de la chaîne respiratoire ou les capacités des 

complexes I et II à approvisionner en électrons la chaîne respiratoire.  

3.2.4.1 Stratégie expérimentale. 

Afin, d’étudier les capacités d’approvisionnement de la chaîne respiratoire par le 

complexe I et le complexe II, lorsqu’ils sont alimentés seuls ou simultanément, il est crucial 

de pouvoir contrôler l’approvisionnement en substrats de ces complexes. Pour ce faire, j’ai 

perméabilisées les cellules afin de fournir aux mitochondries les métabolites choisis, en 

concentration non limitante. Le succinate, par exemple, ne passe pas la membrane 

plasmique mais peut être transporté à l’intérieur des mitochondries, la perméabilisation des 

cellules permet donc d’approvisionner ad libitum le complexe II en substrats.  

Un autre de mes objectifs était de discriminer les flux respiratoires provenant du 

complexe I et du complexe II, dans des conditions où la chaîne respiratoire est 

simultanément approvisionnée en électrons par ces deux complexes. Pour cela, nous avons 

utilisé des inhibiteurs du complexe I, que sont la roténone ou la piericidine A (partie 

1.1.2.1.1.), des inhibiteurs du complexe II, que sont le malonate ou l’atpenine A5 (partie 

1.1.2.1.2), et également un inhibiteur du complexe III, qu’est l’antimycine A (partie 

1.1.2.1.4). Ce dernier permettant de déterminer que le flux respiratoire non inhibé par la 



 

99 

 

roténone et l’Atpenin A5 provient des autres ubiquinone oxydoréductases, telles que la 

mG3PDH (partie 2.1.4). 

3.2.4.2 Caractérisation bioénergétique des lignées cellulaires HEK et 

U87 KO COX7A2L. 

Dans un premier niveau d’analyse, j’ai pu caractériser (i) les capacités respiratoires 

provenant du complexe I lorsque le NADH est généré par les déshydrogénases matricielles 

(Pyruvate, Glutamate et Malate) et le complexe II est inhibé, et (ii) la respiration provenant 

du complexe II et de la mG3PDH en présence de succinate et de G3P et d’inhibiteurs du 

complexe I. J’ai pu mettre en évidence que la respiration provenant du complexe I était 2 

et 4 fois supérieure, pour les respirations phosphorylante et découplée, aux respirations 

dépendantes du complexe II (Article1 Figure 4A-D et 5F). De plus, en conditions 

découplées, les capacités respiratoires en présence des substrats des complexes I et II sont 

égales à la somme des capacités respiratoires des respirations spécifiques des complexes I 

et II isolées (Article1 Figure 4A-C). L’absence de COX7A2L n’induit aucune différence 

de flux respiratoires quels que soient les substrats respiratoires en présence, et ce, pour tous 

les états énergétiques étudiés (Article1 Figure 4A-C et 5F).  

Il est supposé que les supercomplexes pourraient permettre de favoriser le flux des 

électrons provenant des complexes associés (Schagger, 2000), ou bien limiter la 

compétition à l’entrée des électrons en optimisant le flux provenant des différentes 

ubiquinone oxydoréductases du système (Lapuente-Brun et al., 2013). L’utilisation 

d’inhibiteurs a permis d’observer que les respirations seulement dépendantes du 

complexe I (Article1 Figure 4A) ou du complexe II (Article1 Figure 4B) étaient égales 

aux respirations sensibles à l’inhibition des complexe I ou complexe II (Article1 

Figure 4C), lorsque les complexes sont simultanément approvisionnés en substrats. Les 

mitochondries, dans ces conditions, réoxydent donc le NADH et le succinate au maximum 

de leurs capacités, que les complexes soient approvisionnés séparément ou simultanément.  

En utilisant la stratégie d’inhibition, j’ai pu mettre en évidence que la répartition du 

flux respiratoire en substrats multiples est d’environ 70% de complexe I pour 25% de 

complexe II pour les lignées HEK, et d’environ 65% de complexe I pour 15% de complexe 

II pour les lignées U87, aucune différence dans la répartition des flux respiratoires n’est 

observable entre les lignées contrôles et KO COX7A2L (Article1 Figure 4D et Figure 5F). 

Cette observation montre que la réorganisation des SC III2-IV dans ces lignées n’affecte 

pas les capacités respiratoires des complexes I et II quels que soient les états respiratoires. 
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Cela suppose que le flux respiratoire du complexe II ne dépend pas de l’organisation 

supramoléculaire des complexes III et IV. Ceci tend à montrer qu’il n’y a pas de 

canalisation du cytochrome c entre ces complexes. De plus, les capacités de réoxydation 

du NADH et succinate étant maximales et indépendantes de la présence de COX7A2L, cela 

montre qu’il n’y a pas de phénomène de compétition à l’entrée des électrons entre les 

complexes I et II lié à la présence de différentes populations de complexes IV, comme 

supposé par le « plasticity model » (Lapuente-Brun et al., 2013).  

Afin de challenger le système pour étudier la flexibilité métabolique des chaînes 

respiratoires possédant ou non COX7A2L, le galactose a été utilisé comme source carbonée 

lors de la croissance des cellules pour solliciter le métabolisme mitochondrial (Robinson et 

al., 1992; Soderberg et al., 1980). Le galactose peut approvisionner la glycolyse par 

l’intermédiaire de la voie de Leloire, qui permet de transformer le D-galactose en glucose-

6-phosphate. Cependant, l’entrée du galactose dans les cellules étant beaucoup plus lente 

que celle du glucose, et la voie de Leloire étant plus lente que l’hexokinase, le métabolisme 

du galactose impose un frein cinétique à la glycolyse contraignant les capacités de celle-ci 

à maintenir le potentiel phosphate. Les cellules favorisent, par conséquent, le métabolisme 

mitochondrial pour générer l’ATP manquant. La croissance en galactose induit une 

augmentation de la respiration, mais là encore la contribution respective des complexes I 

et II dans l’approvisionnement en électrons de la chaîne respiratoire reste inchangée 

(Article1 Figure 5F). De plus, la répartition des flux provenant du complexe I et du 

complexe II sont les mêmes que ceux observés en glucose (Article1 Figure 5F, données 

non montrées pour les HEK). La respiration provenant du complexe I est trois fois 

supérieure à celle du complexe II, et aucune différence n’est notable entre les lignées 

(Article1 Figure 5F). Ainsi, COX7A2L ne semble pas impacter les capacités respiratoires 

lorsque le métabolisme mitochondrial est favorisé, il ne semble pas non plus rediriger les 

flux de consommation d’oxygène entre les complexes I et II. 

Afin d’étudier la réorientation des flux respiratoires et la possible compensation de 

respiration liée à une défaillance d’un des deux complexes, comme supposé par le 

« plasticity model », les cellules ont été cultivées pendant 48h en présence d’un inhibiteur 

du complexe I, la piericidine A. Les concentrations de l’inhibiteur ont été optimisées pour 

que la totalité du flux respiratoire lié au complexe I soit abolie. Dans ces conditions, aucun 

flux respiratoire provenant du complexe I n’est détectable, la totalité du flux respiratoire 

provient du complexe II ou de la mG3PDH (Article1 Figure 4G). Dans ces conditions, les 

capacités respiratoires du complexe II et de la mG3PDH restent inchangées entre les 
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cellules qui ont été cultivées avec l’inhibiteur du complexe I et les cellules cultivées sans 

traitement (Article1 Figure 4B-G). De plus, aucune différence significative entre les 

lignées contrôle ou KO COX7A2L n’est observable. Il n’y a donc pas de mécanisme 

permettant de compenser, même partiellement, la perte de respiration liée au complexe I 

par la respiration liée au complexe II comme supposé par Pr. ENRIQUEZ (Lapuente-Brun 

et al., 2013). Cette dernière observation démontre une nouvelle fois qu’il n’y a pas 

différentes populations de complexes IV. Si l’absence de COX7A2L induisait un partage 

du même pool de complexe IV par le complexe I et II, l’inhibition de la respiration liée au 

complexe I devrait être compensée par respiration provenant du complexe II.  

3.3 Discussion.  

L’étude de la protéine COX7A2L dans le remodelage et dans la compréhension du 

rôle des supercomplexes est un débat crucial qui a donné lieux à de nombreuses études, 

dont les résultats sont contradictoires. L’un des points de discorde provient du remodelage 

des supercomplexes impliqué par COX7A2L. Ce travail a permis de démontrer le rôle de 

cette protéine dans la formation et/ou le maintien des SC III2-IV. Cependant, son rôle dans 

le maintien des autres supercomplexes, dont le respirasome n’est pas avéré, confirmant les 

travaux sur tissus murins (Mourier et al., 2014a; Pérez-Pérez et al., 2016), et infirmant les 

travaux pionniers du domaine (Lapuente-Brun et al., 2013). De plus, l’obtention du KO 

COX7A2L a permis de clairement démontrer que COX7A2L co-migrait avec les 

complexes III2 et IV isolées ou associés en supercomplexe, confirmant des expériences 

antérieurs du laboratoire sur souris (Pérez-Pérez et al., 2016). Dans cet article, il a été décrit 

que COX7A2L était une protéine du complexe III qui était assemblée dans un 

pré-complexe III avant l’ajout de la protéine RISP (Figure 39), son interaction avec le 

complexe IV se faisant seulement lorsque ce dernier était totalement formé (Pérez-Pérez et 

al., 2016).   

Comme décrit dans l’introduction (partie 1.2.3.3.2) l’une des fonctions possibles 

des supercomplexes peut être liée à la formation et la maturation des complexes de la chaîne 

respiratoire. L’étude des complexes I, III et IV montrent qu’ils se forment dans leur 

intégralité (pas de sous-assemblage), dans des proportions qui sont les mêmes que celles 

observées dans la lignée contrôle pour les complexes I et IV (article 1 Figure 2E et 3E). Il 

semblerait donc que COX7A2L ainsi que les SC III2-IV n’aient pas d’effet sur la quantité 

des complexes de la chaîne respiratoire. Cependant, l’absence de COX7A2L induit une 
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augmentation du niveau de complexe III2. Dans l’article, l’hypothèse est qu’une 

augmentation de la biogenèse du complexe III2 ainsi que le désassemblage des 

supercomplexes pourraient expliquer cette augmentation. Il semblerait donc que 

COX7A2L, en permettant la formation du SC III2-IV, contrôle la quantité de complexe III2 

libre.  

Nos expériences semblent indiquer également que le mécanisme de formation des 

supercomplexes et notamment des respirasomes est indépendant de COX7A2L et du 

SC III2-IV. L’effet de l’absence de COX7A2L observé sur les mégacomplexes semble tenir 

d’avantage d’une diminution de stabilité de ces derniers liés à la perte de COX7A2L, que 

d’un rôle du SC III2-IV dans leur formation car ils peuvent toujours se former. De plus, la 

réexpression de la forme longue de COX7A2L dans le KO permet de retrouver un niveau 

de complexe III2 semblable à celui observé dans la lignée contrôle, alors que la réexpression 

de l’isoforme courte non fonctionnelle n’impact pas ces paramètres.  

La réexpression ectopique de COX7A2L dans le KO a permis de mieux comprendre 

le rôle des isoformes longue et courte (homologue de celle présente chez la souris). Nos 

expériences démontrent que l’isoforme courte peut toujours s’incorporer dans le 

complexe III, mais n’a plus la capacité d’interagir avec le complexe IV, induisant la perte 

du SC III2-IV, ainsi qu’une diminution du niveau des mégacomplexes, sans affecter la 

formation des respirasomes. L’absence de l’isoforme courte dans tous les supercomplexes 

comportant un complexe IV, bien que le complexe III soit présent, pose question (article 1 

Figure 6B). Il semble y avoir plusieurs populations de complexe III, ceux possédant 

l’isoforme courte de COX7A2L ne pouvant intéragir avec le complexe IV et ceux ne le 

possédant pas et pouvant former des supercomplexes avec le complexe IV. Cette 

observation suppose qu’il pourrait y avoir, au sein du même système, des complexes III 

avec des compositions différentes. La perte de ces deux acides aminés dans l’isoforme 

courte pose question sur leur rôle dans l’interaction avec le complexe IV : 1) sont-ils 

impliqués dans une intéraction directe avec le complexe IV ou 2) induisent-ils un 

changement structural de COX7A2L qui altère sa fonction de connecteur avec le 

complexe IV, de manière directe ou indirecte. Il est possible de penser que les mutations, 

présentes dans l’isoforme courte, induisent un changement conformationnel de la protéine, 

et/ou du complexe III, qui ne permettrait pas, voire empêcherait, l’interaction entre le 

complexe III et le complexe IV. Si tel est le cas, il se pourrait que les complexes III, 

possédant COX7A2L, soient remplacés, dans les supercomplexes comportant un 

complexe IV, par des complexes III ne le possédant pas. L’association en supercomplexe 
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avec cet autre pool de complexes III pourrait être permise par le complexe I, ce qui 

expliquerait que les respirasomes peuvent se former, mais que les SC III2-IV ne le peuvent 

pas. Cette hypothèse permettrait d’expliquer pourquoi COX7A2L est présent dans les 

respirasomes mais n’est pas essentiel pour leur formation. Ceci laisse à penser également 

que les différents types de complexes III pourraient être spécifiques de la formation, 

maintien, et/ou stabilité de certains supercomplexes, comme avec les complexes III 

possédant COX7A2L qui sont essentiels de la formation du SC III2-IV. 

La conséquence de la structuration en supercomplexes sur le fonctionnement de la 

chaîne respiratoire est une autre notion clé du débat pour la compréhension du rôle de ces 

derniers. Cette organisation supramoléculaire est supposée permettre la canalisation des 

transporteurs mobiles d’électrons, induisant un effet sur les capacités respiratoires des 

complexes I et II, et également de la provenance des électrons au sein de la chaîne 

respiratoire.  Mes expériences montrent que la perte du SC III2-IV ou de la diminution de 

la quantité des mégacomplexes, liées à l’absence de COX7A2L, n’impactent pas les 

capacités respiratoires des complexes I et II de ces cellules, et ceux, quelles que soient les 

conditions. En observant les modèles de « solid state » (Figure 20) et de plasticity model 

(Figure 40) (Lapuente-Brun et al., 2013; Schagger, 2000), s’il y a une canalisation du 

cytochrome c, le flux d’électrons provenant du complexe II devrait être affecté par la perte 

de ce SC III2-IV, ce qui n’est pas le cas. Il semblerait donc que ce supercomplexe ne 

canalise pas le cytochrome c et n’impact pas les capacités des complexes I et II. Ces 

résultats vont dans le sens des travaux réalisé chez S. cerevisiae décrivant que le 

cytochrome c n’est pas canalisé (partie 1.2.3.3.1.2) (Boumans et al., 1998; Gupte et al., 

1984; Trouillard et al., 2011).  

L’autre interrogation du rôle des supercomplexes provient de l’impact de ces 

derniers sur le flux d’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire. En effet, la présence 

simultanée des substrats des complexes I et II implique que la chaîne respiratoire puisse 

réoxyder les deux au maximum de leurs capacités ou doivent privilégier l’un par rapport à 

l’autre. Mes données montrent que la répartition du flux provenant de l’activité des 

complexes I et II reste inchangée que COX7A2L soit présente ou non (Article1 Figure 4D 

et 5F). Pr. ENRIQUEZ a décrit dans son « plasticity model » que la segmentation du 

complexe IV en plusieurs pools allait permettre d’éviter un phénomène de compétition à 

l’entrée des électrons, évitant que l’oxydation d’un substrat prennent le monopole sur les 

autres (Lapuente-Brun et al., 2013). Toujours d’après ce modèle, l’absence de COX7A2L 

devrait abolir la segmentation du complexe IV, et induire un seul pool de complexe IV 
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disponible pour recevoir les électrons provenant des complexes I et II, induisant de facto 

une compétition entre les donneurs d’électrons (Figure 40) (Lapuente-Brun et al., 2013). 

Mes observations ne vont pas dans ce sens et démontrent que, COX7A2L et le SC III2-IV 

ne possèdent pas de rôle fonctionnel dans les capacités ou dans un phénomène de 

compétition entre la réoxydation du NADH et succinate. 

 Pour conclure, le KO COX7AL est le premier modèle permettant d’étudier le rôle 

des supercomplexes en s’affranchissant des variations d’enrichissement des complexes de 

la chaîne respiratoire. Notre étude semble montrer qu’il n’y a pas de corrélation entre les 

remodelages de supercomplexes, induit par la perte de COX7A2L, et les caractéristiques 

bioénergétiques de la chaîne respiratoire étudiées, notamment des capacités respiratoires 

des complexes I et II. Notre étude donne des arguments supplémentaires permettant de 

réfuter le « plasticity model » et le rôle des SC III2-IV dans la canalisation du cytochrome c. 

Cependant, cette étude laisse entrevoir un peu plus le rôle des supercomplexes dans la 

formation, le maintien des complexes de la chaîne respiratoire, ainsi qu’une flexibilité 

quant à la composition des complexes associés dans les supercomplexes. Le KO COX7A2L 

permet d’étudier le rôle des supercomplexes sur la partie terminale de la chaîne respiratoire, 

néanmoins la question du rôle fonctionnel de l’association du complexe I en supercomplexe 

reste ouverte et ne peut être appréhendée par ce modèle.  
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SUMMARY

The mitochondrial respiratory chain is organized
in a dynamic set of supercomplexes (SCs). The
COX7A2L protein is essential for mammalian SC
III2+IV assembly. However, its function in respirasome
(SCs I+III2+IVn) biogenesis remains controversial.
To unambiguously determine the COX7A2L role,
we generated COX7A2L-knockout (COX7A2L-KO)
HEK293T and U87 cells. COX7A2L-KO cells lack SC
III2+IV but have enhanced complex III steady-state
levels, activity, and assembly rate, normal de novo
complex IV biogenesis, and delayed respirasome for-
mation. Nonetheless, the KOs have normal respira-
some steady-state levels, and only larger structures
(SCs I1-2+III2+IV2-n or megacomplexes) were unde-
tected. Functional substrate-driven competition as-
says showed normal mitochondrial respiration in
COX7A2L-KO cells in standard and nutritional-, envi-
ronmental-, and oxidative-stress-challenging condi-
tions. We conclude that COX7A2L establishes a regu-
latory checkpoint for the biogenesis of CIII2 and
specific SCs, but the COX7A2L-dependent MRC re-
modeling is essential neither to maintain mitochon-
drial bioenergetics nor to cope with acute cellular
stresses.
INTRODUCTION

The mitochondrial respiratory chain (MRC) consists of four enzy-

matic multimeric complexes (CI to CIV) and two mobile electron

carriers (coenzyme Q and cytochrome c), which catalyze elec-

tron transfer from reducing equivalents (NADH and FADH2) to

molecular oxygen. The process is coupled to the generation

of a proton gradient that drives ATP synthesis by the ATP syn-
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thase through oxidative phosphorylation (OXPHOS). The pro-

ton-pumping complexes (CI, CIII, and CIV) can assemble into

higher supramolecular structures known as supercomplexes

(SCs) (Cruciat et al., 2000; Schägger and Pfeiffer, 2000).

Mammalian CI is primarily found assembled in SCs, either inter-

acting with the CIII dimer (CIII2) to formSC I+III2, or with both CIII2
and CIV to form SC I+III2+IV1, to which additional CIV monomers

can be added. These structures are known as the respirasomes

(Schägger and Pfeiffer, 2000), since they were initially proposed

to contain all the components required to transfer electrons

from NADH to molecular oxygen (Acı́n-Pérez et al., 2008). In

addition, CIII2 and CIV form the scarce SC III2+IV that coexists

with the relatively abundant SCs I+III2+IV0-4, as well as with

CIII2, CIV2, and monomeric CIV (Lobo-Jarne and Ugalde, 2018).

The structural and functional organization of the MRC com-

plexes is currently considered to be dynamic, where the propor-

tion of free complexes and SCs is possibly modulated to adapt

ATP production to changing cellular metabolic demands and

environmental conditions (Acin-Perez and Enriquez, 2014).

However, the functional roles of the SCs remain intriguing. The

general arrangement of the MRC in SCs was initially suggested

to confer catalytic advantages to the system, as it was proposed

to enhance the electron flux through substrate channeling (Bian-

chi et al., 2004), and to allow optimization of the available

metabolic substrates via partitioned coenzyme Q and cyto-

chrome c pools (Lapuente-Brun et al., 2013). However, direct

spectroscopic studies argued in favor of single coenzyme

Q and cytochrome c pools (Blaza et al., 2014; Trouillard et al.,

2011), and a definitive demonstration that quinone and quinol

diffuse freely in and out of SCs has recently come from studies

that incorporated an alternative quinol oxidase into mammalian

heart mitochondrial membranes and showed to establish a

competing pathway for quinol oxidation (Fedor and Hirst,

2018). Therefore, the catalytic relevance of the SCs remains

questioned (Lobo-Jarne and Ugalde, 2018; Milenkovic et al.,

2017). In addition, the I+III2+IVn respirasomes have been pro-

posed to stabilize CI (Moreno-Lastres et al., 2012; Schägger

et al., 2004) and to prevent the production of CI-derived reactive
uthor(s).
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oxygen species (ROS) (Maranzana et al., 2013). The recently

defined high-resolution cryoelectron microscopy (cryo-EM) re-

constructions of the mammalian respirasome (Gu et al., 2016;

Letts et al., 2016; Sousa et al., 2016; Wu et al., 2016) are ex-

pected to be instrumental to unveil the potential functional prop-

erties of the SCs. Structural studies of the SC I+III2+IV1 from

bovine, ovine, and porcine heart mitochondria showed that CIV

is positioned at the distal end of the membrane arm of CI and

adjacent to CIII2. In addition, structural analyses in HEK293 cells

showed the first architecture of the human respirasome, as well

as the arrangement of the MRC complexes in a novel circular

structure termed the megacomplex I2+III2+IV2 (Guo et al.,

2017), where CIII2 forms a central core surrounded by two copies

each of CI and CIV. The availability of these structures has only

reinforced the intrigue about the biogenetic mechanisms and

players that trigger the formation of the SCs. Besides the pres-

ence of the phospholipid cardiolipin (Mileykovskaya and

Dowhan, 2014), SCs formation requires the action of specific as-

sembly factors both in yeast (Chen et al., 2012; Singhal et al.,

2017; Strogolova et al., 2012; Vukotic et al., 2012) and mammals

(Chen et al., 2012; Davoudi et al., 2016; Ikeda et al., 2013; La-

puente-Brun et al., 2013; Mourier et al., 2014; Pérez-Pérez

et al., 2016), although their specific functions remain under

debate.

A controversial case involves the role of the protein COX7A2-

like (COX7A2L, SCAFI, or COX7RP), highly homologous to the

CIV subunit COX7A. COX7A2L was initially proposed to be cen-

tral for the inclusion of CIV in SCs III2+IV and I+III2+IV1-4

(Lapuente-Brun et al., 2013). Two COX7A2L variants were de-

tected in commonly used laboratory mouse strains: a full-length

113-amino acids (long) protein present in CD1 mice, and a 111-

amino acids (short) protein present in the C57BL/6 and BALB/c

strains that missed two conserved residues (V72-P73) important

for its stability and function in SCs formation (Lapuente-Brun

et al., 2013). However, several groups reported the presence

of respirasomes in C57BL/6 mice (Barrientos and Ugalde,

2013; Ikeda et al., 2013; Lapuente-Brun et al., 2013; Mourier

et al., 2014; Williams et al., 2016), and cultured human cells

silenced for COX7A2L expression also showed a specific

requirement of COX7A2L for SC III2+IV assembly but not for

respirasomes accumulation (Pérez-Pérez et al., 2016). These

studies highlighted the preferential interaction of COX7A2L

with CIII2 and to aminor extent withmonomeric CIV (Pérez-Pérez

et al., 2016), which suggested an additional CIII-related mecha-

nism of action for COX7A2L. There is currently a consensus that

the full-length COX7A2L is required to promote SC III2+IV forma-

tion and that it does so by binding independently to both CIII2
and CIV (Cogliati et al., 2016; Pérez-Pérez et al., 2016; Zhang

et al., 2016). It is also agreed that COX7A2L depletion does not

affect the accumulation of the respirasomes I+III2+IV1-4 in

some mouse tissues such as heart, as well as in COX7A2L-

silenced human cells (Mourier et al., 2014; Pérez-Pérez et al.,

2016;Williams et al., 2016). Interestingly, the short COX7A2L iso-

form in C57BL/6 mice induced tissue-specific differences in the

levels of the larger respirasomes I+III2+IV2-4, which were less

abundant in liver than in heart mitochondria (Williams et al.,

2016). Even the respirasome I+III2+IV1 was shown to be unstable

in some tissues according to some reports (Cogliati et al., 2016),
but not to others (Davoudi et al., 2016; Mourier et al., 2014; Sun

et al., 2016; Williams et al., 2016). Based on proteomics ana-

lyses of the SCs subunit composition, it was hypothesized that

the expression of tissue-specific isoforms of CIV subunits

(e.g heart-muscle/liver COX7A1/COX7A2) could substitute

COX7A2L in the respirasomes, inducing slight structural alter-

ations in the CIV holocomplex that would differentially affect

the assembly of the SCs in the presence of a specific COX7A

variant (Cogliati et al., 2016), a possibility that remains to be

experimentally demonstrated.

To unambiguously determine the function of COX7A2L in the

organization of the human respiratory chain, we have used tran-

scription activator-like effector nucleases (TALENs) technology

to generate stable human COX7A2L-knockout (COX7A2L-KO)

lines in HEK293T and in glioblastoma U87 cells, which were

complemented either with the wild-type (WT) human COX7A2L,

or with amutant variant carrying an in-frame 6-bp deletion similar

to that previously identified in the C57BL/6 mouse strain. Our re-

sults confirm that WT (long) COX7A2L is specifically required for

the assembly of SC III2+IV and the accumulation of megacom-

plexes, but dispensable for respirasome (or SCs I+III2+IV1)

biogenesis, and reconcile an array of previous observations.

De novo assembly studies show that COX7A2L regulates the as-

sembly kinetics of the respirasomes probably through the mod-

ulation of CIII2 levels. Biochemical data also demonstrate that

the mutant COX7A2L variant does not support SC III2+IV assem-

bly because, despite being able to bind to both CIII2 and SC

I+III2, it cannot interact with CIV or CIV-containing SCs. Func-

tional substrate competition assays showed no differences in

mitochondrial respiration between control and COX7A2L-KO

cells, even under conditions of nutritional, environmental, or

oxidative cellular stress. We conclude that by preventing the for-

mation of SC III2+IV, COX7A2L establishes a checkpoint for

the regulation of CIII2 levels and its incorporation into specific

SCs. Most importantly, COX7A2L promotes MRC remodeling

without affecting mitochondrial bioenergetics.

RESULTS

TALEN-Mediated Generation of COX7A2L-KO Cell Lines
To determine the requirement of human COX7A2L for mito-

chondrial SCs formation, and specifically for the assembly of

the respirasomes, we used the TALEN gene-editing approach

(Christian et al., 2010; Li et al., 2011) to create stable human

COX7A2L-KO lines in HEK293T (human embryonic kidney)

cells. A TALEN pair was designed to target a region within the

first exon of the COX7A2L gene immediately downstream the

start codon (Figure 1A). We co-transfected HEK293T cells

with the TALEN pair, and subsequently, single clones were iso-

lated by size cell sorting and analyzed for mutations leading to

COX7A2L protein loss. More than 100 clones were screened

by immunoblotting from cell extracts using a specific anti-

COX7A2L antibody. We selected five promising candidates

that completely lack the COX7A2L protein (Figure 1B). The

COX7A2L gene was sequenced in two of these clones and

found to carry KO mutations. Clone KO1 (C2E11) is homozy-

gous and clone KO2 (C1C3) is compound heterozygous, both

carrying COX7A2L alleles with short deletions involving the
Cell Reports 25, 1786–1799, November 13, 2018 1787



Figure 1. TALEN-Mediated Generation of

COX7A2L-KO Clones in HEK293T Cells

(A) Schematic representation of the first exon of the

COX7A2L locus and the sequences of recognition

sites of the two TALEN pairs.

(B) Immunoblot analysis of the steady-state levels

of COX7A2L in HEK293T (WT) and TALEN-trans-

fected HEK293T cell lines. VDAC was used as a

loading control.

(C) COX7A2L alleles in TAL-COX7A2L clones. The

DNA numbering refers to the coding sequence (c.)

and the protein (p.) number to the predicted full

polypeptide (den Dunnen and Antonarakis, 2000).

C, compound; Mut, mutant; Hetero, heterozygous;

Homo, homozygous; del, deletion; -, position before

starting ATG.

(D) BN-PAGE analysis of whole cells extracted with

digitonin (detergent/protein ratio, 4:1) separated in

a 4%–8% linear gradient polyacrylamide gel, fol-

lowed by CI in-gel activity (IGA) or immunoblotting

with the indicated antibodies. The identity of MRC

complexes and SCs is indicated in the margins.

MegaC,megacomplexes probably containingmore

than one copy of CI, CIII2, and CIV.

See also Figure S1.
start codon and leading to the complete absence of COX7A2L

(Figure 1C).

COX7A2L-KO Cells Display Absence of SC III2+IV with
Normal Respirasome Levels and Increased CIII2 Levels
and Activity
To analyze the pattern of supramolecular assemblies of MRC

complexes resulting from the total absence of COX7A2L in hu-

man cells, we performed a first exploration in digitonin-solubi-

lized cell extracts fromWT andCOX7A2L-KO cells by blue native

(BN)-PAGE followed by CI-in gel activity (IGA) and immunoblot-

ting. Our results unambiguously show that human COX7A2L is

essential for the formation of SC III2+IV, but its loss does not

affect the basic respirasome (or SCs I+III2+IV1) that accumulates

equally in WT and KO cells (Figure 1D). Similar results were ob-

tained when using mitochondria-enriched fractions from WT

HEK293T, KO1, and KO2 clones (Figure 2A). However, some

scarce SCs larger than the basic respirasome I+III2+IV1, occa-

sionally appeared to be at lower levels in some experiments

with HEK293T cells. These SCs could contain multiple CIV units

(I+III2+IV2-4) but are also compatible with the recently described

respiratory megacomplex I2+III2+IV2 (Guo et al., 2017). For

simplification, in the figures we have labeled them as MegaC

(megacomplexes). The loss of these larger SCs was clearly re-
1788 Cell Reports 25, 1786–1799, November 13, 2018
produced in a different model of human

COX7A2L-KO in U87 glioblastoma cells

(see below), suggesting that these MRC

structures fail to assemble in the absence

of functional COX7A2L, but might also be

more labile than in WT mitochondria.

To assess whether the stability of the

respirasomes depends on COX7A2L, we

exposed mitochondria-enriched fractions
from WT and COX7A2L-KO cells to varying concentrations of

digitonin and analyzed the extracts by BN-PAGE followed by

CI- and CIV-IGAs or immunoblotting (Figure S1). Stringent SCs

extraction conditions using increasing (4–40 mg/mg) digitonin-

to-protein ratios (Figure S1A) led to a parallel disintegration of

the respirasomes (SCs I+III2+IVn) and consequent accumulation

of SC I+III2 and free CI in both cell types. Only when we used an

extremely harsh 40 mg/mg digitonin:protein ratio were the respi-

rasomes slightly more unstable inCOX7A2L-KO than inWT cells.

Milder SCs extraction conditions using decreasing (4–1 mg/mg)

digitonin-to-protein ratios, revealed no differences in the levels

of SC I+III2+IV1 between COX7A2L-KO and WT cells (Fig-

ure S1B), but a clear decrease in the abundance of larger SCs

(indicated with an asterisk) in COX7A2L-KO cells (Figures 2A

and 2B), further suggesting that COX7A2L may be required for

the normal assembly or stability of these megastructures. On

the contrary, the abundance and stability of monomeric and

dimeric CIV were not affected by the absence of COX7A2L (Fig-

ures 2A and 2B).

We next used a two-dimensional (2D)-BN/SDS-PAGE system

to analyze in detail the pattern of SCs in COX7A2L-KO cells and

the co-localization of COX7A2L with all MRC structures in WT

cells. Although we had previously reported that COX7A2L asso-

ciates with pre-CIII2 before the incorporation of the RISP subunit



Figure 2. COX7A2L-KO Cells Display Absence of SC III2+IV with Normal Respirasome Levels and Altered Accumulation of CIII2
The effect of COX7A2L absence on MRC complex assembly was investigated in two COX7A2L-KO clones, clone 1 (KO1) and clone 2 (KO2), compared with the

control HEK293T cells (WT).

(A) Mitochondria extracted with a digitonin/protein ratio of 4:1 (g/g) and analyzed by BN-PAGE, followed by CI- and CIV-IGA assays, or alternatively, by

immunoblotting using the indicated antibodies.

(B) Subsequent 2D-BN/SDS-PAGE and immunoblot analyses were performed with antibodies against COX7A2L and the indicated OXPHOS subunits.

(C) To address the relative amount of CIII2 in COX7A2L-KO cells, the signals from the CORE2 antibody from four BN-PAGE experiments were quantified by

densitometry, normalized by CII, and indicated as mean ± SD.

(D) BN-PAGE analyses in whole-cell extracts prepared in the presence of digitonin (detergent/protein ratio, 4:1) or 1% lauryl maltoside (LM). The CIII2 signals were

quantified and normalized by CII using the histogram function of the Adobe Photoshop program on digitalized images, and the values were expressed relative to

the control. Error bars represent the mean ± SD of four independent experiments.

(E) Spectrophotometric measurements of the individual activities of MRC complexes I to IV (CI–CIV) in WT and COX7A2L-KO cells. Enzyme activities are ex-

pressed as cU/U citrate synthase (CS). Error bars represent the mean ± SD of four repetitions. *p < 0.05; **p < 0.01. MegaC, megacomplexes probably containing

more than one copy of CI, CIII2, and CIV. I+III2+IVn, SCs containing CI, CIII2, and CIV. I+III2, SC containing CI and CIII2. III2+IV, SC containing CIII2 and CIV. III2,

complex III dimer (CIII2). IV, complex IV; IV2, complex IV dimer (CIV2). II, complex II. Subcomplexes that contain COX1 and COX4 are indicated. Apparent

subcomplexes that contain CORE2 are antibody artifacts that disappear in 2D-BN/SDS-PAGE gels.

See also Figure S2.
(Pérez-Pérez et al., 2016), RISP assembly is not affected in

COX7A2L-KO cells as it was detected in CIII2, and in SCs I+III2
and I+III2+IV1-n (Figure 2A). However, the accumulation of CIII2
was significantly increased by �2-fold in the absence of
COX7A2L (Figures 1D, 2A–2D, S1A, and S1B). The increase in

CIII2 levels was not only a consequence of redistribution from

the unassembled SC III2+IV. A boost in CIII2 levels was detected

when using COX7A2L-KO mitochondrial extracts prepared not
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Figure 3. COX7A2L-KO Cells Have Enhanced Rate of De Novo CIII2 Biogenesis and Delayed Respirasomes Formation

(A–E) HEK293T (WT) andCOX7A2L-KO clone 1 (KO1) cells were cultured for 8 days in the presence of 15 mg/mL doxycycline and collected at different time points

(0, 6, 15, 24, 48, 72, and 96 hr) after doxycycline removal. Mitochondria prepared from these samples were extracted with a digitonin/protein ratio of 4 g/g and

analyzed by BN-PAGE in combination with (A) CI-IGA assays or (C) immunoblotting with the indicated antibodies. (B) Mean CI activity recovery after doxycycline

removal quantified from (A).

(C) Mean incorporation rates of CORE2 subunit in CIII2, and of COX1 (not shown) and COX5A subunits in CIV and CIV2, or their assembly kinetics in the I+III2+IV1-n

respirasomes.

(D) The signals from three independent experiments (as in C) for WT and KO cells were quantified and normalized by CII. Time point values are expressed as

percentages of the untreated cells (SS) and indicated asmeans ± SD. *p < 0.05, **p < 0.01. I+III2+IVn, SCs containing CI, CIII2, and CIV. III2+IV, SC containing CIII2
and CIV; III2, complex III dimer (CIII2); IV, complex IV; IV2, complex IV dimer (CIV2); II, complex II.

(E) For two doxycycline experiments, samples were analyzed by SDS-PAGE for the steady-state levels of CIII subunits CORE2 and RISP. On the right panel, the

signals were quantified and plotted as ratio of SDHA. The values for the two independent experiments did not differ by more than 5%.

(legend continued on next page)
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only in the presence of digitonin but also in the presence of lauryl

maltoside (Figure 2D), which disrupts SC integrity, indicating that

the total amount of assembled CIII2 is increased. In agreement,

spectrophotometric measurements of MRC enzyme activities

showed that CIII activity was specifically enhanced by �40%

in the KOs (Figure 2E), consistent with the accumulation of

CIII2 in these cells.

All of the phenotypes described in COX7A2L-KO cells in this

section, particularly the absence of SC III2+IV and the accumula-

tion of CIII2, were specific since they were restored by the over-

expression of recombinant COX7A2L-Myc-DDK in both KOs

(Figures S2A–S2C), thus eliminating the possibility of off-target

effects that could have arisen during the COX7A2L gene disrup-

tion. Tagged-COX7A2L incorporated into the same MRC struc-

tures as the endogenous COX7A2L (Figure S2B), and its mild

overexpression (2- to 3-fold) did not induce any aberrant pheno-

type (Figure S2).

COX7A2L-KOCells Display a Boost in CIII2 Biogenesis in
Parallel with Slower Respirasome Assembly Kinetics
We next analyzed the assembly kinetics of MRC complexes and

SCs by doxycycline-induced reversible inhibition of mitochon-

drial translation in WT and COX7A2L-KO cells. Doxycycline

was removed from the cell culture media after 6 days of treat-

ment, and samples were collected at different time points (0, 6,

15, 24, 48, 72, and 96 hr). To follow the reappearance of newly

assembled CIII2, CIV, CIV2, and SCs, digitonin-solubilized mito-

chondria were separated by BN-PAGE and subsequently

analyzed by either CI-IGA assays (Figures 3A and 3B) or immu-

noblot using antibodies that recognize CORE2 (CIII), COX1

(CIV; not shown), and COX5A (CIV) (Figures 3C and 3D).

Following 6 days of doxycycline treatment (time 0 hr), only resid-

ual levels of CI, CIV, and CIII2 (5%–10% of untreated cells) were

detected in either control or KO cells (Figures 3A–3D). The treat-

ment did not affect CII levels, as expected, since CII lacks

mtDNA-encoded subunits. Once mitochondrial translation

resumed (times 6–96 hr), the SC III2+IV formed de novo only in

the WT cells (Figures 3C and 3D). The levels of CIV and CIV2

increased at similar rates in WT and COX7A2L-KO cells (Figures

3C and 3D), ruling out a role for COX7A2L in the biogenesis of this

complex. On the contrary, the rate of CIII2 biogenesis, as shown

for its steady-state levels in Figure 2, was markedly faster in the

KOs than in the WT cells (Figures 3C and 3D). These data indi-

cate a deregulation of CIII2 levels in the absence of COX7A2L,

suggesting that this protein establishes a regulatory checkpoint

in CIII2 biogenesis. Immunoblot analysis of CIII subunit levels

during the recovery from the doxycycline treatment (Figure 3E)

and in the steady state (Figure 3F) showed no significant differ-
(F) Steady-state levels of the indicated CIII subunits in HEK293T WT, KO1, and KO

and expressed as ratio of the signal of ACTIN, used as a loading control. Error b

(G) Simplified current model of CIII assembly depicting the order of subunit in

Zeviani (2015).

(H) In organello import of the indicated recombinant proteins synthesized in a re

performed for 30 min in the absence or presence of the uncoupler CCCP to disru

treated with proteinase K to digest non-imported precursor proteins. M, mature;

(I and J) BN-PAGE analysis of the incorporation of the indicated radiolabeled reco

WT and KO1 cells during increasing times from 5 to 60 min. Import assays were

indicates small subassemblies that may correspond to the protein being importe
ences in the steady-state levels of CIII subunits between WT

and KOs, which indicate that a larger pool of unassembled sub-

units may exist in the WT cells. Therefore, we propose that the

CIII2 increase in the KOs is a consequence of a more efficient

CIII2 assembly/stability rather than increased de novo synthesis

of CIII subunits. Strikingly, the reappearance of the respirasomes

I+III2+IVn was clearly delayed in the COX7A2L-KO cells (Figures

3A–3D), but it reached levels comparable to the WT at later time

points (78–96 hr; Figures 3A–3D) and in the steady state (Fig-

ure 2). These results suggest that, although the lack of COX7A2L

does not prevent the formation of the respirasomes, it hampers

their assembly efficiency perhaps by increasing the threshold

of CIII2 levels required to start the process (Moreno-Lastres

et al., 2012).

To validate the hypotheses raised from the doxycycline ex-

periments, we took into account the current model for CIII2 as-

sembly (Figure 3G), which includes the binding of COX7A2L to

pre-CIII2 prior to the incorporation of subunits UQCRFS1 and

UQCR11 (Fernández-Vizarra and Zeviani, 2015; Pérez-Pérez

et al., 2016). The process of CIII2 biogenesis, however, is not

known in detail. For example, it remains unclear at which stage

CIII2 dimerization occurs. Here, we performed import/assembly

assays in isolated WT and COX7A2L-KO mitochondria with

specific 35S-methionine-radiolabeled CIII precursors synthe-

sized in vitro, in the presence and absence of mitochondrial

membrane potential (Figure 3H). We chose to synthesize and

import RISP (UQCRFS1; Figure 3I) and UQCR11 (Figure 3J),

two late assembly proteins that are known to incorporate after

the binding of COX7A2L to pre-CIII2. In WT mitochondria,

UQCRFS1 and UQCR11 incorporated into several subcom-

plexes up to the CIII2 and followed by later incorporation into

SCs (I+III2 and I+III2+IVn). In COX7A2L-KO mitochondria,

UQCRFS1 and UQCR11 incorporated more efficiently into the

same intermediates as well as into CIII2 than in WT mitochon-

dria. On the contrary, the incorporation signals of these two ra-

diolabeled proteins into SCs were less marked in the KO than in

WT cells. Together, our import data show enhanced incorpora-

tion of newly imported proteins into CIII2 assembly intermedi-

ates and attenuated formation of CIII2-containing SCs in the

COX7A2L-KO, suggesting that endogenous CIII2 biogenesis

is preferentially boosted and assembly intermediates are

more abundant in COX7A2L-KO than in WT mitochondria.

Mitochondrial Bioenergetics in COX7A2L-KO Cells Is
Indistinguishable from WT in Normal Physiological
Conditions or under CI Deficiency
To ascertain the functional consequences of COX7A2L and SC

III2+IV depletion, we performed high-resolution endogenous
2 cell lines. On the right panel, the signals of CORE2 and RISP were quantified

ars represent the mean ± SD of three independent experiments.

corporation and time of dimerization, modified from Fernández-Vizarra and

ticulocyte system in the presence of 35S-methionine. The import assays were

pt the mitochondrial membrane potential (J). Following import, an aliquot was

p, precursor.

mbinant proteins into CIII assembly intermediates, dimer, and SCs in HEK293T

performed in duplicates with similar results. Sub, subassemblies. The asterisk

d bound to specific chaperones.
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Figure 4. COX7A2L-KO Cells Are Capable of Normal OXPHOS Performance

Respiration of permeabilized COX7A2L KO and control HEK cells cultivated on DMEM high glucose (A–D) or DMEM high glucose supplemented with 1.2 mM

piericidin A, a CI inhibitor (G).

(A) Respiration of digitonin-permeabilized HEK293T cells assessed in the presence of Pyr-Glu-Mal: pyruvate (10 mM), glutamate (10 mM), and malate (5 mM)

under different respiratory states (phosphorylating, resting, and uncoupled) and piericidin A-sensitive respiration (PinA sens).

(B) Respiration of digitonin-permeabilized HEK293T cells assessed in the presence of Suc-G3P: succinate (10 mM) and glycerol-3-phosphate (5 mM) under

different respiratory states (phosphorylating, resting, and uncoupled) and malonate-sensitive respiration (Malo sens).

(C) Respiration of digitonin-permeabilized HEK cells incubated with Pyr-Glu-Mal and Suc-G3P. The Piericidin A- (PinA sens) and Malonate-sensitive (Malo sens)

respiration are determined under uncoupled conditions.

(D) Respective contribution of NADH and succinate dehydrogenases in providing electrons to sustain uncoupled respiration assessed with all substrates under

uncoupled state.

(E) OXPHOS stress paradigm based on in cello CI inhibition with rotenone or piericidin A.

(F) Effect of 24-hr incubation in the presence of 50 nM rotenone in HEK293T WT and KO1 cells on SC stability, analyzed in digitonized cell extracts by BN-PAGE

and immunoblotting with the indicated antibodies.

(G) Respiration analysis of HEK cells cultivated during 48 hr in presence of CI inhibitor (piericidin A). The respiration of digitonin-permeabilized cells incubated

with Pyr-Glu-Mal and Suc-G3P assessed under different respiratory states (phosphorylating, resting, and uncoupled). The piericidin A (PinA sens)-, malonate (Malo

sens)-, and remaining antimycin A (AA)-sensitive respirations are determined under uncoupled conditions. The graph on the right side represents the respective

contribution of CI and CII in providing electrons to sustain uncoupled respiration. In all the panels, error bars represent the mean ± SD of four biological repetitions.

See also Figure S3.
oxygraphy to measure coupled cell respiration in intact cells,

which is unaffected in the COX7A2L-KO clones (not shown).

Furthermore, substrate-driven competition was determined by

treating digitonin-permeabilized cells supplemented with NADH-

linked substrates (pyruvate, glutamate,malate) and FADH2-linked

substrates (succinate, glycerol-3-phosphate), with specific inhib-

itors of CI (piericidin A or rotenone) or CII (malonate). This exper-

imental procedure allowed us to determine the respective

contribution of CI and CII in feeding the respiratory chain (RC)

with electrons during uncoupled respiration (Figures 4A–4D).

In contrast with previous results in liver mitochondria from

C57BL/6mice (Lapuente-Brun et al., 2013) and in line with results

obtained by some of us in liver and heart mitochondria from

C57BL/6J and C57BL/6N mice (Mourier et al., 2014), substrate-
1792 Cell Reports 25, 1786–1799, November 13, 2018
driven competition was not affected in the COX7A2L-KO clones.

Also, no effect on respiration resulted fromCOX7A2L overexpres-

sion (Figures 4A–4D). These results indicate that, in standard cell

culture conditions, neither COX7A2L nor SC III2+IV have a sub-

stantial functional effect on electron flow through the MRC.

In human cells, more than 90% of CI is present in the respira-

somes and the SC III2+IV only constitutes �5% of the total

amount of MRC structures (Moreno-Lastres et al., 2012). Taking

this MRC organization into account, we contemplated that, by

limiting the enzymatic activity of CI, we could discern whether

the absence of SC III2+IV and the accumulation of CIII2 in the

COX7A2L-KO clones affect substrate competitive oxidation.

To induce a partial inhibition of CI activity, we first treated the

cells with 10 nM rotenone, 1.2 mM piericidin A, or the control



vehicle (0.05% or 8.5 mM ethanol) for 24 hr (Figure 4E). CI inhibi-

tion did not significantly alter the distribution of MRC complexes

and SCs in WT or KO cells (Figure 4F). Piericidin A treatment

resulted in a comparable �50% decrease in pyruvate-gluta-

mate-malate + succinate-glycerol-3-phosphate (G3P) oxidation

and similar substrate contribution in WT and KO digitonin-per-

meabilized cells (Figure 4G).

Mitochondrial Bioenergetics in COX7A2L-KO Cells Is
Indistinguishable from WT under Nutritional or
Environmental Stress
The faster CIII2 biogenesis and slower respirasome assembly

rate observed in COX7A2L-KO cells would be consistent with

a role for COX7A2L in accelerating SCs assembly to attend phys-

iological needs or to recover from insults that could damage

MRC complexes. In fact, it has been proposed that COX7A2L

is induced, incorporated into CIV, and then enhances CIV activity

under cellular stress conditions such as endoplasmic reticulum

(ER) stress or ischemia (Zhang et al., 2016). Therefore, we as-

sessed whether stressed HEK293T COX7A2L-KO cells could

reveal a bioenergetics role for COX7A2L. Preliminary tests

informed us that HEK293T cells do not exhibit a robust response

to general stresses such as heat shock (Figure S3A), and

although they respond to oxidative stress (Figures S3D and

S3E), COX7A2L is not induced in the conditions tested (Fig-

ure S3B). Among the several cell lines examined, glioblastoma

U-87 exhibited the most robust stress response (Figures S3A

and S3B) and was used to generate a new COX7A2L-KO (U-

KO). Two U-KO clones were obtained (Figures S4A and S4B).

Since they exhibited a similar phenotype that was fully comple-

mented by COX7A2L reconstitution (Figures 5B, S3C, and

S3D), U-KO1 was used for subsequent experiments.

The pattern of MRC complexes and SCs was similar in

HEK293T and U87 WT cells. However, SCs and MegaCs

seemed more abundant in U87 (Figures 5A and 5B). The

absence of COX7A2L in U87 cells prevented the assembly

of SC III2+IV and enhanced CIII2 levels (Figures 5A and 5B)

and delayed the assembly of the respirasomes (Figure S4C)

as seen in HEK293T cells. It further limited the accumulation

of SCs larger than the basic respirasome SC I+III2+IV1,

although the detection of some traces of these SCs in U-KO

cells could reflect their instability rather than failed assembly

(Figures 5A, 5B, S4C).

In U87 WT cells, COX7A2L protein levels were enhanced up

to �4 fold following 48 hr under nutritional stress induced by

carbon source switch from glucose to galactose (Figures 5C

and 5D), a paradigm known to stimulate mitochondrial energy

metabolism (Rossignol et al., 2004). The existing MRC com-

plexes and SCs in WT and U-KO cells were equally induced after

48 hr in galactose and remained high at 72 hr (Figure 5E), when

COX7A2L levels in WT cells had already attenuated (Figure 5D).

As expected, coupled and uncoupled oxidation of pyruvate-

glutamate-malate + succinate-G3P in permeabilized cells was

stimulated in WT cells, but also in U-KO cells, and no differences

were observed in substrate contribution (Figure 5F). Therefore,

COX7A2L does not have any evident impact in glucose-to-

galactose nutritional-stress-induced MRC biogenesis and mito-

chondrial bioenergetics.
Environmental stresses in U87 cells such as acute heat shock

(1 hr at 42�C; Figures S3A–S3C) or exogenous oxidative stress

(1 hr in the presence of 100 mM H2O2; Figures S3D–S3F) also

induced COX7A2L 2–4 hr after the insult. Yet, these stresses

and subsequent recovery did not modify the MRC organization

significantly (Figures S3C and S3F). The exposition to H2O2 pro-

moted the equal accumulation of a CORE2-containing sub-SC in

U87WT andU-KO cells (Figure S3F), which could be a SCdegra-

dation product. As a minor difference, a proportion of U-KO cells

higher than that of WT died during the acute oxidative stress, but

no differences were detected in the endogenous respiration of

the surviving cells (Figure S3G). We conclude that the MRC re-

modeling induced byCOX7A2L does not influencemitochondrial

bioenergetics during acute cellular stress.

A Mutant COX7A2L Variant Carrying a 6-bp Deletion
Present in C57BL/6Mice Retains the Ability to Bind CIII2
but Does Not Rescue SC III2+IV Assembly
In humans, only one COX7A2L protein of 114 amino acids has

been reported (https://www.uniprot.org/uniprot/O14548) that is

homolog to the long COX7A2L variant present in CD1 mice

(Pérez-Pérez et al., 2016). To explore the functionality in human

cells of the short COX7A2L isoform present in C57BL/6 and

BALB/c mouse strains (Lapuente-Brun et al., 2013; Mourier

et al., 2014), we generated cell lines constitutively expressing

either FLAG-tagged COX7A2L (long) or a mutant version (short)

carrying a deletion of amino acids V72 and P73 of human

COX7A2L (Figure 6A). Both variants were stably expressed in

WTHEK293T andCOX7A2L-KO cells, which yielded nomajor dif-

ferences in the steady-state levels of RC subunits (Figure 6A).

MRC organization analysis by 2D-BN/SDS-PAGE revealed that

theshortCOX7A2Lvariantwas imported intomitochondria,where

it colocalizedwithCIII2 andSC I+III2, but notwith anyCIV-contain-

ing structure (Figure 6B), as previously reported (Pérez-Pérez

et al., 2016). Whereas expression of the long COX7A2L variant in

COX7A2L-KO cells restored normal levels of CIII2 and SC III2+IV,

the short variant did not (Figures 6B–6D). Our analyses further dis-

closed that the expression of either the long or the short COX7A2L

variants did not affect the steady-state levels of the respirasomes

(Figures 6C and 6D). Similar observations were made in U87 and

U-KO cells (Figure 5B). Together, these results support our view

(Pérez-Pérez et al., 2016) that the 2-amino acid deletion present

in the short COX7A2L isoform prevents its association with CIV

but does not affect its binding toCIII2, an interaction that is not suf-

ficient to promote the formation of the SC III2+IV.

Overexpression of CIV-Subunit Tissue-Specific
Isoforms in COX7A2L-KO Cells Neither Rescues SC
III2+IV Assembly nor Enhances Respirasome Levels
Studies in mice suggested that COX7A2L could regulate the for-

mation or stability of the CIV-containing SCs III2+IV and

I+III2+IV2-n in a tissue-specific manner (Williams et al., 2016).

The relative levels of these SCs were lower in liver than in heart

mitochondria from C57BL/6 mice, carrying the short COX7A2L

variant, which could be explained by the occurrence of tissue-

specific CIV subunit isoforms. Six isoforms have been so far

described for the nucleus-encoded COX subunits in mammals:

three liver/heart-type pairs of subunits (COX6A1/COX6A2,
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Figure 5. A Nutritional Challenge Induced by Switching the Carbon Source in the Media from Glucose to Galactose Does Equally Enhance

Mitochondrial Bioenergetics Parameters in WT and COX7A2L-KO Cells

(A and B) Characterization of glioblastoma U87WT andCOX7A2L-KO (U-KO1) cells. The KO cells were stably transfected with an empty vector (ev) or constructs

to express the long or short versions of COX7A2L. (A) and (B) show the BN-PAGE analysis of whole cells extracted with digitonin (detergent/protein ratio, 4:1)

separated in a 4%–8% (A) or a 3%–12% (B) linear gradient polyacrylamide gel, followed by CI in-gel activity (IGA) (A) or immunoblotting with the indicated

antibodies (B). The identity of MRC complexes and SCs is indicated in themargins. MegaC, megacomplexes probably containingmore than one copy of CI, CIII2,

and CIV.

(C) Scheme depicting the carbon source switch paradigm used in this study.

(D) Time course quantification of COX7A2L induction by galactose in U87 WT cells. The graphs represent a quantification of the signals in three independent

experiments, with error bars representing the mean ± SD.

(E) Mitochondria extracted with a digitonin/protein ratio of 4:1 (g/g) from cells grown in either glucose-containing (Gluc) or galactose-containing (Gal) medium and

analyzed by BN-PAGE, followed by CI-IGA assays or, alternatively, by immunoblotting using the indicated antibodies. The red arrows indicate MegaCs

exclusively detected in WT cells.

(F) Respiration of glioblastoma U87 cells assessed under different respiratory states (phosphorylating, resting, and uncoupled) and respective contribution of

NADH and succinate dehydrogenases to the uncoupled respiration cultured in DMEM-glucose (upper panel), or DMEM-galactose (lower panel). Error bars

represent the mean ± SD of four biological repetitions.

See also Figure S4.
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Figure 6. The Short-COX7A2L Variant Binds

to CIII2 but Does Not Rescue SC III2+IV

Assembly in COX7A2L-KO Cells

Control HEK293T cells (WT) and both COX7A2L-

KO (KO1 and KO2) clones carrying an empty vector

(ev) or constructs to overexpress COX7A2L-Myc-

DDK (long) or short-COX7A2L-Myc-DDK (short)

were used in the following experiments.

(A) SDS-PAGE followed by immunoblotting to esti-

mate steady-state levels of endogenous COX7A2L

(�12.6 kDa) from exogenous COX7A2L-Myc-DDK

(�16.2 kDa). Membranes were also incubated with

antibodies that recognize the indicated OXPHOS

subunits.

(B) 2D-BN/SDS-PAGE and immunoblotting using

digitonin-solubilized mitochondrial extracts (deter-

gent/protein ratio, 4:1) and the indicated antibodies.

(C and D) BN-PAGE followed by immunoblotting in

digitonized whole-cell extracts (C) or by CI-IGA and

CIV-IGA assays and/or immunoblotting in dig-

itonized isolated mitochondria (D). Membranes

were incubated with the indicated antibodies.

I+III2+IVn, SCs containing CI, CIII2, and CIV. I+III2,

SC containing CI and CIII2. III2+IV, SC containing

CIII2 and CIV. III2, complex III dimer (CIII2). IV,

complex IV; IV2, complex IV dimer (CIV2); II, com-

plex II. Subcomplexes that contain COX1 are indi-

cated as subCOX1. In (D), an unidentified band

running a bit faster than the SC III2+IV cross-react-

ing with the COX5B antibody (Ab) (but not with the

CORE2 Ab) is indicated with an asterisk.

See also Figure S5.
COX7A2/COX7A1, and COX8-1/COX8-2), the lung-specific iso-

form COX4-2, and two testes-specific isoforms, COX6B and

COX8-3 (Pierron et al., 2012). While heart (or muscle) isoforms

are expressed in tissues with high aerobic capacity and abun-

dant mitochondria, liver (or non-muscle) isoforms are found in

tissues like brain, liver, and kidney that generally contain fewer

mitochondria (Pierron et al., 2012).

An attractive hypothesis suggests that COX7A2L could be re-

placed by the CIV subunit COX7A2 in the respirasomes, thereby

supporting the co-existence of alternative SCs in different tis-

sues (Cogliati et al., 2016; Letts et al., 2016; Letts and Sazanov,

2017). To demonstrate whether the expression of tissue-specific

isoforms of CIV subunits differentially affects the assembly of

the SCs in the absence of COX7A2L, we attempted to induce

the formation of ‘‘tissue-specific’’ CIV in WT HEK293T and

COX7A2L-KO cells, which constitutively express the CIV liver

isoforms. To induce the formation of a ‘‘heart-type’’ CIV, we

overexpressed either FLAG-tagged COX6A2 or COX7A1, and

to induce a ‘‘lung-type’’ CIV, we overexpressed COX4i2 in both

cell types (Figures S5A–S5C). We also analyzed the effect of

COX7A2 overexpression in COX7A2L-KO cells (Figures S5A–

S5C). None of the isoforms rescued the formation of SC III2+IV

or clearly altered the levels of the respirasomes (Figure S5D).

DISCUSSION

The biochemical and functional characterization of COX7A2L-

KO human cell lines presented in this manuscript provide signif-
icant insights into the regulation of the MRC structural organiza-

tion and respiratory metabolism by human COX7A2L. Our data

help to clarify conflicting results on COX7A2L function that

were primarily obtained in mouse models (Davoudi et al., 2016;

Ikeda et al., 2013; Lapuente-Brun et al., 2013; Mourier et al.,

2014; Pérez-Pérez et al., 2016; Williams et al., 2016). In this

work, we demonstrate the role of COX7A2L in the coordinated

regulation of CIII2 and SCs biogenesis. We unambiguously

show that COX7A2L is essential to promote the assembly of

SC III2+IV in human cells, and also the accumulation of large

SCs compatible with either respirasomes containing several

copies of CIV (I+III2+IV2-n) or with the recently described MegaC

(I2+III2+IV2) (Guo et al., 2017). In contrast, COX7A2L is dispens-

able for the formation of the basic respirasomes (SCs I+III2 and

I+III2+IV1), although its absence hampers the assembly effi-

ciency of these MRC structures, thus providing an explanation

to the previous controversy. Importantly, COX7A2L establishes

a regulatory checkpoint that specifically limits the accumulation

of CIII2. Physiologically, this adaptation of MRC organization and

abundance promoted by COX7A2L is not essential to cope with

nutritional, metabolic, or environmental cellular stresses and

does not offer an obvious bioenergetics advantage, in contrast

with a previous report (Lapuente-Brun et al., 2013). These con-

cepts are depicted in a model presented in Figure 7 and are

discussed below.

COX7A2L was originally presented as a SC assembly factor

essential for the incorporation of CIV into SCs III2+IV and

I+III2+IV1-n in mice (Lapuente-Brun et al., 2013). In C57BL/6
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Figure 7. Structural and Functional Rearrangements of the RC in the

Absence of COX7A2L

(A) Fully assembled CIII2 and CIV accumulate until they reach a threshold that

ignites SC III2+IV and respirasome assembly at rates arbitrarily indicated by

arrows. In the absence of COX7A2L, CIII2 levels are�2-3-fold, SC III2+IV is not

formed, and the assembly kinetics of CIII-containing SCs is slower.

(B) In physiological, nutritional, and environmental stress conditions, individual

and simultaneous oxidation of NADH- and FAD-linked substrates is similar in

WT andCOX7A2L-KO cells. Mitochondrial CI, CIII2, and CIV are represented in

blue, green, and red, respectively. COX7A2L is represented as a black stick.
and BALB/c mouse strains, the lack of residues V72-P73 in a

short COX7A2L variant was found to impact COX7A2L stability

and its role in the assembly of CIV-containing SCs, including

SC III2+CIV and the respirasomes (Lapuente-Brun et al., 2013).

In contrast, the results presented here show that, whereas the

SC III2+IV is not formed in human COX7A2L-KO cells, the respi-

rasomes I+III2+IV1-n accumulate to normal levels, consistent with

previous data (Davoudi et al., 2016; Mourier et al., 2014; Pérez-

Pérez et al., 2016; Williams et al., 2016), despite that they are

assembled at a slower rate. However, SCs larger than I+III2+IV1

are unstable, particularly in U87 cells, in which MegaCs may fail

to assemble. In vivo, the effect of COX7A2L in the SCs assembly

rates may vary from tissue to tissue, which could be a contrib-

uting factor to explain why large respirasomes containing more

than one CIV unit (I+III2+IV2-n) seem to be less abundant in liver

than in heart from C57BL/6 mice (Williams et al., 2016).

Regarding the short COX7A2L variant, expression of a human

version in COX7A2L-KO cells does not support SC III2+IV as-

sembly, as seen in C57BL/6 mice (Lapuente-Brun et al., 2013),
1796 Cell Reports 25, 1786–1799, November 13, 2018
and it does not affect the steady-state levels of SCs I+III2+IV1-n.

Importantly, whereas the short variant retains the ability to bind

both CIII2 and SC I+III2, it does not interact with CIV or CIV-con-

taining respirasomes. In contrast, WT (long) COX7A2L preferen-

tially co-segregates with monomeric CIV, with SCs III2+IV and

the respirasomes, and, to a minor extent, with CIII2 in human

HEK293T cells, as it occurs in mouse heart mitochondria and

in human 143B osteosarcoma cells (Pérez-Pérez et al., 2016).

These data are consistent with the views that COX7A2L associ-

ates with CIII2 and CIV through independent domains to form the

SC III2+IV (Cogliati et al., 2016; Pérez-Pérez et al., 2016; Zhang

et al., 2016), and that COX7A2L binding to CIV requires the cor-

rect orientation of a histidine residue at position 73 (Cogliati et al.,

2016). Altogether, these results suggest that COX7A2L pro-

motes specific interactions between CIII2 and CIV that are

essential for their association into SC III2+IV, which are probably

different to their interactions in the respirasomes, where CI is

recruited into the macrostructure (Gu et al., 2016; Letts et al.,

2016; Sousa et al., 2016; Wu et al., 2016). This supports the hy-

pothesis that different pathways may operate to assemble the

different SCs (Letts and Sazanov, 2017). SC III2+IV and MegaCs

could be assembled by the coming together of the individual

complexes, which requires COX7A2L. In contrast, SC I+III2+IV1

would be assembled in a COX7A2L-independent manner,

compatible with the incorporation of newly synthesized sub-

units/subassemblies from CIII2 and CIV that accumulate once

these fully assembled complexes have reached their steady-

state levels, into larger structures containing CI intermediates,

as we previously proposed (Moreno-Lastres et al., 2012).

In our model, the deregulation in the CIII2 steady-state levels

provoked by the absence of COX7A2Lwould delay the formation

of the basic I+III2+IV1 respirasome, as well as the further incorpo-

ration of additional fully assembled CI or CIV units to generate

larger respirasomes or MegaCs. The significant accumulation

of CIII2 levels was restored to normal by complementation with

the long-COX7A2L variant, but not with the short variant, despite

its retention of the ability to bind the complex. In this vein, we pre-

viously reported that, in cybrid cell lines lacking CIII2, the stability

of COX7A2L is largely compromised (Pérez-Pérez et al., 2016).

Furthermore, de novo assembly studies in control 143B cells

indicated that COX7A2L assembles into a pre-CIII2 before the

incorporation of the catalytic RISP subunit, whereas COX7A2L

only binds CIV once this complex is fully assembled (Pérez-

Pérez et al., 2016). These negative genetic interactions initially

suggested an indirect regulatory role for COX7A2L in regulating

CIII2 assembly or stability, most probably through the biogenesis

of SC III2+IV. In this work, we have further demonstrated that the

loss of COX7A2L enhances the de novo synthesis of CIII2 in detri-

ment of the respirasomes, and therefore COX7A2L establishes a

threshold to the accumulation of CIII2 in the steady state required

to ignite respirasome assembly (Moreno-Lastres et al., 2012).

Finally, the impact of theMRC structural remodeling promoted

by COX7A2L on mitochondrial physiology has also been a

source of controversy. It was proposed that COX7A2L-depen-

dent SC organization remodeling provides a mechanism for the

physiological regulation of energy metabolism in mammals by

providing alternate paths for electrons derived from the catabo-

lism of specific substrates (Lapuente-Brun et al., 2013). In this



model, electron flux from CI to CIII2 (carried by NADH) would

proceed essentially within the CI-containing SCs, whereas elec-

tron flow from CII (carried by FAD) would preferentially occur

through free CIII2 and SC III2+IV (Lapuente-Brun et al., 2013).

ATP production and respiration rates were found higher in

mouse liver mitochondria and permeabilized fibroblasts with

the unstable short-COX7A2L variant, both in the presence of

pyruvate + malate (NADH-linked substrates) or succinate

(FAD-linked substrate), whereas maximal respiration and ATP

production in cells expressing long-COX7A2L required sub-

strates for both electron transfer paths (Lapuente-Brun et al.,

2013). However, other groups reported lower mitochondrial

respiration and ATP synthesis in muscle (Ikeda et al., 2013)

and liver (Shiba et al., 2017) fromCOX7A2L-KOmice or no effect

of short-COX7A2L on mouse heart mitochondrial respiration

(Mourier et al., 2014). Our human COX7A2L-KO cellular models

displayed no differences with WT cells in coupled endogenous

cell respiration, or in single and combined substrate (pyruvate-

glutamate-malate or succinate-G3P) oxidation, indicating a mi-

nor functional role of COX7A2L in normal cultured cell physiolog-

ical conditions. Similar results were obtained when the cultures

were exposed to several nutritional, oxidative, and environ-

mental cellular stresses, even though they actually induce

COX7A2L protein by 4- to 10-fold. Altogether, our results contest

the highly controversial role of COX7A2L in MRC SCs organiza-

tion that has been hypothesized to maximize mitochondrial bio-

energetics efficiency (Bianchi et al., 2004; Lapuente-Brun et al.,

2013).

A potential caveat of our studies is the use of cell culture

models, which are maintained in conditions that could differ

in vivo, particularly regarding tissue oxygen and nutrient avail-

abilities. However, similar results were obtained in two different

cell models and an array of culture conditions. Our data serve

to clarify some of the current discrepancies regarding the impact

of COX7A2L on the organization and function of the MRC com-

plexes. We conclude that the role of COX7A2L in SC III2+IV as-

sembly, which is well established in the literature, and in the

assembly/stability of higher SCs or MegaCs, has no impact in

mitochondrial bioenergetics in any of the conditions tested.

One could claim that the excess of free CIII2 that accumulates

when SC III2+IV is absent could compensate for the instability

of MegaCs and the slower SC assembly kinetics observed in

COX7A2L-KO cells, but if this occurs, it is not via preferential

substrate utilization, as also supported by other groups (Blaza

et al., 2014; Fedor and Hirst, 2018; Trouillard et al., 2011). Alter-

natively, COX7A2L could be part of a response to accelerate CIII-

containing SCs assembly when needed to preserve stability of

individual complexes (Acı́n-Pérez et al., 2004) or to minimize

ROS production (Maranzana et al., 2013), possibilities that war-

rant future research efforts.
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Enriquez, J.A. (2008). Respiratory active mitochondrial supercomplexes.

Mol. Cell 32, 529–539.

Barrientos, A., and Ugalde, C. (2013). I function, therefore I am: overcoming

skepticism about mitochondrial supercomplexes. Cell Metab. 18, 147–149.

Barrientos, A., Fontanesi, F., and Diaz, F. (2009). Evaluation of the mitochon-

drial respiratory chain and oxidative phosphorylation system using polarogra-

phy and spectrophotometric enzyme assays. Curr. Protoc. Hum. Genet.

Chapter 19, Unit 19.13.

Bianchi, C., Genova, M.L., Parenti Castelli, G., and Lenaz, G. (2004). The mito-

chondrial respiratory chain is partially organized in a supercomplex assembly:

kinetic evidence using flux control analysis. J. Biol. Chem. 279, 36562–36569.

Blaza, J.N., Serreli, R., Jones, A.J., Mohammed, K., and Hirst, J. (2014). Kinetic

evidence against partitioning of the ubiquinone pool and the catalytic rele-

vance of respiratory-chain supercomplexes. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 111,

15735–15740.

Bourens, M., Boulet, A., Leary, S.C., and Barrientos, A. (2014). Human COX20

cooperates with SCO1 and SCO2 to mature COX2 and promote the assembly

of cytochrome c oxidase. Hum. Mol. Genet. 23, 2901–2913.

Chen, Y.C., Taylor, E.B., Dephoure, N., Heo, J.M., Tonhato, A., Papandreou, I.,

Nath, N., Denko, N.C., Gygi, S.P., and Rutter, J. (2012). Identification of a pro-

tein mediating respiratory supercomplex stability. Cell Metab. 15, 348–360.

Christian, M., Cermak, T., Doyle, E.L., Schmidt, C., Zhang, F., Hummel, A.,

Bogdanove, A.J., and Voytas, D.F. (2010). Targeting DNA double-strand

breaks with TAL effector nucleases. Genetics 186, 757–761.

Cogliati, S., Calvo, E., Loureiro, M., Guaras, A.M., Nieto-Arellano, R., Garcia-

Poyatos, C., Ezkurdia, I., Mercader, N., Vázquez, J., and Enriquez, J.A.

(2016). Mechanism of super-assembly of respiratory complexes III and IV.

Nature 539, 579–582.

Cruciat, C.M., Brunner, S., Baumann, F., Neupert, W., and Stuart, R.A. (2000).

The cytochrome bc1 and cytochrome c oxidase complexes associate to form a

single supracomplex in yeast mitochondria. J. Biol. Chem. 275, 18093–18098.

Davoudi, M., Kotarsky, H., Hansson, E., Kallijärvi, J., and Fellman, V. (2016).

COX7A2L/SCAFI and pre-Complex III modify respiratory chain supercomplex

formation in different mouse strains with a Bcs1l mutation. PLoS One 11,

e0168774.

den Dunnen, J.T., and Antonarakis, S.E. (2000). Mutation nomenclature exten-

sions and suggestions to describe complex mutations: a discussion. Hum.

Mutat. 15, 7–12.

Fedor, J.G., and Hirst, J. (2018). Mitochondrial Supercomplexes do not

enhance catalysis by quinone channeling. Cell Metab. 28, 525–531.e4.

Fernández-Vizarra, E., and Zeviani, M. (2015). Nuclear gene mutations as the

cause of mitochondrial complex III deficiency. Front. Genet. 6, 134.

Fernández-Vizarra, E., Ferrı́n, G., Pérez-Martos, A., Fernández-Silva, P.,
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KEY RESOURCES TABLE
REAGENT or RESOURCE SOURCE IDENTIFIER

Antibodies

ATP5A Abcam Cat# ab14748 RRID: AB_301447

b-ACTIN Abcam Cat# ab8227 RRID: AB_2305186

BCS1-L Abcam Cat# ab102808 RRID: AB_10859410

CORE1 Abcam Cat# ab110252 RRID: AB_10863633

CORE2 Abcam Cat# ab14745 RRID: AB_2213640

COX1 Abcam Cat# ab14705 RRID: AB_2084810

COX2 Abcam Cat# ab110258 RRID: AB_10887758

COX4I1 Abcam Cat# ab14744 RRID: AB_301443

COX4I2 Abcam Cat# ab70112 RRID: AB_2085283

COX5A Sigma Cat# HPA027525

COX5B Santa Cruz Cat# sc-374417 RRID: AB_10988066

COX6A1 Sigma Cat# HPA062394 RRID: AB_2684749

COX6A2 Abcam Cat# ab103139 RRID: AB_10710958

COX7A1 Abcam Cat# ab134989

COX7A2L ProteinTech Cat#11416-1-AP RRID: AB_2245402

FLAG-tag Sigma Cat# F3165 RRID: AB_259529

HSP70 (HSPA6) Origene Cat# TA501950 RRID: AB_11124627

NDUFA9 Abcam Cat# ab14713 RRID: AB_301431

NDUFS1 Abcam Cat# ab52690 RRID: AB_2151096

RISP Abcam Cat# ab14746 RRID: AB_301445

SDHA Abcam Cat# ab14715 RRID: AB_301433

SOD2 Sigma Cat# HPA001814 RRID: AB_1080134

TIM50 Abcam Cat# ab109527 RRID: AB_10858241

TOM20 Santa Cruz Cat# sc-11415 RRID: AB_2207533

b-TUBULIN Sigma Cat# C4585 RRID: AB_258868

UQCRB Abcam Cat# ab190360

VDAC1 Abcam Cat# ab14734 RRID: AB_443084

2� Ab-mouse Rockland Immunochemicals Cat# 610-103-121 RRID: AB_218457

2� Ab-rabbit Rockland Immunochemicals Cat# 611-1302 RRID: AB_219720

Chemicals, Peptides, and Recombinant Proteins

Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) Invitrogen Cat# 31966-047

Fetal bovine serum (FBS) Sigma Cat# 12303C

Lipofectamine 2000 Invitrogen Cat# 1168019

Opti-MEM I Reduced Serum Medium ThermoFisher # Cat# 31985062

n-dodecyl-b-d-maltoside (DDM) Sigma Cat# 5172

Digitonin, High Purity Calbiochem Cat# 300410

Native PAGE 20X Running Buffer Novex-Life Technologies Cat# BN2001

Native PAGE 20X Cathode Buffer Additive Novex-Life Technologies Cat# BN2002

Critical Commercial Assays

TNT T7 Quick Coupled Transcription/Translation System Promega Cat# L1170

SuperSignal West Femto Maximum Sensitivity Substrate ThermoFisher Cat# 34095

Experimental Models: Cell Lines

HEK293T ATCC Cat# CRL-3216

Glioblastoma U87 ATCC Cat# HTB-14

(Continued on next page)
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REAGENT or RESOURCE SOURCE IDENTIFIER

Oligonucleotides

COX7A2L-short-Forward: GTTTTTCCAGAAAGCTGATGGT Sigma This paper

COX7A2L-short-Reverse: GCCTCGTTTCAGGTAGAC Sigma This paper

COX7A2L-KO-Forward: AAGTTAGGCGATCTTCGGGC Sigma This paper

COX7A2L-KO-Reverse: GCTCGGACATGAGAAGTGGC Sigma This paper

SAS1_Hs01: Sigma Cat# oligo 3019431149-000060

SAS1_Hs02: Sigma Cat# oligo 3019431149-000070

Recombinant DNA

TAL Effector (F)- COX7A2L: TGGGCGTCATGTACTACAA Invitrogen N/A

TAL Effector (R)- COX7A2L: GCAGAAGTTGGCAGGAGCA Invitrogen N/A

UQCR11 in pReceiver-B31 GeneCopoeia Cat# EX-I0287-B31

UQCRB in pReceiver-B31 GeneCopoeia Cat# EX-F0223-B31

UQCRFS1 or RISP in pReceiver-B31 GeneCopoeia Cat# EX-A3744-B31

COX7A2L- Myc-DDK in pCMV6-Entry Origene Cat# RC202697

COX7A1- Myc-DDK in pCMV6-Entry Origene Cat# RC201154

COX4I1- Myc-DDK in pCMV6-Entry Origene Cat# RC209374

COX4I2- Myc-DDK in pCMV6-Entry Origene Cat# RC209204

COX6A1- Myc-DDK in pCMV6-Entry Origene Cat# RC210485

COX6A2- Myc-DDK in pCMV6-Entry Origene Cat# RC206539

pCMV6-A-Entry-Hygro Origene Cat# PS100024

COX7A2L-Myc-DDK in pCMV6-A-Entry-Hygro This paper N/A

Software and Algorithms

SPSS IBM, v 21.0 N/A

ImageJ NIH https://imagej.nih.gov/ij/

GraphPad Prism GraphPad Software v.5.0a N/A

ImageLab BioRad, v 6.0.1 N/A

Other

Pre-cast NuPAGE 4%–12% Bis-Tris gels Invitrogen Cat# NP0321BOX

Pre-cast NativePAGE 3%–12% Bis-Tris gels Invitrogen Cat# BN2011BX10
CONTACT FOR REAGENT AND RESOURCE SHARING

Further information and requests for resources and reagents should be directed to andwill be fulfilled by the Lead Contact, Dr. Antoni

Barrientos, Ph.D. (abarrientos@med.miami.edu).

EXPERIMENTAL MODEL AND SUBJECT DETAILS

Human cell lines, transfection and cell culture
HEK293T (CRL-3216) and glioblastoma U-87 (HTB-14) cells were obtained from ATCC and cultured in high-glucose Dulbecco’s

modified Eagle’s medium (DMEM, Life Technologies) supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS), 2 mM L-glutamine, 1 mM

sodium pyruvate, 50 mg/ml uridine and antibiotics at 37�C under 5% CO2. Analysis for mycoplasma contamination was routinely

performed.

Nutritional and environmental stress conditions
For some experiments cells were exposed to nutritional, OXPHOS bioenergetics an environmental stressors. Nutritional stress was

induced by transferring cells from glucose-containing to galactose-containing media and samples were analyzed over increasing

times (12 to 48 hours). OXPHOS bioenergetics stress was induced with MRC complex I inhibitors: cells were exposed to 10 nM rote-

none, 1.2 mMpiericidin A or the control vehicle (0,05%or 8,5 mM ethanol) for 24 hours. Heat stress was induced by exposing cultures

to 42�C for 1 hour and oxidative stress by supplementing the media with 100 mMH2O2 for 1 hour. Following heat or oxidative stress,

the media was changed and the cultures incubated in non-stress conditions before samples were collected after increasing times of

recovery (0 to 8 hours).
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METHOD DETAILS

Key reagents
Tables presenting the list of antibodies, recombinant DNAs, oligonucleotides and siRNA oligoribonucleotides used in this study are

included in the supplementary material.

Plasmid transfection
To create stable human COX7A2L knockout (KO) lines in HEK293T and U87 cells, we used a pair of TALEN constructs obtained

from Thermo-Invitrogen. The left and right TALEN of the pair were designed to target the TGGGCGTCATGTACTACAA and the

GCAGAAGTTGGCAGGAGCA DNA sequences, respectively, at the COX7A2L locus (see key reagents tables). HEK293T or U87 cells

grown on a 6-well plate at 30% confluency were transfected with 4 mg of the right and left TALEN plasmids as a pair using 5 mL of

Lipofectamine 2000 (Thermo Fisher) pre-incubated in 300 mL of Opti-MEM (ThermoFisher). After 4 hours of incubation, the media

were changed to complete DMEMmedium. After 3-6 times of repetitive transfections every three days, cells were collected, diluted

in complete DMEMmedium and seeded as single cells in multiple 96 well plates. In some repetitions, single cells were isolated using

Fluorescence Activated Cell Sorting (FACS). The surviving colonies screened by immunoblotting against COX7A2L and by genotyp-

ing, as reported (Bourens et al., 2014). For genotyping,COX7A2Lwas sequenced using oligonucleotidesCOX7A2L-KO-Forward and

COX7A2L-KO-Reverse (see Key resources table)

The COX7A2L-KO cell lines were reconstituted with Myc-DDK-tagged variants (long or short) of COX7A2L. COX7A2L-Myc-DDK

was cloned under the control of a CMV promoter in the pCMV6-A-Entry-Hygro plasmid (Origene, PS100024) using SfaAI and MssI

sites. The short version of mouse COX7A2L comprises an in-frame 6 base pair deletion that led to the absence of 2 amino acids

(V72 and P73) (Lapuente-Brun et al., 2013). To generate the short variant of human COX7A2L, we used the Q5� Site-Directed Muta-

genesis Kit from NEB. �20 ng of template DNA extracted from HEK293T cells were used, along with the primers COX7A2L-short-F:

50-GTTTTTCCAGAAAGCTGATGGT-30 (forward) and COX7A2L-short-R: 50-GCCTCGTTTCAGGTAGAC-30 (reverse), designed to

flank the region to be deleted. After exponential amplification and the treatment with kinase and ligase, 5 ml of the reaction were trans-

formed NEB 5-alpha competent E.coli cells using the pCMV6-A-Entry-Hygro plasmid (Origene).

For transfection of COX7A2L-Myc-DDK-Hygro constructs, we used 10 mL of LipofectamineTM (Thermo Fisher) mixed with 4 mg of

vector DNA in OPTIMEM-I media (GIBCO) according to the manufacturer’s instructions. Two days after transfection, the media was

supplemented with 200 mg/ml of hygromycin and drug selection was maintained for at least 21 days.

Whole Cell extracts and Mitochondrial isolation
Whole cell extracts were obtained by solubilization in RIPA buffer (25 mM Tris-HCl pH 7.6; 150 mM NaCl; 1% NP-40; 1% sodium

deoxycholate and 0.1% SDS) with 1 mM PMSF and 1x mammalian protease inhibitor cocktail (Sigma). Extracts were cleared by

5 minutes centrifugation at 10,000 g at 4�C.
Mitochondria-enriched fractions were isolated from at least ten 80% confluent 175 cm2 flasks as described previously (Bourens

et al., 2014; Fernández-Vizarra et al., 2010; Moreno-Lastres et al., 2012). To extract mitochondrial proteins in native conditions, mito-

chondria were pelleted and solubilized in 200 mL buffer containing 1.5 M aminocaproic acid and 50 mM Bis-Tris (pH 7.0). After opti-

mizing solubilization conditions, we decided to use digitonin at a concentration of 4 g/g protein. In some experiments, lauryl maltoside

(LM) was used at 1%. Solubilized samples were incubated on ice for 15 min and centrifuged for 30 min at 10,000 xg at 4�C, and the

supernatant was combined with 20 mL of sample buffer (750 mM aminocaproic acid, 50 mM Bis-Tris, 0.5 mM EDTA, 5% Serva Blue

G-250) prior to loading.

Blue Native Electrophoresis and In-Gel Activity Assays
Native PAGE Novex� 3%–12% Bis-Tris Protein Gels (Life Technologies) gels were loaded with 60-80 mg of mitochondrial protein or

400 mg of total cell extracts prepared in the presence of either lauryl maltoside (LM) or digitonin at the protein-detergent ratios indi-

cated in the figure legends. After electrophoresis, proteins were transferred to PDVF or nitrocellulosemembranes and used for immu-

noblotting. Duplicate gels were further used for in-gel activity (IGA) assays and for second-dimension (2D) 10% SDS-PAGE gels.

SDS-PAGE and immunoblotting
Protein concentration was measured with the BCA reagent (Thermo Scientific). 20–60 mg of mitochondrial protein extract was sepa-

rated by SDS–PAGE in the Laemmli buffer system (Laemmli, 1970). Then, proteins were transferred to nitrocellulose membranes at

40 V overnight and probed with specific primary antibodies listed in the Key reagents Table. Peroxidase-conjugated anti-mouse and

anti-rabbit IgGs were used as secondary antibodies (Molecular Probes). Immunoreactive bands were detected with an ECL prime

Western Blotting Detection Reagent (Amersham) in a ChemiDoc MP Imager (Biorad) or by exposition to X-ray films. Optical densities

of the immunoreactive bands were measured using the ImageLab (Biorad) software or the ImageJ software in digitalized images.

Characterization of the mitochondrial respiratory chain and oxidative phosphorylation system
Mitochondrial respiratory chain enzyme activities were performed according to established methods (Medja et al., 2009), and

expressed relative to the citrate synthase activity.
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Endogenous cell respiration was measured polarographically at 37�C using a Clark-type electrode from Hansatech Instruments

(Norfolk, United Kingdom). Substrate-driven respiration was assayed in digitonin-permeabilized cultured cells as reported (Barrien-

tos et al., 2009). Briefly, trypsinized cells were washed with permeabilized-cell respiration buffer (PRB) containing 0.3 M mannitol,

10 mM KCl, 5 mM MgCl2, 0.5 mM EDTA, 0.5 mM EGTA, 1 mg/ml BSA and 10 mM KH3PO4 (pH 7.4). The cells were resuspended

at �4 3 106 cells/ml in 1.5 mL of the same buffer air-equilibrated at 37 �C supplemented 10 units of hexokinase and 2 mM ADP.

One ml of cell suspension was immediately placed into the polarographic chamber to measure endogenous respiration.

High-resolution oxygen consumption rate of digitonin-permeabilized cells was performed as described previously (Silva Ramos

et al., 2016) at 37�C, using 1 million cells diluted in 2 mL of respiratory buffer (120 mM sucrose, 50 mM KCl, 20 mM Tris-Base,

4 mM KH2PO4, 2 mM MgCl2, 1 mM EDTA, pH 7.2) using an Oxygraph-2K (Oroboros). Briefly, cells were permeabilized with

0.02 mg/ml digitonin. The oxygen consumption rate under phosphorylating condition was assessed using either NADH-linked sub-

strates (10 mM glutamate, 10 mM pyruvate and 5 mM malate), or FADH-linked substrates (10 mM succinate plus 5 mM glycerol-3-

phosphate) in the presence of 2.5 mM ADP. The non-phosphorylating state was obtained after ATP synthesis inhibition using

0.75 mg/ml oligomycin. Mitochondrial respiration was uncoupled by successive addition of up to 0.4 mM CCCP to reach maximal

oxygen consumption. To assess the contribution of NADH-linked and FADH-linked substrates to total oxygen consumption, respi-

ration was assessed in the presence of both kinds of substrates. Subsequently, complex I and complex II activities were sequentially

inhibited using respectively 1.2 mM piericidin A and 3 mM malonate. Afterward, 5mM of antimycin A was added to validate the mito-

chondrial origin of the oxygen consumption measured.

De novo mitochondrial respiratory chain complex and supercomplex assembly
To follow the assembly kinetics of MRC complexes and supercomplexes, we depleted cells of the structures containing mtDNA-

encoded subunits by treating the cultures with doxycycline, a reversible inhibitor of mitochondrial translation as reported

(Moreno-Lastres et al., 2012). We cultured WT (HEK293 or U87) control and COX7A2L-KO cells for 6 days in the presence of

15 mg/ml doxycycline. To follow the accumulation of newly synthesizedMRC complexes and their further association into supercom-

plexes, samples were collected at different time points (0, 6, 15, 24, 48, 72, and 96 hours) after doxycycline removal. Digitonin-

solubilized mitochondrial particles were separated by BN-PAGE and analyzed by immunoblotting.

Overexpression of Complex IV tissue-specific (liver and heart) subunit isoforms in COX7A2L-KO cells
Genes coding for selected liver and heart Complex IV subunit isoforms (COX4I1. COX4I2, COX6A1, COX6A2, COX7A1 andCOX7A2)

were cloned in frame with a Myc-DDK-tag into pCMV6 plasmid carrying a hygromycin resistance cassette. Each construct was

transfected into the COX7A2L-KO cell line, by using 10 mL of LipofectamineTM (Thermo Fisher) mixed with 4 mg of vector DNA in

OPTIMEM-I media (GIBCO), according to themanufacturer’s instructions. Two days after transfection, themedia was supplemented

with 200 mg/ml hygromycin and drug selection was maintained for at least 21 days.

In organello import of radiolabelled recombinant proteins
Plasmids with CIII subunit ORFs for in organello import were obtained from GeneCopoeiaTM. pReceiver-B31 vectors have UQCR11

(EX-I0287-B31) and UQCRFS1 or RISP (EX-A3744-B31) ORFs under the control of the T7 promoter. Radiolabeled UQCR11 and

UQCRFS1 proteins were synthesized in the presence of [35S]-methionine, using the TNT T7 Quick Coupled Transcription/Translation

System (Promega). Import experiments were performed by incubating radiolabeled precursor subunits with 200 mg of freshly isolated

mitochondria prepared as reported (Fernández-Vizarra et al., 2010) in presence 33 mL of import buffer (20 mM HEPES-KOH pH 7.4,

600mMmannitol, 16 mMMgCl2, 5 mM ATP, 225 mM KCl, 0.1 mg/ml pyruvate kinase, 5 mMmethionine and 3% (w/v) fatty acid-free

bovine serum albumin) in a total volume of 200 ml in STE buffer (0.32 M sucrose, 1 mM EDTA, 10 mM Tris-HCl pH 7.4), at 37�C for

increasing times (5 to 60 min). To assess import dependence of mitochondrial membrane potential, control samples were incubated

with 10 mM of CCCP. For SDS-PAGE analysis, samples were split into two aliquots and treated with or without 100 mg/ml proteinase

K (Sigma) for 20min on ice, before stopping the reaction with 1mMPMSF for 10min. Mitochondria were pelleted at 8,000 xg for 8min

at 4�C and resuspended in 100 ml of STE buffer for their further analysis. For BN-PAGE analysis, mitochondria samples were sub-

jected to protease treatment and pelleted before undergoing the analysis as described above.

QUANTIFICATION AND STATISTICAL ANALYSIS

Unless indicated, all experiments were performed at least in triplicate and results were presented as mean ± standard deviation (SD)

of absolute values or percentages of control. Statistical p values were obtained by application of the Mann-Whitney U test using the

SPSS v21.0 program. p < 0.05 was considered significant test (*p < 0.05; **p < 0.01; ***p < 0.001). Information on biological and tech-

nical replicates and statistical significance is included in the figure legends.
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Figure S1. The absence of COX7A2L does not affect the stability of the respirasomes. Related to Fig 1. 
Isolated mitochondria from control HEK293T cells (WT) and two COX7A2L-KO clones (KO1 and KO2) were treated with 
increasing (A) or decreasing (B) digitonin-to-protein ratios (ranging from 1 to 40 g/g) and were subsequently analyzed by BN-
PAGE, followed by either CI-IGA and CIV-IGA assays or immunoblot analysis with antibodies against the complex I subunit 
NDUFA9, the complex III subunit CORE2 and the complex IV subunits COX1 and COX5B. MegaC, megacomplexes probably 
containing more than one copy of CI, CIII2 and CIV; I+III2+IVn, SCs containing CI, CIII2 and CIV. I+III2, SC containing CI and 
CIII2. III2+IV, SC containing CIII2 and CIV. III2, complex III dimer (CIII2). IV, complex IV (CIV); IV2, complex IV dimer (CIV2). 
II, complex II.  



 

 

 

Figure S2. Tagged-COX7A2L interacts with mitochondrial respiratory chain complexes and supercomplexes and restores 
SC III2+IV. Related to Fig 2. 
 (A) Immunoblot analysis of the untreated (c-), empty vector (ev) or overexpressed COX7A2L-Myc-DDK (COX7A2L) constructs 
in control HEK293T cells (WT) and two COX7A2L-KO clones (KO1 and KO2). Membranes were incubated with antibodies 
raised against the indicated OXPHOS subunits and the antibody against COX7A2L to differentiate endogenous COX7A2L (~12.6 
kDa) from exogenous COX7A2L-Myc-DDK (~16.2 kDa). (B) Digitonin-solubilized mitochondrial extracts (4g digitonin/1 g 
protein) from control HEK293T cells (WT) and COX7A2L-KO clone 2 (KO2) stably transfected with either the COX7A2L-Myc-
DDK construct or with the empty vector were analyzed by 2D-BN/SDS-PAGE and immunoblotting. (C) BN-PAGE was followed 
by CI-IGA, CIV-IGA and immunoblotting with the indicated antibodies. I+III2+IVn, SCs containing CI, CIII2 and CIV. I+III2, SC 
containing CI and CIII2. III2+IV, SC containing CIII2 and CIV. III2, complex III dimer (CIII2). IV, complex IV (CIV); IV2, 
complex IV dimer (CIV2). II, complex II. Subcomplexes that contain COX1 are indicated as subCOX1.  
 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

Figure S3. Heat-shock or acute oxidative stress do not affect the original MRC SC organization of WT and KO cells and do 
not reveal mitochondrial bioenergetics effects. Related to Fig 4. 
(A and D) Scheme representing the heat-shock paradigm (A) or the acute oxidative stress paradigm (B) used in the study. (B and 
E) Immunoblot analysis of COX7A2L steady-state levels in HEK293T and U87 cells, in samples collected 0-8h following heat 
shock (HS) (B) or oxidative stress (OS) (E). C is an untreated control. HSP70 was used as a heat-shock control, SOD2 as an 
oxidative stress control and ACTIN as a loading control. The COX7A2L and HSP70 signals (in B) or the COX7A2L and SOD2 
signals (in E) were quantified, normalized by ACTIN using the histogram function of the Adobe Photoshop program on digitalized 
images, and the values were expressed relative to the control. (C and F) BN-PAGE followed by immunoblotting in whole cell 
extracts from WT U87 and the COX7A2L-KO line U-KO1, reconstituted or not with a WT version (long) of COX7A2L, prepared 
in the presence of digitonin, using antibodies against CORE2 (CIII subunit), COX1 (CIV subunit) and SDHA (CII subunit). 
MegaC, megacomplexes probably containing more than one copy of CI, CIII2 and CIV; I+III2+IVn, SCs containing CI, CIII2 and 
CIV. I+III2, SC containing CI and CIII2. III2+IV, SC containing CIII2 and CIV. III2, complex III dimer (CIII2). IV, complex IV; II, 
complex II. (G) Cell survival measured by trypan blue exclusion and endogenous cell respiration measured polarographically in 
the indicated strains at time 0 following oxidative stress. EV, empty vector. Error bars represent the mean ± SD of four repetitions.  
*P < 0.05. 
 

 

  



 

Figure S4. TALEN-mediated generation of COX7A2L-KO clones in U87 glioblastoma cells. Related to Fig 5. 
 (A) COX7A2L alleles in TAL-COX7A2L clones. The DNA numbering refers to the coding sequence (c.) and the protein (p.) 
number to the predicted full polypeptide. C: compound; Mut: mutant; Hetero: heterozygous; Homo: homozygous; del: deletion; -: 
position before starting ATG. (B) Immunoblot analysis of the steady state levels of COX7A2L in U87 (WT) and TALEN-
transfected U87 cell lines. ACTIN was used as a loading control. (C) U87 (WT) and COX7A2L-KO clone # 1 (U-KO1) cells were 
cultured for 8 days in the presence of 15 µg/ml doxycycline and collected at different time points (0, 6, 15, 24, 48, and 72h) after 
doxycycline removal. Mitochondria prepared from these samples were extracted with a digitonin:protein ratio of 4 g/g and 
analyzed by BN-PAGE in combination with CI-IGA assays (upper panel) or by SDS-PAGE and immunoblotting with the 
indicated antibodies. SS, untreated cells. The identity of MRC complexes and SCs is indicated in the margins. 
 



 

 
Figure S5. Overexpression of CIV-subunit tissue-specific isoforms do not rescue SC III2+IV assembly in COX7A2L-KO 
cells. Related to Fig 6. 
(A) Tissue-specific CIV subunit isoforms considered in this study. (B) Sequence alignment of human COX7A1, COX7A2 and 
COX7A2L. Residues in COX7A that interact with CI ND5 or with CIII UQCRC1 subunits were proposed based on high-
resolution structures of the tight form of the I+III2+IV1 respirasome from ovine (Ovis aries) heart mitochondria (PDB 5J4Z). CIII-
interacting residues are marked in red; CI-interacting residues are labeled in green, and residues deleted in the short COX7A2L 
form are in blue. The residues in COX7A2L are hypothetical, proposed from a model by Letts and colleagues (2016) in which 
COX7A2L was fitted into the place of COX7A in the respirasome structure. (C) Steady-state levels of Myc-tagged or FLAG-
tagged versions of the indicated CIV isoforms, overexpressed in COX7A2L-KO cells. Endogenous (endo) and tagged versions of 
the proteins are indicated. (D) BN-PAGE followed by immunoblotting in whole cell extracts from the indicated cell lines prepared 
in the presence of digitonin, using antibodies against CORE2 (CIII subunit), COX5B (CIV subunit) and SDHA (CII subunit). 
I+III2+IVn, SCs containing CI, CIII2 and CIV. I+III2, SC containing CI and CIII2. III2+IV, SC containing CIII2 and CIV. III2, 
complex III dimer (CIII2). IV, complex IV; II, complex II.  
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 Article 2.  

4.1 Etat de l’art.  

Dans cette deuxième partie de ma thèse, j’ai tenté d’étudier le rôle de l’organisation 

supramoléculaire de la chaîne respiratoire et du métabolisme mitochondrial dans le 

fonctionnement de la chaîne respiratoire. Comme j’ai pu le décrire dans la partie 

précédente, l’organisation supramoléculaire du SC III2-IV ne semble pas influencer le 

fonctionnement des complexes I et II. Ces résultats corroborent également les premières 

études, faites chez S. cerevisiae, dans laquelle l’entrée des électrons dans la chaîne 

respiratoire ne dépend pas de l’organisation supramoléculaire des complexes III et IV 

(Bunoust et al., 2005; Påhlman et al., 2002, 2001; Rigoulet et al., 2010). 

Dans la partie Article 1. , l’utilisation de cellules en cultures a permis la création de 

modèles génétiques pour étudier l’impact d’une réorganisation de la partie terminale de la 

chaîne respiratoire sur son fonctionnement. Cependant, l’utilisation de la culture cellulaire 

possède plusieurs problématiques. Les conditions standards de cultures peuvent induire une 

dérive du métabolisme et mener à une sélection clonale. En effet, les conditions de cultures 

riches en glucose et en pyruvate sont promptes à sélectionner les cellules glycolytiques, 

ayant une forte fermentation lactique, minorant le rôle de la mitochondrie pour la 

réoxydation du NADH. Une autre problématique provient de la membrane plasmique qui 

empêche une maitrise fine de l’approvisionnement en substrats des mitochondries. La 

perméabilisation de la membrane par la digitonine est très efficace, cependant il n’est pas 

possible de maitriser la taille des pores formés par la digitonine dans la membrane. Il n’est 

pas possible non plus de contrôler l’environnement cellulaire dans lequel sont les 

mitochondries. En effet, la présence d’autres compartiments cellulaires ou d’enzymes 

peuvent avoir un impact sur le métabolisme mitochondrial et ne sont pas perdus durant la 

perméabilisation (voir matériel et méthode, partie Comptage cellulaire). 

Afin de s’affranchir de ces problèmes, j’ai décidé d’utiliser des mitochondries 

isolées de différents tissus murins. L’utilisation de mitochondries permet d’étudier 

spécifiquement le métabolisme mitochondrial. Cette stratégie est le seul modèle permettant 

de discriminer spécifiquement le métabolisme mitochondrial du métabolisme cellulaire. 

Comme décrit dans l’introduction, il existe des isoformes d’enzymes présentes dans le 

cytoplasme et dans la mitochondrie, ne permettant donc pas de discriminer ce qui est 
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produit ou consommé dans la matrice ou dans le cytoplasme, comme le malate par exemple 

(Article 2 figure 4A). Ce système permet de maitriser les métabolites qui sont fournis à la 

mitochondrie, facilitant l’analyse des voies métaboliques mises en jeu dans les processus 

étudiés. De plus, l’obtention d’une fraction enrichie en mitochondries permet d’observer 

des phénomènes marginaux comme certains supercomplexes de hauts poids moléculaires 

(Article 1 figure 2A), elle donne également accès à des métabolites présents en faibles 

concentrations, ou à des métabolites produits par la mitochondrie qui peuvent s’accumuler 

dans l’espace extra-mitochondrial en l’absence d’un cytoplasme.  Afin d’étudier le rôle de 

l’organisation supramoléculaire et du métabolisme mitochondrial, j’ai effectué mon 

analyse sur deux tissus, le cœur et le foie, aux rôles et propriétés biochimiques très 

différentes (Benard et al., 2006; Brandt et al., 2017; Forner et al., 2006; McLaughlin et al., 

2020).  

Le cœur est un muscle strié qui bat continuellement afin de propulser le sang dans 

les vaisseaux sanguins, pour qu’il soit réparti dans l’ensemble du corps humain. Ces phases 

successives de systole (contraction) et diastole (dilatation) nécessitent la production 

d’énormément d’énergie sous forme d’ATP (environs 6kg par jour pour l’homme), pour 

permettre la contraction du cœur. Chez l’homme, il bat, en moyenne, entre 60 et 80 fois par 

minute au repos et peut monter jusqu’à 200 battements par minute lors de l’effort, son 

activité a donc une grande amplitude sur une courte période de temps. Cette production 

d’ATP dépend et nécessite une fine régulation entre la glycolyse (source de pyruvate et 

d’ATP), la béta-oxydation, ou le cycle de Krebs  (Doenst et al., 2013). Toutes ces voies 

métaboliques approvisionnent en électrons les OXPHOS, qui sont responsables de la 

quasi-totalité de l’ATP produite dans le cœur (Doenst et al., 2013; Ingwall, 2002). Le cœur 

doit donc posséder une grande flexibilité et une grande réactivité aux changements 

environnementaux pour pouvoir répondre aux besoins énergétiques, notamment pour la 

production d’ATP et régénération du NAD+, suivant les substrats métaboliques à 

disposition.  

Le foie, par opposition, est un organe qui a un rôle pléiotropique dans le 

métabolisme des sucres, des protéines et des lipides. Il joue le rôle de tampon pour 

maintenir l’homéostasie métabolique du corps et permet le stockage de composés 

glucidiques ou lipidiques (Glycogénogenèse, lipogenèse) ou la transformation d’autres 

composés afin de détoxifier, de recycler certains métabolites (cycle de l’urée, 

glycogénolyse). Le foie, par ces multiples fonctions, possède donc une grande diversité de 

voies métaboliques qui lui sont spécifiques (Forner et al., 2006; McLaughlin et al., 2020), 
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comme par exemple, le  cycle de l’urée, responsable du recyclage des acides aminés, la 

biosynthèse des triglycérides, responsable du stockage des lipides, ou la navette 

glycérol-3-phosphate, responsable du maintien du redox cytosolique et faisant le lien entre 

le métabolisme des lipides et la glycolyse. Les fonctions du foie permettent au corps humain 

de s’adapter entre les périodes postprandiales et les périodes de jeûne notamment. L’activité 

du foie s’étend sur plusieurs minutes, voire plusieurs heures. Le métabolisme hépatique ne 

subit pas d’aussi fréquents changements d’activités que ceux subit par le métabolisme 

cardiaque, son métabolisme est donc proche de son état stationnaire.  

Ces différences de propriétés et de rôles physiologiques se transcrivent au niveau 

des caractéristiques des mitochondries de cœur et de foie qui sont ainsi très différentes par 

leurs structures, leur capacité à produire de l’énergie et l’enrichissement de certaines voies 

métaboliques, notamment des complexes de la chaîne respiratoire (Benard et al., 2006; 

Brandt et al., 2017).  

4.2 Résumé des résultats de l’article.  

Mon deuxième article de thèse avait pour objectif de déterminer comment était 

contrôlé le flux d’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire entre les complexes I et 

II, en utilisant les différences bioénergétiques et de composition protéique des 

mitochondries de cœur et de foie. Lors de ce travail, j’ai pu (1) caractériser les 

mitochondries cardiaques et hépathiques suivant leurs propriétés bioénergétiques en 

fonction des substrats mitochondriaux, l’enrichissement des complexes de la chaîne 

respiratoire et l’organisation supramoléculaire de celles-ci. De plus, en utilisant des 

approches pour dissocier les flux dépendants de l’activité du complexe I ou du complexe II, 

j’ai tenté de mettre en évidence (2) si l’entrée des électrons par les complexes I et II dans 

des systèmes de mitochondries perméabilisées ou intactes pouvait être dictée par 

l’organisation supramoléculaire ou par le métabolisme mitochondrial. Enfin, j’ai par la 

suite (3) chercher à déterminer par quel mécanisme. 

4.2.1 L’oxydation du NADH et du succinate diffère fortement 

entre les mitochondries cardiaques et hépatiques. 

Des mitochondries de cœur et de foie ont été isolées à partir de souris C57BL/6N 

par fractionnement cellulaire puis centrifugations différentielles dans des conditions 

iso-osmotique pour les mitochondries. La première partie de l’étude a été l’isolement de 
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mitochondries intactes. Pour cela, lors des premières mesures de respiration, la qualité des 

mitochondries est testée, en présence des substrats du complexe I et du complexe II, grâce 

à l’ajout de cytochrome c puis de NADH, permettant de vérifier, respectivement, l’intégrité 

de la membrane externe et de la membrane interne mitochondriale. Afin de caractériser les 

capacités bioénergétiques de ces mitochondries, nous avons mesuré la respiration 

phosphorylante (Phosphorylating), non-phosphorylante (Non Phosphorylating) et 

découplée (Uncoupled) suivant différentes conditions de substrats respiratoires (voir 

matériel et méthode partie 2.2.2.1).  

La première étape de mon travail a été de déterminer les conditions de substrats 

respiratoires permettant d’avoir les meilleurs flux respiratoires dépendants du complexe I 

ou du complexe II. Pour approvisionner le complexe II en électrons, l’ajout de succinate 

suffit car il est transporté à l’intérieur des mitochondries. Cependant, le NADH, qui est le 

substrat du complexe I, est utilisé comme contrôle de la qualité de la membrane interne 

mitochondriale. Le transport de NADH dans la mitochondrie n’est pas suffisant pour 

générer un flux respiratoire détectable (Cantó et al., 2015; Purvis and Lowenstein, 1961; 

Yang and Sauve, 2016), il faut donc passer par des systèmes de navettes métaboliques. Ces 

navettes sont des métabolites qui sont transportés dans la mitochondrie, pour être pris en 

charge par des déshydrogénases matricielles afin de générer du NADH dans la matrice 

mitochondriale. Les substrats des déshydrogénases les plus communément et 

universellement utilisés pour approvisionner le complexe I en NADH sont le pyruvate, le 

glutamate et le malate (Mourier et al., 2014a). Ces substrats permettent d’approvisionner 

des enzymes du cycle de Krebs ou satellites au cycle de Krebs. Les enzymes satellites sont 

ici définies comme celles impliquées dans la génération d’intermédiaires réactionnels du 

cycle de Krebs comme l’acétyl-CoA ou l’alpha-cétoglutarate, ou impliquées dans la navette 

malate/aspartate (Article 2 figure 4A et Figure 41). Ces enzymes sont donc en étroite 

connexion avec le fonctionnement du cycle de Krebs. La présence et la quantité de ces 

déshydrogénases sont dépendantes du tissu étudié (Benard et al., 2006; Forner et al., 2006; 

McLaughlin et al., 2020). Par exemple, le foie peut générer du NADH par l’intermédiaire 

de la 3-hydroxybutyrate déshydrogénase qui est une enzyme de la voie des cétones, alors 

qu’aucun flux respiratoire n’est détectable sur mitochondries de cœur avec ce substrat 

(données non fournies). 
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4.2.1.1 Caractérisation des capacités respiratoires des 

mitochondries intactes de cœur et de foie.  

Lors de cette étude, je me suis uniquement concentré sur le pyruvate, le glutamate 

et le malate comme sources de NADH pour le complexe I. Les études sur mitochondries 

intactes montrent que la combinaison optimale de substrats respiratoires permettant 

d’approvisionner le complexe I est l’ajout simultané du pyruvate, du glutamate et du malate 

(PGM). Mes données montrent que l’ajout d’un seul des substrats du complexe I génère un 

flux respiratoire dérisoire par rapport aux capacités maximales du complexe I observées en 

PGM (Article 2 figure 1SA). L’utilisation de couples de substrats respiratoires du 

complexe I montre que l’ajout de malate au glutamate ou au pyruvate permet d’augmenter 

la respiration de 40 à 60 fois par rapport au couple pyruvate-glutamate (Article 2 figure 

1SB). Il semble donc y avoir une synergie entre les substrats respiratoires du complexe I, 

dans laquelle le malate joue un rôle central. J’ai pu également observer la nécessité de 

l’ajout de roténone pour avoir les capacités maximales du complexe II (Article 2 figure 

1SC-D), comme il est décrit dans la littérature (Mourier et al., 2014a). De manière 

étonnante, l’impact de la roténone sur le flux respiratoire du complexe II du foie est 

seulement visible en respiration découplée (Article 2 figure 1SD). La respiration due au 

complexe II sur le cœur se trouve fortement diminuée, de 40% en respiration découplée 

mais surtout de 75% sur la respiration phosphorylante (Article 2 figure 1SC). J’ai pu 

également observer que les mitochondries de cœur avaient des capacités respiratoires trois 

fois supérieures pour le complexe II et cinq fois supérieures pour le complexe I par rapport 

aux mitochondries de foie (Article 2 figure 1A-B). Outre ces capacités respiratoires très 

différentes entre le cœur et le foie, les chaînes respiratoires de foie ont une capacité 

d’oxyder le succinate trois fois supérieure à celle du NADH (Article 2 figure 1B), alors 

que cette différence est seulement de 20% dans le cœur (Article 2 figure 1A). L’ensemble 

de ces observations montre que ces mitochondries ont des capacités respiratoires à réoxyder 

le NADH et le succinate très différentes et que leurs réponses aux divers substrats ou 

inhibiteurs leurs sont propres. 

Afin de déterminer si les chaînes respiratoires de cœur et de foie étaient capables de 

maintenir un flux respiratoire maximale des complexes I et II, j’ai ajouté simultanément les 

substrats de ces complexes (Article 2 figure 1A-B). Une légère augmentation du flux 

respiratoire sur le cœur et aucune augmentation sur foie sont observées. Ceci indique que 

les capacités respiratoires maximales du système des mitochondries intactes sont atteintes, 
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et donc que les chaînes respiratoires ne peuvent pas reoxyder au maximum de leurs 

capacités le NADH et le succinate quand les deux sont présents.    

4.2.1.2 Caractérisation des capacités respiratoires des 

mitochondries perméabilisées de cœur et de foie. 

Comme décrit plus haut, le NADH est généré par des déshydrogénases dont 

l’activité peut varier suivant les tissus. J’ai donc décidé d’utilisé un système de 

mitochondries perméabilisées afin d’approvisionner directement les complexes I et II en 

NADH et succinate. Ce modèle de mitochondries perméabilisées permet de s’affranchir du 

contrôle cinétique qui peut être mis en place sur l’approvisionnement en substrats, que ce 

soit par le transport des métabolites à travers la membrane ou par la génération du NADH 

dans la matrice. Ces conditions permettent d’avoir les capacités maximales de la chaîne 

respiratoire et non plus du système mitochondrial dans son ensemble comme décrit dans la 

partie 4.2.1.1. 

Dans ces conditions, sans limitation de substrats, les mitochondries de cœur ont une 

capacité à réoxyder le NADH trois fois supérieure à la capacité en respiration découplée 

celles observées sur mitochondries intactes (Article 2 figure 1A et C). Par opposition, les 

capacités respiratoires du foie pour le complexe I et pour le complexe II sont sensiblement 

les mêmes entre les capacités en respiration découplée en mitochondries intactes et les 

mitochondries perméabilisées (Article 2 figure 1B et D), ce qui est aussi le cas pour la 

réoxydation du succinate sur cœur (Article 2 figure 1C). L’utilisation de ces deux tissus 

permet donc d’étudier deux systèmes diamétralement différents. Les chaînes respiratoires 

de cœur ont deux fois plus de capacité à réoxyder le NADH que le succinate, et inversement 

pour les mitochondries de foie. Ces différences dans ces capacités de réoxydation m’ont 

poussé à caractériser la composition en complexes de ces chaînes respiratoires cardiaques 

et hépatiques. Les expériences de quantifications des cytochromes et de quantifications 

relatives des protéines de la chaîne respiratoire montrent que les complexes sont deux à 

quatre fois plus abondants dans les mitochondries de cœur que de foie (Article 2 

figure 1E-G). Le ratio de quantité relative de complexe I sur celle de complexe II montre 

que la stœchiométrie de ces complexes diffère grandement entre le cœur et le foie (Article 2 

figure 1H). Ces différences corrèlent par ailleurs avec les capacités respiratoires à réoxyder 

le NADH et le succinate de ces deux tissus (Article 2 figure 1C-D). 

J’ai tenté de déterminer si les chaînes respiratoires de mitochondries perméabilisées, 

permettant de s’affranchir des contraintes cinétiques apportées par le métabolisme 
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mitochondrial, de cœur et de foie, étaient capables de maintenir un flux respiratoire 

maximale des complexes I et II lorsque les deux sont approvisionnés en substrats. L’ajout 

simultané des substrats n’induit pas d’augmentation du flux respiratoire comme observé 

sur mitochondries intactes. Les chaînes respiratoires de cœur et de foie ne peuvent réoxyder 

à leur capacité maximale le NADH et le succinate lorsque les deux substrats sont présents 

(Article 2 figure 1C-D). Afin d’appréhender les proportions de flux respiratoire provenant 

du complexe I et du complexe II, il a fallu utiliser une stratégie permettant de discriminer 

quelle part du flux respiratoire était dépendante de l’activité du complexe I ou du 

complexe II en conditions de substrats multiples. Pour ce faire, j’ai utilisé la stratégie 

d’inhibition utilisée dans les Articles 1. 

4.2.2 Les mitochondries de coeur et de foie réoxydent 

préférentiellement le succinate. 

La première étape de ce travail a été de valider la spécificité des inhibiteurs sur nos 

modèles de mitochondries isolées de cœur et de foie (Article 2 figure S2A-D). Comme 

décrit précédemment, la roténone, inhibiteur du complexe I, induit une augmentation de la 

respiration liée au complexe II (Article 2 figure S2A et C). Cette augmentation est 

spécifique aux mitochondries intactes car aucun effet de la roténone n’est observé sur la 

respiration du complexe II en mitochondries perméabilisées (données non fournies). L’effet 

de la roténone semble donc être lié au métabolisme mitochondrial. L’atpenine A5, qui est 

l’inhibiteur du complexe II, est, quant à lui, spécifique du complexe II et n’a aucun effet 

sur la respiration du complexe I en pyruvate, glutamate, malate (Article 2 figure S2B et D). 

Les inhibiteurs sont donc spécifiques des complexes I ou II. 

Une fois la validation de nos inhibiteurs faite sur nos modèles de mitochondries 

isolées, j’ai étudié la répartition du flux respiratoire provenant du complexe I ou du 

complexe II sur mitochondries perméabilisées. En présence de NADH et succinate, la 

respiration dépendante du complexe II est identique à la respiration mesurée en présence 

de succinate seul, pour le cœur et le foie (Article 2 figure 2A et B).  Il est à noter que, dans 

ces conditions, la respiration dépendante du complexe I est diminuée de moitié par rapport 

aux respirations en présence de NADH seul, et ce, pour le cœur et pour le foie (Article 2 

figure 2A et B). Il semblerait donc que le complexe II soit prioritaire pour donner ces 

électrons à la chaîne respiratoire. Afin de s’affranchir des potentielles dérives que pourrait 

avoir une stratégie reposant sur des inhibiteurs, nous avons développé une approche 
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indépendante permettant de déterminer l’activité du complexe I en présence de substrats 

multiples.  

Le modèle de mitochondries perméabilisées induit une perte du métabolisme 

matriciel, cependant, il a l’avantage de permettre la mesure du flux de production de NAD+ 

car ce dernier n’est plus rétro-converti par les déshydrogénases de la matrice. Ainsi, la 

mesure par dosage enzymatique du flux de production de NAD+ a confirmé que le flux 

d’oxydation du NADH par le complexe I était diminué de 50% en présence de succinate 

(Article 2 figure 2C et D). De plus, les flux de production de NAD+ sont les mêmes que 

ceux de la consommation d’oxygène dépendante du complexe I, ce qui prouve la robustesse 

de ces approches. Mes résultats montrent donc qu’il existe bien un phénomène de 

compétition à l’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire de mammifère, qui semble 

privilégier les électrons provenant du complex II au détriment de celle du complexe I. Ces 

résultats sont en totale contradiction avec le dogme actuel, soutenant que l’organisation 

supramoléculaire du complexe I lui confèrerait la priorité pour donner ses électrons à la 

chaîne respiratoire, au dépens du complexe II qui n’est pas associé en supercomplexe 

(Lapuente-Brun et al., 2013; Schagger, 2000). 

4.2.3 Le complexe I est associé en supercomplexes a contrario du 

complexe II. 

J’ai par la suite étudié les différences qui pourraient exister entre les chaînes 

respiratoires de mitochondries isolées de cœur et de foie, en terme d’organisation 

supramoléculaire et en terme de stœchiométrie des complexes au sein des différents 

supercomplexes. Pour répondre à ces questions, j’ai solubilisé les protéines 

mitochondriales, à l’aide d’un détergent doux, la digitonine, afin de les séparer par 

électrophorèse non dénaturante appelée BN-PAGE (voir matériel et méthode partie 

BN-PAGE). J’ai utilisé deux approches pour séparer les différents supercomplexes. Pour 

la première les protéines migrent, dans un gradient d’acrylamide de 4-16% (Article 2 figure 

2E, S2E et I), jusqu’à ce que le front de migration se retrouve en bas du gel. Cette approche 

permet d’avoir l’intégralité des complexes solubilisés, qu’ils soient associés en 

supercomplexes ou non, mais elle a le désavantage d’avoir une assez faible résolution pour 

la séparation des supercomplexes. La deuxième approche utilise un gradient 

d’acrylamide 3-12% (Article 2 figure 2F, S2H), dans lequel les protéines migrent jusqu’à 

être bloquées dans la maille d’acrylamide du gel. Par cette approche, la séparation des 

supercomplexes est grandement améliorée, et un plus grand nombre de supercomplexes est 
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résolu. L’inconvénient est la perte de certaines protéines ou complexes protéiques de petites 

tailles, comme le complexe II, qui sortent du gel.  

L’utilisation de deux approches de détection, que sont l’immuno-détection et 

l’activité in gel, m’ont permis de confirmer que le complexe I et le complexe IV étaient 

moins présents dans les mitochondries de foie que dans les mitochondries cardiaques 

(Article 2 figure 2E-F). Cette diminution corrèle avec l’abondance et la diversité des 

supercomplexes qui sont observées. En effet, la présence de nombreux supercomplexes de 

hauts poids moléculaires est observable dans le cœur, a contrario ils sont beaucoup moins 

présents, voire absents dans le foie (Article 2 figure 2F). D’autre part, les respirasomes 

(I-III2-IV) et supercomplexes plus petits sont bien présents, seules leurs abondances 

diffèrent entre les deux tissus (Article 2 figure 2F). Un autre point commun entre le cœur 

et le foie est que le complexe II n’est pas associé en supercomplexes (Article 2 figure 2H). 

Pour pouvoir quantifier la stœchiométrie des complexes de la chaîne respiratoire dans les 

supercomplexes j’ai réalisé un gel en deux dimension nommé BN/SDS-PAGE (voir 

matériel et méthode partie 2.2.4.2.2). Avec cette approche, j’ai pu déterminer la quantité 

relative et la proportion de complexe I, complexe II, complexe III et complexe IV associés 

en respirasome (Article 2 figure 2I). Les résultats sont en adéquation avec ceux décrits 

dans la littérature (Milenkovic et al., 2017). Le complexe I est associé à plus de 90% en 

respirasome pour le cœur et le foie. Les différences d’association en supercomplexes entre 

les mitochondries de cœur et de foie sont notables pour le complexe III associé à 70% dans 

le cœur contre 50% dans le foie et surtout pour le complexe IV associé à 50% dans le cœur 

contre 10% dans le foie. Les complexes III et IV sont donc moins associés dans le foie que 

dans le cœur, mais les déshydrogénases responsables de l’entrée des électrons, elles, ne 

varient pas, le complexe I étant associé contrairement au complexe II. La priorisation du 

flux d’oxydation du succinate ne dépend donc pas de l’organisation supramoléculaire de la 

chaine respiratoire ou de la stoechiométrie entre les complexes I et II.  

Afin d’évaluer le caractère dynamique de l’organisation suprmoléculaire de la 

chaîne respiratoire,  j’ai solubilisé des mitochondries cardiaques incubées dans différentes 

conditions de substrats dans lesquelles soit seul le complexe I (PGM) ou soit seul le 

complexe II (Succ+rot) était approvisionné, et trois conditions où le complexe I et 

complexe II étaient approvisionnés en même temps mais dans lesquelles la proportion de 

flux liée au complexe I varie entre 45%, 60% et 100% de ces capacités respiratoires 

(Succ+Glut, Succ+PG, Succ+PGM) (Article 2 figure 4F-G). Les résultats montrent très 

clairement que quelles que soient les conditions de substrats, il n’y a pas de réorganisation 
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dynamique des supercomplexes (Article 2 figure S2H-I). Par conséquent les proportions 

de flux respiratoire ne semblent pas dépendre d’une quelconque organisation 

supramoléculaire. 

Mon travail démontre que les chaînes respiratoires de cœur et de foie sont régies 

par un même mécanisme de compétition dans lequel le complexe II est prioritaire pour 

donner ses électrons à la chaîne respiratoire par rapport au complexe I, et ce, 

indépendamment de l’organisation en supercomplexes et des capacités d’oxydation de 

NADH ou succinate. 

4.2.4 Les mitochondries de cœur et de foies métaboliquement 

intactes réoxydent préférentiellement le NADH.  

Les capacités respiratoires des mitochondries perméabilisées et intactes sont très 

différentes pour le cœur, notamment les capacités de réoxydation du NADH qui triplent 

lorsque le NADH alimente directement la chaîne respiratoire des mitochondries 

perméabilisées. Comme décrit précédemment (Article 2 partie 4.2.2 et Figure 1A-B), 

l’ajout simultané des substrats du complexe I et complexe II n’entraine pas d’augmentation 

de respiration, les complexes de la chaîne respiratoire étant capable de supporter 

l’oxydation maximale du NADH et du succinate. Par conséquent, il semblerait également 

qu’un phénomène de compétition à l’entrée des électrons soit mis en place dans les 

mitochondries intactes ayant leur métabolisme matriciel. 

Afin de discriminer la répartition du flux respiratoire dépendant du complexe I ou 

du complexe II, lorsque les deux sont approvisionnés en électrons, j’ai utilisé la même 

stratégie d’inhibition. L’inhibition des différents complexes a été faite lors de la respiration 

découplée. La respiration découplée étant la respiration maximale des mitochondries 

intactes, dans ces conditions, le flux d’électrons sera indépendant de la force proton motrice 

qui ne sera donc pas un frein cinétique pour le fonctionnement de la chaîne respiratoire. De 

plus, j’ai pu observer que, dans ces conditions, la séquence d’ajout des inhibiteurs du 

complexe I ou du complexe II n’allait pas influencer la répartition du flux respiratoire 

dépendant des complexes, lorsque les deux complexes sont approvisionnés simultanément 

(Article 2 figure S3C-D). Les données montrent que la respiration dépendante du 

complexe I n’est pas affectée en présence de substrats multiples pour le cœur et le foie, 

alors qu’au contraire la respiration dépendante du complexe II est diminuée de 40% pour 

le cœur et de 30% pour le foie, et est sensiblement la même que celle observée en succinate 

seul sans roténone (Article 2 figure 3A-B et S3C-D). Une nouvelle fois, les mitochondries 
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de cœur et foie réagissent de la même manière malgré leurs capacités à réoxyder des 

substrats très différents. Toutefois, par opposition avec ce qui est observé en mitochondries 

perméabilisées, la réoxydation du NADH est prioritaire sur celle du succinate. La 

préférence naturelle pour l’oxydation du succinate observée dans le modèle de 

mitochondrie perméabilisée semble être contrecarrée dans le contexte de mitochondrie 

métaboliquement active.  

4.2.5 L’oxaloacetate orchestre le changement de priorité entre les 

complexes I et II, avec la Malate déshydrogénase 2 comme point de 

contrôle. 

Afin de comprendre le mécanisme permettant de renverser cette capacité naturelle 

à prioriser la réoxydation du succinate, j’ai essayé de comprendre l’impact de l’ajout des 

différents substrats sur le métabolisme mitochondrial, et notamment le lien entre la chaîne 

respiratoire, le cycle de Krebs et la navette malate/aspartate. 

Comme décrit précédemment, les capacités du complexe II sont les mêmes entre les 

mitochondries perméabilisées et mitochondries intactes, lorsqu’un inhibiteur du complexe I 

est ajouté au succinate pendant la respiration. Comme présenté plus tôt (Article 2 figure 

S1C-D), l’absence de cet inhibiteur entraine une diminution de respiration du complexe II 

de 40% pour le cœur et 30% pour le foie. L’ajout de l’inhibiteur du complexe I sur 

mitochondries intactes a été décrit comme permettant de prévenir l’accumulation de 

l’oxaloacetate. Ce métabolite est le produit de la MDH2 (Article 2 figure 4A) et est connu 

comme étant un inhibiteur compétitif du complexe II (Fink et al., 2018; Gnaiger, 2009; 

Schollmeyer and Klingenberg, 1961). L’oxaloacetate est un inhibiteur spécifique et très 

efficace, 90% de l’activité du complexe II est inhibée dès 1µM lorsque la respiration du 

complexe II est réalisées sur mitochondries perméabilisées (Article 2 figure S3A). Le 

modèle décrivant le mécanisme d’action de la roténone définit que l’inhibition du complexe 

I empêche la réoxydation du NADH produit par les déshydrogénases matricielles. Par 

conséquent, MDH2 étant privée de son substrat, elle ne peut plus générer d’oxaloacetate ce 

qui limite fortement l’inhibition du complexe II. Dans le but d’étudier le rôle de 

l’oxaloacetate sur la respiration et son rôle dans le métabolisme mitochondrial, j’ai 

développé un dosage enzymatique (voir matériel et méthode partie 2.2.5.1.2) me 

permettant de mesurer la concentration d’oxaloacetate dans les différentes conditions de 

respiration. Mes résultats confirment que, sur cœur et sur foie, la stimulation de respiration 
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liée à l’utilisation d’inhibiteurs du complexe I permet de diminuer la quantité 

d’oxaloacetate (Article 2 figure 3C-D). Par extension, le flux respiratoire lié au complexe II 

semble être corrélé avec la quantité d’oxaloacetate. En effet, la respiration en succinate et 

la respiration liée au complexe II en substrats multiples (succinate, pyruvate, glutamate, 

malate) sont égales en terme de flux respiratoires mais également au niveau de la quantité 

d’oxaloacetate (Article 2 figure 3C-D). Il semblerait donc que l’oxaloacetate soit l’entité 

permettant de limiter l’activité du complexe II lorsque le métabolisme mitochondrial est 

intact. 

Dans le modèle permettant d’expliquer l’activation de la respiration par un 

inhibiteur du complexe I, lorsque les mitochondries sont approvisionnées en succinate, 

MDH2 semble jouer un rôle central. Afin de vérifier cette hypothèse, j’ai réalisé des 

expériences de fluorimètrie qui montrent que cette diminution de quantité d’oxaloacetate 

est corrélée avec l’augmentation du niveau de NAD(P)H lors de l’ajout de roténone 

(Article 2 figure 3E et S3B). De plus, des expériences de résonance magnétique nucléaire 

(RMN) montrent que la roténone permet d’augmenter le flux de production de malate et de 

fumarate (Article 2 figure 3F), mettant ainsi en évidence un blocage de MDH2 induit par 

l’ajout de roténone. L’ensemble de ces expériences permettent de mettre en lumière le rôle 

de l’oxaloacetate et de MDH2 comme régulateurs clé de l’activité du complexe II et de 

l’interconnexion forte entre le cycle de Krebs et la chaîne respiratoire.  

4.2.6 MDH2 est l’aiguilleur métabolique permettant la redirection 

des flux d’approvisionnement de la chaîne respiratoire et du cycle 

de Krebs.  

4.2.6.1 MDH2 est le lien entre la navette malate-aspartate et 

l’activité complexe II. 

Outre son rôle dans le cycle de Krebs, MDH2 est un élément essentiel de la navette 

malate/aspartate (Article 2 figure 4A). Cette navette permet le transfert indirect du NADH 

du cytoplasme vers la mitochondrie (Borst, 2020, 1962; LaNoue et al., 1973). Lors de stress 

liés à l’augmentation du NADH cytosolique, le niveau de malate cytosolique augmente, 

entrainant l’augmentation de l’activité de la MAS (Safer et al., 1971). Ce processus permet 

d’augmenter la réoxydation du NADH cytosolique par la mitochondrie.  

Afin d’étudier la relevance de la régulation métabolique de l’oxaloacetate sur la 

chaîne respiratoire, le cycle de Krebs et la navette malate/aspartate, j’ai mimé 
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l’augmentation du niveau de NADH cytosolique en incubant les mitochondries avec des 

concentrations croissantes de malate en présence de succinate durant la respiration sur 

mitochondries intactes de cœur (Article 2 figure 4B-D) et de foie (Article 2 figure S4A-C). 

Ces expériences montrent que l’augmentation de la concentration de malate induit jusqu’à 

60% de diminution de respiration liée au complexe II par rapport à la respiration optimale 

du complexe II (succ+rot) (Article 2 figure 4B et S4A). De plus, dans ces conditions, la 

quantité d’oxaloacetate est augmentée jusqu’à 6 fois pour le cœur et jusqu’à 2,5 fois pour 

le foie (Article 2 figure 4C et S4B). La proportionnalité entre ces deux phénomènes montre 

la corrélation qu’il existe entre le degré d’inhibition de la respiration dépendante du 

complexe II et la quantité d’oxaloacetate (Article 2 figure 4D et S4C).  Le malate n’ayant 

pas d’impact sur la respiration liée au complexe II sur mitochondries perméabilisées 

(Article 2 figure S4D), confirme que c’est l’oxaloacetate, en s’accumulant dans le 

compartiment matriciel, qui induit l’inhibition du complexe II (Article 2 figure S4D). Ces 

résultats expliquent également que l’effet de la roténone n’est observable que sur des 

mitochondries intactes, car il est nécessaire que la membrane interne soit intacte pour 

permettre l’accumulation de l’oxaloacetate dans la matrice. Il est important de noter que 

les quantités d’oxaloacetate qui s’accumulent dans le foie sont jusqu’à six fois inférieures 

à ce qui est accumulé dans les mitochondries de cœur. L’ensemble de ces résultats montrent 

donc qu’une augmentation de malate extracellulaire induit la mise en place d’une régulation 

métabolique, liée à MDH2 et à l’oxaloacetate, permettant de limiter l’oxydation du 

succinate.  

4.2.6.2 Lien entre la chaîne respiratoire, le cycle de Krebs et la 

navette malate-aspartate : une redirection du flux respiratoire du 

complexe II vers le complexe I. 

MDH2 est une enzyme centrale dans le métabolisme mitochondrial, elle est à la 

croisée du cycle de Krebs, de la MAS et de la chaîne respiratoire, par son rôle de régulateur 

du complexe II, grâce à l’oxaloacetate, mais également comme fournisseur essentiel de 

NADH pour le complexe I. Ceci est confirmé par mes expériences sur l’optimisation des 

conditions de substrats respiratoires, le malate est primordial pour avoir un flux lié au 

complexe I (Article 2 figure S1A-B). Cette enzyme est donc essentielle pour contrôler 

l’activité du complexe II mais également celle du complexe I. Afin d’aller plus loin dans la 

compréhension du rôle central que possède MDH2 et l’oxaloacetate, j’ai voulu diminuer le 
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niveau de ce dernier autrement qu’en inhibant le complexe I. Cette approche m’a permis 

d’étudier l’impact d’une consommation de l’oxaloacetate sur la respiration dépendante du 

complexe II mais également sur la respiration dépendante du complexe I. En effet, 

l’oxaloacetate est au carrefour entre le cycle de Krebs, en tant que substrat de la citrate 

synthase (CS), et de la navette malate/aspartate, en tant que substrat de la GOT2 (Article 2 

figure 4A). J’ai donc décidé d’approvisionner ces deux voies métaboliques pour 

consommer l’oxaloacetate et ainsi limiter l’inhibition du complex II. Le cycle de Krebs est 

approvisionné en ajoutant le pyruvate, qui fourni au système du NADH par l’intermédiaire 

de la pyruvate déshydrogénase (PDH) mais également de l’acétyl-CoA qui est un substrat 

avec l’oxaloacetate de la CS. La MAS est, quant à elle, approvisionnée en ajoutant du 

glutamate qui peut également fournir au système du NADH par l’intermédiaire de la 

glutamate déshydrogénase (GDH) mais surtout pour l’approvisionnement en substrats de 

la GOT2, enzyme clé de la navette malate/aspartate consommant de l’oxaloacetate et du 

glutamate (Article 2 figure 4A). 

Mes résultats montrent que les ajouts de pyruvate et de glutamate sont efficaces et 

diminuent jusqu’à 50% la quantité d’oxaloacetate, ce qui est similaire à ce qui est observé 

lors de l’ajout de roténone en succinate (Article 2 figure 4E). En parallèle, la respiration 

dépendante du complexe II est augmentée entre 40% et 50% par rapport à la condition en 

succinate seul (Article 2 figure 4F). Sur les mitochondries de foie, la consommation 

d’oxaloacetate est moins efficace et cela se traduit sur la respiration liée au complexe II qui 

ne varie pas ou faiblement par rapport à la condition succinate (Article 2 figure S4E-F). 

J’ai également pu noter, que l’ajout simultané de pyruvate et de glutamate au succinate ne 

permet pas d’avoir d’effet cumulatif sur la respiration liée au complexe II, décrivant soit 

que la respiration maximale du complexe II est atteinte, soit qu’il n’est pas possible de 

descendre en dessous d’un certain niveau d’oxaloacetate.  

De plus, les résultats montrent également la présence d’un flux respiratoire 

dépendant du complexe I, par opposition avec ce qui a été observé lorsque le pyruvate ou 

le glutamate sont utilisés comme substrats respiratoires seuls ou en combinaison en absence 

de malate (Article 2 figure S1A-B). Précédemment, il a été montré que dans les conditions 

respiratoires de succinate et roténone, le malate est produit par le complexe II à partir du 

succinate (Article 2 figure 3-F). Mes résultats indiquent que le complexe II peut être une 

source de malate intra-mitochondriale dépendante de l’anaplerose. C’est donc cette source 

de malate, et surtout d’oxaloacetate, qui permet de faire fonctionner le système des 

déshydrogénases et la navette malate/aspartate pour approvisionner le complexe I en 
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NADH. Cette dépendance du système des déshydrogénases au malate, qu’il soit produit 

par le complexe II ou importé, met encore plus en évidence le rôle fondamental de MDH2 

dans ce lien métabolique entre chaîne respiratoire, cycle de Krebs et la MAS. 

Enfin, j’ai étudié si lors d’un stress redox cytosolique, mimé par l’augmentation de 

la concentration de malate dans le tampon d’incubation, MDH2 et la navette 

malate/aspartate pouvaient favoriser la réoxydation du NADH au détriment du succinate 

en redirigeant le flux d’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire. Pour cela, j’ai 

incubé les mitochondries avec des concentrations croissantes de malate en présence de 

succinate, et également en présence des substrats permettant d’activer les voies de 

consommation de l’oxaloacetate et de production de NADH et permettant d’avoir les 

conditions de substrats optimales pour l’approvisionnement du complexe I (Article 2 

figure 4G). Malgré les voies de consommation de l’oxaloacetate, l’augmentation de la 

concentration de malate montre une diminution de la respiration dépendante du 

complexe II, avec dans un même temps une augmentation de respiration dépendante du 

complexe I (Article 2 figure 4G).  Cette figure montre clairement la redirection des flux 

respiratoires de la consommation maximale du succinate vers la consommation maximale 

du NADH orchestrée par la variation de concentration extramitochondriale de malate.  

4.3 Discussion. 

Physiologiquement, les mitochondries sont en présence de substrats respiratoires 

multiples approvisionnant les différentes ubiquinone oxydoréductases du système. Des 

travaux sur S. cerevisiae ont permis de montrer que la chaîne respiratoire pouvait favoriser 

le flux d’oxydation d’un substrat respiratoire par rapport à un autre en consommant 

séquentiellement les substrats (Påhlman et al., 2002). Mon travail a été de déterminer si les 

chaînes respiratoires de mammifères possédaient elles aussi la capacité de favoriser un flux 

de consommation d’un substrat par rapport à un autre. C’est à travers l’étude de 

mitochondries de cœur et de foie possédant des capacités de réoxydation du NADH et du 

succinate très différentes et de stratégies permettant de discriminer les flux provenant de 

l’activité du complexe I ou du complexe II que j’ai tenté de déterminer si un tel phénomène 

était mis en place chez le mammifère et par quel mécanisme.   
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4.3.1 Etude de la répartition du flux respiratoire entre le complexe 

I et du complexe II dans un système de mitochondries 

perméabilisées. 

L’utilisation de mitochondries perméabilisées m’a permis de m’affranchir des 

contraintes thermodynamiques et des contraintes d’approvisionnement en substrats liées à 

la membrane interne mitochondriale. Par cette approche, l’étude de la respiration et des 

flux de production de NAD+ met en évidence que succinate et NADH sont consommés 

simultanément. Cependant, les expériences montrent que le flux de consommation du 

NADH est diminué par rapport à celui du succinate. Ces résultats sont les premiers 

décrivant que la chaîne respiratoire de mammifère est soumise à un phénomène de 

compétition à l’entrée des électrons, mais également les premiers décrivant que l’activité 

du complexe II était prioritaire sur le complexe I. Mes travaux confirment les résultats 

obtenus par d’autres laboratoires observant que 90% du complexe I est associé en 

supercomplexes, alors que le complexe II ne l’est pas (Milenkovic et al., 2017; Mourier et 

al., 2014a), signifiant que l’association en supercomplexe du complexe I ne lui confère pas 

d’avantage pour donner ses électrons, et ceux quelles que soient les capacités à réoxyder le 

succinate ou le NADH. De plus, j’ai pu observer que les différences d’organisation 

supramoléculaire de chaînes respiratoires entre le cœur et le foie proviennent de 

l’association du complexe III et surtout du complexe IV, qui sont moins associés en 

respirasome dans le foie. Comme les résultats décrits dans l’Article 1, l’organisation des 

deux derniers complexes de la chaîne respiratoire ne semble pas jouer de rôle dans l’entrée 

des électrons. Ces résultats vont, encore une fois, à l’encontre des schémas actuels de 

fonctionnemement de la chaine respiratoire décrivant que l’organisation supramoléculaire 

du complexe I associé en supercomplexe permet de favoriser la réoxydation du NADH par 

canalisation de l’ubiquinone et du cytochrome c (Lapuente-Brun et al., 2013; Schagger, 

2000).  

Un mécanisme semble régir le phénomène de compétition à l’entrée des électrons 

permettant de privilégier l’oxydation du succinate dans les mitochondries de cœur et de 

foie, mais il ne dépend ni de l’organisation supramoléculaire du complexe I, ni de la 

quantité de complexes IV associés en respirasome, confirmant les travaux d’autres 

laboratoires décrivant qu’il n’y a pas de canalisation des transporteurs mobiles d’électrons 

au sein des supercomplexes (Bianchi et al., 2004; Blaza et al., 2014; Fedor and Hirst, 2018). 

De plus, les différences de capacités à réoxyder le NADH et le succinate entre le cœur et le 
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foie démontrent que ce n’est pas non plus ce qui dicte la priorisation d’une déshydrogénase 

par rapport à une autre.  

Pour l’heure, aucun mécanisme permettant d’expliquer pourquoi le complexe II est 

prioritaire sur le complexe I n’est démontré. Néanmoins, il a été décrit chez S. cerevisiae 

que l’état d’oxydoréduction de l’ubiquinone pourrait être une explication des compétitions 

entre les ubiquinone oxydoréductases externes et internes (Rigoulet et al., 2010). En effet, 

bien qu’aucune ubiquinone oxydoréductase ne semble associée en supercomplexe chez 

cette levure, et par conséquent qu’il n’y ait pas de phénomène de canalisation de 

l’ubiquinone, il a été déterminé que le pool d’ubiquinone pouvait se comportaient comme 

deux populations ayant des états redox distincts (Rigoulet et al., 2010). La population 

d’ubiquinones ayant l’état redox le plus réduit est associée avec les déshydrogénases 

tournées vers l’espace intermembranaire, et la population la moins réduite avec le transfert 

d’électrons des déshydrogénases tournées vers l’espace matriciel (Figure 28) (Rigoulet et 

al., 2010). Chez le mammifère, il a été décrit que les ubiquinones se comportent comme un 

seul et même pool dans les chaînes respiratoires (Blaza et al., 2014; Fedor and Hirst, 2018), 

et non pas comme deux pools distincts (un canalisé dans les supercomplexes et l’autre 

diffusant librement dans la membrane). Ici, deux paramètres se confrontent, l’un sur l’état 

d’oxydoréduction des ubiquinones et l’autre sur la diffusion et le libre-échange de 

l’ubiquinone entre les ubiquinone oxydoréductases (Blaza et al., 2014; Fedor and Hirst, 

2018). Il est possible que les ubiquinones se comportent physiquement comme une seule 

entité et qu’elles ne soient pas canalisées dans les supercomplexes, mais qu’elles possèdent 

une certaine régiospécificité au sein de la membrane, engendrant des différences d’état 

rédox et donc se comportant comme deux populations d’ubiquinones.  

Chez la levure S. cerevisiae, les ubiquinone oxydoréductases sont décrites comme 

étant des protéines extrinsèques de la membrane interne mitochondriale et sont donc 

localisées sur deux feuillets distincts de la membrane interne (Figure 28). Par opposition 

chez le mammifère, les complexes I et II se trouvent enchâssés dans la membrane interne 

mitochondriale, et ne semblent donc pas posséder de localisation particulière sur l’un ou 

l’autre des feuillets (Figure 6). Cependant, comme j’ai pu le décrire dans les parties 

1.1.2.1.1 et 1.1.2.1.2, les sites de réduction de l’ubiquinone se trouve dans la matrice pour 

le complexe I (Figure 8) et un des deux sites de réduction de l’ubiquinone du complexe II 

se trouve sur le feuillet interne de la membrane interne (Figure 9). Cependant, le complexe 

II semble posséder un deuxième site de réduction de l’ubiquinone, localisé sur le feuillet 

externe de la membrane interne (Figure 9) (Sun et al., 2005). Pour l’heure, le rôle et la 
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relevance de cette hypothétique deuxième site de réduction pose question, mais il pourrait 

être une explication du mécanisme de compétition sur mitochondries cassées. S’il existe 

des différences d’états redox entre les ubiquinones du feuillet interne et du feuillet externe, 

il pourrait y avoir une compétition entre le transfert d’électrons provenant du complexe I et 

ceux du site QD du complexe II. Le site QP approvisionnant une autre population 

d’ubiquinone ayant un état rédox différent qui permettrait de maintenir un flux de 

consommation du succinate maximal.  

4.3.2 Etude de la répartition du flux respiratoire entre le complexe 

I et complexe II dans un système de mitochondries intactes. 

Par la suite, j’ai étudié la répartition du flux d’entrée des électrons dans la chaîne 

respiratoire dans un système de mitochondries intactes, comportant un métabolisme 

mitochondrial fonctionnel. Cette stratégie permet de recontextualiser le phénomène de 

compétition à l’entrée des électrons dans le cadre de l’étude du métabolisme mitochondrial, 

afin de comprendre le rôle et l’implication de cette compétition sur le métabolisme. 

Mes expériences ont permis de déterminer que la préférence naturelle que possédait 

la chaîne respiratoire de mammifère à réoxyder le succinate allait être contrebalancée par 

le métabolisme mitochondrial, via l’inhibition du complexe II par l’oxaloacetate. J’ai pu 

montrer que la MAS semblait jouer un rôle actif dans la redirection des flux métaboliques 

et dans la priorisation du flux de consommation du NADH au détriment de celui du 

succinate. J’ai pu observer que l’augmentation de l’activité de la MAS, liée à une 

augmentation de la concentration de malate, induisait une diminution de la respiration liée 

au complexe II et une augmentation de la respiration provenant du complexe I. Par ce 

mécanisme, médié par l’oxaloacetate, les mitochondries de mammifère favorisent 

l’oxydation du malate extra-mitochondriale fournit par la MAS, au détriment du malate 

produit par le complexe II et le métabolisme anapleurotique, favorisant par conséquent la 

réoxydation du NADH sur l’oxydation du succinate. Ceci démontrant que l’oxaloacetate 

n’est pas seulement un inhibiteur du complexe II mais également un métabolite central 

permettant le contrôle de l’approvisionnement en NADH du complexe I. Ce qui fait de lui 

un des régulateurs majeurs de l’activité de la chaîne respiratoire.  

Chez la levure, il a été montré que la réoxydation du NADH cytosolique était 

prioritaire sur le NADH mitochondrial (Bunoust et al., 2005). Chez les mammifères, le 

maintien de la balance redox du NADH/NAD+ est un challenge pour la cellule, et un défaut 

dans ce dernier entraine de nombreuses pathologies (Ait-El-Mkadem et al., 2017; Hayes et 
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al., 1987; van Karnebeek et al., 2019). Il semblerait par conséquent que les mitochondries 

favorisent la réoxydation du NADH cytosolique au détriment des autres ubiquinones 

oxydoréductases que ce soit par une compétition entre donneur d’électrons au sein de la 

chaîne respiratoire comme chez la levure, ou par la régulation de l’approvisionnement de 

la chaîne respiratoire via métabolisme mitochondrial comme chez le mammifère.  

Un mécanisme d’assemblage/désassemblage des supercomplexes, permettant la 

redirection des flux respiratoires, semble moins adapté au métabolisme cellulaire et 

notamment au métabolisme cardiaque. En effet, l’oxaloacetate a un effet immédiat et 

réversible à faibles concentrations sur le complexe II. Ce qui fait de lui un outil très puissant 

pour rapidement et efficacement rediriger les flux d’une déshydrogénase à l’autre. Ce 

mécanisme de régulation semble d’autant plus important et en adéquation dans un tissu 

comme le cœur où les changements d’activités sont fréquents et rapides (Andrienko et al., 

2017; Brandes et al., 1998; Chouchani et al., 2014).  

L’étude des substrats respiratoires pour obtenir les capacités maximales des 

complexes I et II sur mitochondries intactes (Article 2 figure S1), ainsi que la 

discrimination des flux respiratoires en présence des substrats des complexes I et II, a 

permis de mettre en lumière l’interconnexion entre les différentes voies métaboliques que 

sont la chaîne respiratoire, le cycle de Krebs et la MAS. La production de NADH nécessite 

du malate et de l’oxaloacetate pour fonctionner au maximum de ces capacités, en 

approvisionnant la MAS ou la citrate synthase qui permet de régénérer l’acetyl-CoA 

produit par la PDH (Article 2 figure 4A). D’autres voies métaboliques sont également 

interdépendantes les unes avec les autres. En effet, la β-oxydation dépend de l’activité de 

l’ETF-QO mais également de la réoxydation du NADH, il est donc probable que la 

β-oxydation soit régulée par l’activité de la chaîne respiratoire mais également par le 

potentiel redox du cytoplasme, lui-même dépendant de l’activité de la chaîne respiratoire à 

cause de la MAS (Eaton et al., 1993; Watmough and Frerman, 2010). De plus, d’autres 

ubiquinone oxydoréductases sont sous la dépendance de l’activité de la chaîne respiratoire 

(Figure 10). La compréhension du mécanisme de compétition et de régulation de la chaîne 

respiratoire est donc primordiale pour appréhender les adaptations et les connections entre 

toutes ces voies.  

L’utilisation de mitochondries isolées permet de discriminer le métabolisme 

mitochondrial du métabolisme cellulaire afin de pouvoir étudier les flux d’entrée et de 

sortie spécifiques de la mitochondrie. Mes expériences laissent entrevoir une segmentation 

du cycle de Krebs. Lors de la validation des inhibiteurs, j’ai pu constater que l’atpenine A5 
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(inhibiteur du complexe II) n’avait pas d’impact sur le flux respiratoire lié au complexe I. 

Cependant, en étudiant le réseau métabolique qu’implique la respiration du complexe I, la 

production de succinate et donc un flux respiratoire du complexe II semble inévitable. Le 

cycle de Krebs est représenté comme un cycle fermé, par conséquent l’ajout de pyruvate et 

de malate devrait permettre au cycle d’être complet. De plus, l’ajout de glutamate devrait 

permettre la production d’α-cétoglutarate par la GDH et par la GOT2 lorsque du malate est 

présent (Figure 41). Il semblerait donc qu’il y ait un ou plusieurs blocages ne permettant 

pas de compléter le cycle de Krebs. Ceci semble être en accord avec notre modèle décrivant 

la priorisation de la consommation du malate extra-mitochondrial au détriment du succinate 

et du malate mitochondrial. En effet, si le cycle de Krebs avait la capacité de se faire en 

intégralité, la production de succinate comme sous-produit des déshydrogénases 

matricielles, permettant l’approvisionnement en NADH du complexe I, induirait une 

production de malate par l’anaplerose (Figure 41). Cette dernière rentrerait par conséquent 

en compétition avec la réoxydation du malate cytosolique, et donc avec la réoxydation du 

NADH cytosolique.  La segmentation du cycle de Krebs, permettrait donc de ne pas avoir 

de compétition entre le malate matriciel et le malate cytosolique. L’une des voies possibles 

pour éviter de compléter le cycle de Krebs est l’α-cétoglutarate. Ce métabolite peut être 

produit à partir de la GDH mais également à partir de l’isocitrate déshydrogénase (IDH), 

une enzyme en aval de la citrate déshydrogénase et de la GDH (Figure 41). Cette α-

cétoglutarate ainsi produit, par l’ajout de pyruvate ou glutamate, peut être utilisé par la 

MAS pour être transporté hors de la matrice et continuer le cycle de réoxydation du malate 

extra-mitochondrial par la MAS (Figure 41).   

Ces expériences, bien que préliminaires, laissent entrevoir la possibilité de l’étude 

du réseau métabolique mitochondrial, et l’étude spécifique des mitochondries de différents 

tissus. L’utilisation de mitochondries intactes pourraient permettre de déterminer les flux 

de métabolites qui peuvent être importés ou exportés des mitochondries, ceci permettant 

une cartographie plus précise du réseau métabolique, des régulations et des interconnexions 

entre les voies métaboliques. 

Dans ce travail, j’ai décidé d’étudier le métabolisme dans des conditions de 

respirations découplées, dans lesquelles l’activité de la chaîne respiratoire est indépendante 

de la force proton motrice, les complexes pouvant donc fonctionner à leur maximum. Ces 

conditions permettent d’imposer le moins de contrainte au système pour voir si un 

phénomène de compétition est mis en place même dans des conditions optimales de 

respiration. Ce choix provient également de raisons expérimentales. Dans ces conditions 
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plus simples, l’ajout des inhibiteurs n’induit pas de différence dans la répartition du flux 

dépendant du complexe I et du complexe II dans les conditions de succinate, pyruvate, 

glutamate, malate et rend par conséquent valide l’étude des compétitions par notre stratégie 

d’inhibition. Cet état énergétique m’a permis de développer des outils et des modèles 

nécessaires pour la compréhension du métabolisme mitochondrial hépatique et cardiaque, 

et les régulations mises en œuvre pour comprendre la compétition à l’entrée des électrons 

au sein de la chaîne respiratoire. 

En conclusion, mon travail a permis d’observer pour la première fois qu’il existait 

un phénomène de compétition à l’entrée des électrons chez le mammifère. De manière 

Figure 41. Illustration représentant l'interconnexion entre la chaîne respiratoire le 

cycle de Krebs et la navette malate aspartate.  

Schéma de la chaîne respiratoire, du cycle de krebs (nuage bleu), de la navette Malate-

Aspartate (nuage rouge) mettant en évidence l’interconnexion entre ces voies et les 

carrefours métaboliques que représentent l’oxaloacetate et l’α-cétoglutarate. Abréviations : 

Métabolites : succinate (Succ), fumarate (Fum), malate (Mal), oxaloacetate (OAA), 

glutamate (Glu), α-cétoglutarate (αKG), pyruvate (Pyr). Transporteurs : aspartate-glutamate 

carrier (AGC), 2-oxoglutarate carrier (OGC), glutamate carrier (GC). Enzymes : fumarate 

hydratase (FH), malate déshydrogénase (MDH1, MDH2), glutamate-oxaloacetate 

transaminase (GOT1, GOT2), citrate synthase (CS), pyruvate déshydrogénase (PDH), 

aconitase (Aco), isocitrate déshydrogénase (IDH), α-cétoglutarate déshydrogénase 

(αKGDH), glutamate déshydrogénase (GDH), succinyl-CoA synthétase (SCS). 
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étonnante, j’ai pu constater que la réoxydation du succinate était naturellement favorisée 

par rapport à celle du NADH et ce indépendamment de la stœchiométrie des complexes et 

de l’organisation supramoléculaire du complexe I. Une fois de plus le rôle fonctionnel des 

supercomplexes dans la canalisation des électrons n’est pas avéré. J’ai pu déterminer que 

le métabolisme met en place un mécanisme de régulation, autour de la MAS, qui permet 

d’activement rediriger cette préférence vers la réoxydation du NADH cytosolique. 

Néanmoins, l’implication du potentiel de membrane ainsi que l’ATP produit par 

l’ATPsynthase, qui sont des acteurs majeurs du métabolisme mitochondrial, ne rentrent pas 

en compte dans mon modèle de redirection du flux métabolique, et restent donc une zone 

d’ombre dans notre étude.   
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A B S T R A C T   

The mitochondrial respiratory chain (RC) enables many metabolic processes by regenerating both mitochondrial 
and cytosolic NAD+ and ATP. The oxidation by the RC of the NADH metabolically produced in the cytosol in
volves redox shuttles as the malate-aspartate shuttle (MAS) and is of paramount importance for cell fate. 
However, the specific metabolic regulations allowing mitochondrial respiration to prioritize NADH oxidation in 
response to high NADH/NAD+ redox stress have not been elucidated. The recent discovery that complex I (NADH 
dehydrogenase), and not complex II (Succinate dehydrogenase), can assemble with other respiratory chain 
complexes to form functional entities called respirasomes, led to the assumption that this supramolecular or
ganization would favour NADH oxidation. Unexpectedly, characterization of heart and liver mitochondria 
demonstrates that the RC systematically favours electrons provided by the ‘respirasome free’ complex II. Our 
results demonstrate that the preferential succinate driven respiration is tightly controlled by OAA levels, and that 
OAA feedback inhibition of complex II rewires RC fuelling increasing NADH oxidation capacity. This new reg
ulatory mechanism synergistically increases RC's NADH oxidative capacity and rewires MDH2 driven anaplerosis 
of the TCA, preventing malate production from succinate to favour oxidation of cytosolic malate. This regulatory 
mechanism synergistically adjusts RC and TCA fuelling in response to extramitochondrial malate produced by 
the MAS.   

1. Introduction 

Mitochondria are organelles present in almost all eukaryotic cells 
and are essential for the maintenance of cellular metabolism. The 
oxidative phosphorylation system (OXPHOS) located in the inner 
mitochondrial membrane (IMM), couples respiration to ATP synthesis 
[1]. Beyond ATP synthesis, mitochondrial maintenance of NADH/NAD+

redox cofactor balance is of paramount importance for numerous 
mitochondrial and cytosolic metabolic pathways [2–4]. Redox shuttles, 
such as the Malate Aspartate Shuttle (MAS), or the α-glycerophosphate 
shuttle allow mitochondrial respiratory chain (RC) to indirectly oxidize 
the cytosolic NADH produced by glycolysis and other metabolic path
ways [5–7]. The MAS has been demonstrated to be the predominant 
NADH redox shuttle in highly oxidative tissues as brain, heart and liver 

[8,9]. This key redox shuttle involves mitochondrial carriers as well as 
cytosolic and mitochondrial malate dehydrogenases (MDH1, MDH2) 
and glutamate aspartate transaminases (GOT1, GOT2) [3]. Inter
compartment metabolite cycling through the MAS allows MDH1 and 
MDH2 to work in opposite directions (oxidizing cytosolic NADH and 
reducing mitochondrial NAD+) enabling complex I to indirectly oxidize 
cytosolic NADH. Beyond NADH redox maintenance through Complex I, 
the RC is also key to sustain the tri-carboxylic acid cycle (TCA cycle) via 
complex II. This enzyme has recently emerged as focal point of inves
tigation in neurodegeneration [10,11], cardiovascular disorders 
[12–14], immunology [15], cancer biology [16–18] and signalling 
[19–21]. 

The fact that both complex I and II rely on coenzyme Q (CoQ) as 
common substrate, prompted scientists to investigate molecular 
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processes allowing the RC to orchestrate the activity of these two CoQ- 
oxidoreductases. A recent burst of interest in understanding regulation 
and activity of CoQ oxidoreductases was triggered by evidence that in 
contrast to Complex II, the vast majority of Complex I physically interact 
with other RC complexes III and IV [22]. One of the most important 
argument for a higher order organization of the RC was provided by the 
use of blue native polyacrylamide gel electrophoresis (BN-PAGE), which 
showed that respiratory chain complexes from a wide range of organ
isms can be extracted in supramolecular assemblies when mitochondria 
are solubilized using mild detergents [22]. In mammalian mitochondria, 
supercomplexes (SCs) consisting of complexes I, III, and IV are func
tional entities consuming oxygen in presence of NADH and are therefore 
named respirasome [22–24]. Recent studies using a multitude of inde
pendent approaches [25–29], have convincingly proven the existence of 
respirasomes in various organisms. Respirasomes have been reported to 
play a critical role in bioenergetics and proposed to sequester dedicated 
pools of CoQ and Cyt c in order to function as independent bioenergetic 
units. It has also been proposed that respirasome could reduce the 
diffusion distance of CoQ and Cyt c, thereby increasing the electron 
transfer efficiency between complexes organized in respirasomes 
[30–32]. However, analyses of supercomplex structures, as well as of 
kinetic and spectroscopic data, do not support substrate channeling by 
sequestration of CoQ and Cyt c [33–35]. Therefore, the bioenergetic 
roles of respirasomes on mitochondrial NADH oxidation efficiency and 
on prioritizing electron delivered by complex I against the respirasome- 
free complex II remain in question. 

A growing body of evidence suggests that intramitochondrial 
oxaloacetate (OAA), identified decades ago as a potent complex II in
hibitor [36–39], could play a key role in orchestrating the fuelling of the 
RC from complex I or II. However, whether or not OAA inhibition of 
complex II is a metabolically and physiologically relevant process re
mains controversial. The lack of progress on this essential question most 
probably lies in the numerous technical constraints, precluding the 
proper characterization of the OAA metabolic and compartmentation 
complexity, as well as its chemical instability preventing its quantifi
cation by mass spectrometry. Interestingly, recent reports from the 
Sivitz laboratory characterized mitochondria isolated from different 
mouse tissues and demonstrated that OAA inhibition of complex II was 
strongly controlled by mitochondrial membrane potential [40,41]. 

In this study, we carefully characterize the bioenergetic properties of 
murine heart and liver mitochondria, as their metabolism strongly 
depend on MAS [9,42], but also differ in their respective capacity to 
oxidize NADH versus succinate [43]. Using metabolically active mito
chondria, we developed independent biochemical approaches to deci
pher the respective role of RC supramolecular organization as well as 
OAA driven complex II inhibition in orchestrating the electron fuelling 
of the RC from complex I and II. Our results demonstrate that despite the 
kinetic advantage potentially conferred to NADH oxidation by the as
sembly of complex I into respirasomes, liver and heart RC prioritize 
electron provided by complex II. Interestingly, our analyses enlighten 
the crucial role played by MDH2 in orchestrating electron fuelling of the 
RC. On one hand, MDH2 mediated OAA production is indispensable to 
allow mitochondria to metabolize pyruvate and glutamate and to feed 
complex I with NADH, whereas on the other hand, OAA produced by 
MDH2 inhibits complex II. Remarkably, the MDH2 rewiring of the RC 
electrons flow from succinate toward NADH oxidation is triggered by 
extramitochondrial L-malate at physiological concentration. Conse
quently, oxidation of imported L-malate by MDH2 does not only rewire 
the fuelling of the RC from Complex II toward complex I, but concom
itantly rewires anaplerosis of TCA cycle, downregulating malate pro
duced by the fumarase to favour oxidation of imported malate. 
Consequently, MAS does not just passively balance NADH/NAD+ redox 
between cytosol and mitochondria. Instead, extramitochondrial L-Ma
late produced by the MAS in response to NADH redox stress can, once 
imported inside mitochondria, rewires RC electron flow and TCA cycle 
anaplerosis to increase mitochondrial NADH oxidation and MAS 

activity. 

2. Results 

2.1. Heart and liver mitochondria strongly differ in their NADH and 
succinate oxidative capacities 

To elucidate how mitochondrial RC orchestrates NADH and succi
nate oxidation we characterized heart and liver mitochondria presenting 
high TCA and MAS metabolic activities. Bioenergetic characterization of 
isolated mitochondria was first performed by measuring the oxygen 
consumption under phosphorylating, non-phosphorylating and uncou
pled conditions using high-resolution O2K oxygraphs. To determine the 
capacity of heart and liver mitochondria to oxidize NADH or succinate, 
metabolically active mitochondria were incubated in the presence of 
various nutrient combinations whose metabolism results in delivery of 
electrons at the level of complex I or complex II. In both heart and liver, 
we found that simultaneous addition of pyruvate, glutamate and malate 
was the best combination of nutrient to feed complex I with electrons 
(Fig. S1A-B). Then, we confirmed that adding complex I inhibitor 
(rotenone) in presence of succinate was essential to assess maximal 
complex II driven respiration (Fig. S1C–D). In line with previous ob
servations [43], respirations assessed under phosphorylating or uncou
pled conditions were five to three times higher in heart than in liver 
mitochondria (Fig. 1A-B). Furthermore, our analyses showed that, 
compared to the succinate driven respiration, heart mitochondria pre
sent higher complex I driven respiration (Fig. 1A) than liver mitochon
dria (Fig. 1B). This observation prompted us to decipher if the difference 
in complex I and II driven respirations, was caused by mitochondrial 
metabolic constraint affecting NADH or succinate provisional of the RC 
or to intrinsic RC functional discrepancies. To bypass potential ther
modynamic and kinetic controls linked to metabolite transport or in
ternal metabolism, we permeabilized mitochondria to specifically 
measure RC activity fed directly with NADH or succinate. To evaluate 
how mitochondrial permeabilization impacts RC activity, we have 
compared different permeabilization methods (freeze/thaw cycles, 
Alamethycin or digitonin) and we observed no gross difference between 
complex I and II driven respirations measured. Interestingly, when RC is 
directly fuelled with reduced substrates, heart RC can oxidize NADH two 
time faster than succinate (Fig. 1C) whereas an opposite situation is 
observed in liver RC (Fig. 1D). The high disparity in NADH and succinate 
oxidation rates observed between heart and liver RC prompted us to 
further characterize tissue specific RC composition changes. To this end, 
we quantified RC complex levels assessing cytochromes (Fig. 1E) and 
multiple OXPHOS protein levels (Fig. 1F-H). These two independent 
approaches consistently showed that all cytochromes as well as RC 
complex subunits were two to four times more abundant in heart than in 
liver mitochondria (Fig. 1E-G). Moreover, the relative abundance of 
complex I normalized to complex II was almost tripled in heart 
compared to liver (Fig. 1H). Altogether, the data presented in Fig. 1 
show that RC complexes content and stoichiometry strongly differ be
tween heart and liver (Fig. 1E-H) and that these differences correlate 
with tissue specific functional differentiation (Fig. 1A-D). Interestingly, 
when both complex I and complex II substrates are added to mito
chondria, the increase in RC activity is too low to sustain both NADH and 
succinate oxidation flow at maximal speed (Fig. 1A-D). This observation 
prompted us to develop assays allowing to determine the respective 
contribution of complex I and complex II in feeding RC with electrons, 
when both NADH and succinate are present. 

2.2. Heart and liver respiratory chain preferentially oxidize succinate 
over NADH 

The respective contribution of NADH and succinate oxidation in 
fuelling RC with electrons when mitochondria are in presence of both 
substrates, was first evaluated using permeabilized mitochondria. This 
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system is particularly well suited to determine the sources of electrons 
feeding the respiratory chain as it allows (i) to provide non-limited 
amount of NADH and succinate and follow their oxidation rate, (ii) to 
remove thermodynamic constraints linked to the protonmotive force on 
complex I and on the RC activity, (iii) to bypass kinetic controls due to 
metabolites import and internal metabolism and prevent also metabolic 
reduction of NAD+ generated by complex I. First, the respective 
contribution of NADH and succinate in fuelling the RC was assessed 
using validated and highly specific complex I or II inhibitors i.e. 

rotenone (Rot) and Atpenin A5 (AtpnA5) (Fig. S2A-D). As presented in 
Fig. 1 C and D, mitochondrial respiration of permeabilized mitochondria 
assessed in presence of both NADH and succinate is not sufficient to 
sustain both NADH and succinate oxidation flux at their maximal ca
pacity (respiration assessed with NADH or succinate added alone). 
Surprisingly our analyses demonstrate that limiting RC capacity is not 
evenly affecting NADH and succinate oxidation fluxes when heart and 
liver RC are simultaneously fed with both NADH and succinate (Fig. 2A- 
D). Instead, our results show that when permeabilized heart and liver 

Fig. 1. Heart and liver respiratory chain composition and bioenergetics. 
(A, B) Oxygen consumption of intact heart (A) and liver (B) mitochondria assessed in presence of mitochondrial complex I substrates (PGM: pyruvate 10 mM, 
glutamate 5 mM, malate 5 mM), or complex II substrate (Succ+Rot: Succinate 10 mM and rotenone 30 nM), and PGM and succinate (Succ+PGM). Respiration are 
assessed under phosphorylating conditions (ADP + Pi), non-phosphorylating conditions (oligomycin), and uncoupled (CCCP titration). Heart (n = 15), liver (n = 5), 
error bars represent the mean ± SEM. 
(C, D) Oxygen consumption of permeabilised heart (C) and liver (D) mitochondria assessed in presence of NADH (1.2 mM), Succinate (10 mM) and cytochrome c 
(62.5 μg/ml). Heart (n = 10), liver (n = 12), Error bars represent the mean ± SEM 
(E) Mitochondrial cytochrome quantified from redox absorbance spectra. Cytochromes content of RC complexes: complex III (b, c1), complex IV (aa3) and cyto
chrome c (c) were determined in mitochondrial extracts of heart and liver. Heart (n = 6) liver (n = 6), error bars represent the mean ± SEM. 
(F) Steady-state levels of OXPHOS subunits, in heart and liver mitochondria, determined by western blot analyses. Short and long exposure are performed to detect 
complex I (complex I se and complex I le) in the liver. Representative Western-blot of five different experiments. 
(G) Relative amount of OXPHOS complexes (complex I– complex V) in heart and liver mitochondria determine by densitometric quantification of western blot 
experiments presented in (F), and normalized to heart OXPHOS complexes. (n = 5) Error bars represent the mean ± SEM 
(H) Relative amount of complex I normalized to complex II in heart and liver mitochondria determined by densitometric analyses, (n = 5) Error bars represent the 
mean ± SEM. 
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mitochondria are incubated with both NADH and succinate, complex II 
driven respiration was not significantly affected compared to the 
maximal succinate driven respiration assessed when succinate is the 
unique electron source fuelling the RC (Fig. 2A-B). In contrast, the 

NADH driven respiration was strongly decreased in presence of succi
nate compared to the maximal NADH driven respiration determined 
when NADH is the unique electron source fuelling the RC (Fig. 2A-B). 
This significant decrease of the complex I driven respiration in presence 

Fig. 2. Heart and liver respiratory chain supramolecular organization and preferential electron fuelling. 
(A, B) Oxygen consumption of permeabilised mitochondria isolated from heart (A) and liver (B) assessed in presence of cytochrome c (62.5 μg/ml), complex I 
substrate NADH (1.2 mM), complex II substrate succinate (Succ, 10 mM) or both substrates simultaneously added. Addition of complex I (rotenone, 30 nM) or 
complex II (atpeninA5, 20 nM) specific inhibitor is used to discriminate complex I driven respiration (yellow) and complex II driven respiration (blue) when 
mitochondria are incubated with NADH and succinate. Heart (n = 9), Liver (n = 12), error bars represent the mean ± SEM 
(C, D) complex I driven NAD+ synthesis flux assessed in permeabilised mitochondria isolated from heart (C) and liver (D), incubated in presence of cytochrome c 
(62.5 μg/ml), complex I substrate NADH (1.2 mM) and/or complex II substrate succinate (Succ, 10 mM). Heart (n = 6), liver (n = 9), error bars represent the mean ±
SEM. 
(E, F) Supramolecular organization of heart and liver RC. Heart and liver mitochondria are solubilized with a digitonin/protein ratio of 3:1 (g/g) and RC are resolved 
with 4–16% (E) or 3–12% (F) BN-PAGE, followed by complex I-, complex II- and complex IV-IGA assays, or by western blot using antibody toward ND1, SDHC, 
UQCRC2 or COX1 subunits. Representative of three different experiments. Heart (n = 3), liver (n = 3). 
(G, H) RC complexes composition of heart (G) and liver (H). Supramolecular organization of RC is assessed by 2D-BN/SDS-PAGE and immunoblot analyses are 
performed with OXPHOS cocktail antibodies toward NDUFB8, MTCO1, UQCR2 and ATP5A subunits. Densitometric profile of complex I (black), complex III (green) 
and complex IV (orange) detected by immunoblot are represented on top of Coomassie staining. Representative of three different experiments. Heart (n = 3), liver (n 
= 3). 
(I) Relative amount of complex I, complex II, complex III and complex IV associated in respirasome (complex I-III-IV) or in supercomplexes containing complex I 
(complex Ix-IIIy or complex Ix-IVy) in heart (red bars) and liver (green bars). Proportion of complexes found associated in respirasome is determined by densitometric 
quantification of 2D-BN/SDS-PAGE. Heart (n = 3), Liver (n = 3), Error bars represent the mean ± SEM. (For interpretation of the references to colour in this figure 
legend, the reader is referred to the web version of this article.) 
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of succinate, was confirmed by enzymatic measurement of the NAD+

production rate (Fig. 2C-D). Interestingly, despite the great disparity in 
their respective complex I and II contents and oxidative capacities 
(Fig. 1C-D), the priority given to complex II electrons in presence of both 
NADH and succinate, was consistently observed in both heart and liver 
mitochondria (Fig. 2A-D). 

The finding that liver and heart RC preferentially oxidize succinate 
over NADH was in stark contrast to recent hypothesis supporting the fact 
that the structural association of complex I with complex III and IV 
should confer kinetics advantage to NADH oxidation over electrons 
provided by the respirasome free complex II [32,44]. This surprising 
result prompted us to investigate the supramolecular organization of 
heart and liver RC. To this end, mitochondria were solubilized using 
digitonin (at a ratio of 3 g digitonin per g protein) and the supramo
lecular organization of the RC was then resolved using standard BN- 
PAGE technique and analyzed by western blotting or in-gel activity 
assay (IGA) (Figs. 2E-F and S2E-G). First, BN-PAGE profiles presented in 

the Fig. 2E and F clearly confirmed the striking enrichment of heart RC 
in complex I and IV compared to liver RC, supporting our previous ob
servations (Fig. 1E-G). Interestingly, these changes in RC complexes 
stoichiometry between the two tissues remarkably correlate with the 
abundance and diversity of respirasomes (IxIIIyIVz) (Fig. 2E-F). To 
determine the proportion of complex I and II assembled in super
complexes, BN-PAGE first dimension was further resolved in a second 
denaturing dimension. 2D-SDS-PAGE is commonly used to properly 
quantify the protein levels as they prevent potential epitope accessibility 
issues encountered with native proteins. Remarkably, 2D electropho
resis analyses were in agreement with previous studies [45,46] showing 
that more than 90% of heart and liver complex I are found associated in 
respirasomes whereas no detectable complex II could be found associ
ated in supercomplexes (Figs. 2E-I and S2E-G). Furthermore, the su
pramolecular organization of complex I and II with other RC is not 
plastic as no significant respirasome reshuffling could be observed when 
BN-PAGE experiments were performed solubilizing mitochondria 

Fig. 3. Internal OAA level orchestrates the respective contribution of complex I and II to feed the respiratory chain with electrons 
(A, B) Oxygen consumption of uncoupled heart (A) and liver (B) intact mitochondria assessed in presence of complex I substrates (PGM) and/or complex II substrate 
(Succ). Addition of complex I (rotenone, 30 nM) or complex II (atpeninA5, 20 nM) specific inhibitor is used to discriminate complex I dependent respiration (yellow 
bars) and complex II dependent respiration (blue bars) when mitochondria are incubated with PGM and Succ. Heart (n = 17), liver (n = 6), error bars represent the 
mean ± SEM. 
(C, D) Oxaloacetate levels assessed when uncoupled heart (C) and liver (D) intact mitochondria are fed with complex I substrates (PGM) and/or complex II substrate 
(Succ). Heart (n = 4), Liver (n = 3), Error bars represent the mean ± SEM. 
(E) Mitochondrial NAD(P)H fluorescence of uncoupled heart mitochondria incubated with complex I substrates (PGM) ± rotenone (30 nM), or complex II substrate 
(Succ) ± rotenone (30 nM), or both (Succ+PGM). (n = 5), error bars represent the mean ± SEM. 
(F) 1H–1D NMR quantification of fumarate (circle) and malate (scare) content are assessed in uncoupled heart mitochondria oxidizing succinate in absence (blue) or 
in presence of rotenone (30 nM) (red). (n = 3), error bars represent the mean ± SEM. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is 
referred to the web version of this article.) 
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actively metabolizing different respiratory substrates (Fig. S2H-I). 
Altogether, our results indicate that despite the absence of stable 
physical interaction between complex II and other RC complexes, suc
cinate oxidation is prioritized over electrons delivered by complex I. 
However, to challenge the physiological relevance of the preferential 
succinate oxidation observed with permeabilized mitochondria, we 
sought to investigate NADH and succinate fuelling of the RC in meta
bolically active mitochondria. 

2.3. Internal oxaloacetate level orchestrates the respective contribution of 
complex I and II to respiration 

To evaluate potential metabolic outcomes of the preferential succi
nate oxidation on TCA and MAS cycle activities, we applied our new 
experimental strategy deciphering the origin of electrons fuelling the RC 
on intact and metabolically active mitochondria. In intact mitochondria, 
succinate is transported through dicarboxylate carrier before being 
directly oxidized by complex II. In contrast, NADH cannot be directly 
imported and will have to be metabolically generated from matrix de
hydrogenases like malate, glutamate or pyruvate dehydrogenases. Use 
of specific inhibitor demonstrated that mitochondrial respiration 
assessed in presence of pyruvate, glutamate, and malate (PGM) totally 
relied on complex I activity as this respiration was abolished by rotenone 
(Fig. S2A and C). Similarly, succinate driven respiration was inhibited in 
presence of AtpeninA5 (Fig. S2B and D). Interestingly, uncoupled 
respiration assessed in presence of succinate and rotenone (Fig. 3A-B) 
was almost identical to succinate driven respiration measured on per
meabilized mitochondria (Fig. 2A-B). However, when succinate driven 
uncoupled respiration was assessed in absence of rotenone, respiration 
values were decreased by 40% in heart and 30% in liver mitochondria 
(Figs. 3A-B and S1C-D). The necessity to add rotenone to assess maximal 
succinate driven respiration on metabolically active mitochondria has 
been explained as complex I inhibition could prevent accumulation of 
oxaloacetate (OAA) a potent competitive inhibitor of complex II 
[37,40,47]. To characterize the specificity and the metabolic relevance 
of OAA inhibition, permeabilized mitochondria incubated with succi
nate or NADH were recorded in presence of increasing concentration of 
OAA (Fig. S3A). These analyses clearly demonstrated that OAA is a 
powerful and highly specific complex II inhibitor, as no inhibitory side 
effects could be observed on NADH driven respiration. To elucidate the 
potential regulatory function of OAA on succinate respiration in intact 
mitochondria, we developed an enzymatic assay to quantify OAA levels 
(Fig. 3C-D). Our analyses performed on both heart and liver mitochon
dria confirmed that the stimulation of succinate respiration by rotenone 
(Fig. 3A and B) was associated with a striking lowering of OAA level 
(Fig. 3C-D). As expected, extemporaneous fluorometric measurement of 
mitochondrial internal NAD(P)H level demonstrated that inhibition of 
complex I by rotenone massively increased mitochondrial redox (NAD 
(P)H) state (Figs. 3E and S3B). Interestingly, NMR spectroscopy analyses 
showed that treatment of succinate-metabolizing mitochondria with 
rotenone, provoked an excretion of malate and fumarate (Fig. 3F). 
Altogether, our analyses support that the increase in NADH/NAD+ ratio 
secondary to complex I inhibition by rotenone could prevent MDH2 
driven OAA accumulation (Fig. 3C-D) which consequently increases 
succinate respiration (Fig. 3A-B). 

To determine the respective contribution of complex I and II in 
fuelling RC with electrons on intact mitochondria, we applied the 
inhibitor-driven approach. This approach was validated on intact 
mitochondria as rotenone and atpeninA5 sensitive respirations, assessed 
under uncoupled conditions, were additive and independent of the 
sequence of addition of inhibitors (Fig. S3C-D). Intriguingly, in contrast 
to the results obtained on permeabilized mitochondria (Fig. 2A-B), 
complex I dependent respiration was preserved in presence of multiple 
substrates, whereas complex II respiration was similar or even lower 
than the ‘OAA inhibited’ succinate respiration measured in absence of 
rotenone (Fig. 3A-B). Interestingly, the OAA levels perfectly matched the 

degree of inhibition of the succinate respiration when all substrates were 
provided to heart (Fig. 3C) and liver (Fig. 3D) mitochondria. Altogether, 
our data identified OAA as a key metabolic regulator orchestrating the 
respective contribution of complex I and II to RC electron flow. The OAA 
regulation occurring in intact mitochondria could totally counteract the 
natural RC priority given to complex II, to favour NADH oxidation. 

2.4. MDH2 is a metabolic switch rewiring respiratory chain and TCA 
fuelling 

The importance of MDH2-generated OAA in orchestrating mito
chondrial NADH or succinate oxidation, prompted us to investigate the 
metabolic relevance of this new regulatory mechanism. MDH2 is a 
mitochondrial metabolic checkpoint located at the crossroad of TCA 
cycle and MAS (Fig. 4A). To decipher the functional interplay between 
MAS, RC and TCA cycle, we assessed complex II driven respiration 
mimicking a cytosolic NADH redox stress by increasing the extra
mitochondrial malate level within physiologically relevant concentra
tion range (Fig. 4A) [7,48,49]. 

This experiment demonstrated that complex II driven respiration 
decreased proportionally in response to increased malate concentration 
(Figs. 4B-D and S4A-C). As control, we showed that malate per se did not 
impact succinate respiration in permeabilized mitochondria (Fig. S4D). 
This observation further explained why malate inhibition only occurred 
in metabolically active mitochondria where OAA can be generated and 
accumulated. In line with this observation, the decrease in complex II 
driven respiration associated with increase malate concentration was 
perfectly correlated with an increase in mitochondrial OAA level 
(Figs. 4D and S4C). Altogether, our data show that more than 60% of 
complex II driven respiration can be downregulated in response to 
increased extramitochondrial malate concentration through a MDH2- 
mediated metabolic regulation in both heart and liver. 

To confirm that OAA could act as mitochondrial metabolic sensor 
adjusting RC fuelling to mitochondrial metabolic activity, we investi
gated how mitochondrial metabolic pathways consuming OAA could 
impact succinate and NADH dependent respirations. To this end, mito
chondrial RC activity was assessed in presence of succinate (Succ) and 
glutamate (Glu) or/and pyruvate (Pyr) to metabolically flush OAA 
through MAS (GOT2 dependent pathway) or through the TCA cycle 
(pyruvate dehydrogenase and citrate synthase dependent pathway) 
(Fig. 4A). Our analyses demonstrated that both pyruvate and glutamate 
were efficient in consuming internal OAA as both substrates added alone 
or in combination decreased OAA to similar residual level as the one 
measured in presence of succinate and rotenone (Figs. 4E and S4E). The 
metabolic flush of OAA did not only increase succinate driven respira
tion by releasing complex II inhibition, but it also fuelled complex I with 
NADH (Figs. 4F and S4F). Eventually, we decided to determine if MDH2 
could metabolically rewire RC electrons entry from succinate toward 
NADH, when MAS driven external NADH oxidation demand is increased 
(increasing malate concentration within physiological range). Our re
sults clearly showed that Malate-OAA dependent respiration rewiring 
from complex II to complex I occurs, even when OAA produced by the 
MDH2 is metabolically flushed through MAS and TCA cycle (Fig. 4G). 
Remarkably, imported malate oxidized through MDH2 not only down
regulates succinate driven respiration, but it also increases MDH2 driven 
NADH production and complex I driven NADH oxidation capacity. 

3. Discussion 

Our present work indicates that the differences between heart and 
liver mitochondrial bioenergetics activities mainly correlate with 
change in abundancy and stoichiometry of OXPHOS complexes. For 
instance, differences in complex I and II levels (Fig. 1H) are in line with 
the different NADH and succinate driven respiration capacities of heart 
and liver mitochondria (Fig. 1A-D). In contrast, the proportion of com
plex I and II assembled into respirasome is not changed between heart 
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Fig. 4. MDH2 produced OAA rewires TCA cycle and respiratory chain electron flows to favour NADH oxidation 
Scheme of respiratory chain, TCA cycle (blue background), and malate-aspartate shuttle (MAS, red background) enlightening the key metabolic role played by 
MDH2. Abbreviations: succinate (Succ), fumarate (Fum), malate (Mal), oxaloacetate (OAA), glutamate (Glu), aspartate (Asp), α -ketoglutarate (α-KG), acetyl-CoA 
(AcCoA), citrate (Cit), pyruvate (Pyr), aspartate-glutamate carrier (AGC) 2-oxoglutarate carrier (OGC), malate dehydrogenase (MDH1, MDH2), glutamate- 
oxaloacetate transaminase (GOT1,GOT2), citrate synthase (CS), pyruvate dehydrogenase (PDH) 
(B, C) Oxygen consumption (B) and oxaloacetate level (C) assessed with intact heart mitochondria fed with succinate and increased concentration of malate (M) 
during uncoupled respiration. (n = 4), error bars represent the mean ± SEM. 
(D) Correlation between mitochondrial oxygen consumption and oxaloacetate levels of intact heart mitochondria isolated fed with succinate and increased con
centration of malate (M). Error bars represent the mean ± SEM. 
(E) Oxaloacetate levels assessed with intact heart mitochondria in presence of different substrates condition metabolizing endogenously produced OAA (Succ+Glu, 
Succ+Pyr, Succ+PG). (n = 4), error bars represent the mean ± SEM. 
(F) Oxygen consumption of intact heart mitochondria fed with indicated substrates (Succ+Glu, Succ+Pyr, Succ+PG). Addition of specific inhibitor of complex I 
(rotenone, 30 nM) and complex II (AtpeninA5, 20 nM) during uncoupled respiration, determine the complex I driven respiration (yellow bars) or complex II driven 
respiration (blue bars). (n = 8), error bars represent the mean ± SEM. 
(G) Correlation between oxygen consumption of intact heart mitochondria fed with succinate, pyruvate, glutamate and increasing concentration of malate. Complex I 
driven (yellow circle) or complex II driven (blue circle) respiration are determined through sequential addition of specific complex I (rotenone, 30 nM) and complex 
II (AtpeninA5, 20 nM) inhibitors. (n = 4), error bars represent the mean ± SEM. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is 
referred to the web version of this article.) 
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and liver RC (Figs. 2E-I and S2E-I). In line with previous works per
formed in different tissues or model organisms, the supramolecular or
ganization of mouse heart and liver RC demonstrates that about 90% of 
complex I is associated in supercomplexes whereas complex II is never 
found associated with other RC complexes [45,46]. This striking dif
ference in the supramolecular organization of the CoQ-oxidoreductases 
led to the assumption that the physical association of complex I with 
other RC complexes could reduce the diffusion distance of CoQ and Cyt c 
between organized complexes, promoting NADH oxidation [30–32]. To 
decipher the functional relevance of the supramolecular organization of 
the complex I and II on their ability to fuel the RC, we developed a new 
experimental strategy using permeabilized mitochondria to (i) provide 
non-limited amount of NADH and succinate and follow their oxidation 
rate, (ii) remove thermodynamic constraints linked to the protonmotive 
force on complex I and on the RC activity, (iii) prevent the interfering 
inhibition of complex II by OAA. Surprisingly, the inhibitor driven 
approach as well as multiple flux (JNAD+ and JO2) analyses consistently 
demonstrates that when permeabilized mitochondria are incubated with 
both NADH and succinate, the complex II driven respiration is preserved 
whereas complex I driven respiration is strongly decreased in heart and 
liver mitochondria (Fig. 2A-D). Interestingly, the fact that NADH driven 
respiration is drastically reduced in the presence of succinate clearly 
demonstrates that the respirasome is not functionally disconnected from 
the respirasome free complex II (Fig. 2C-D). Our observations indicate 
that respirasomes structuration does not lead to strict, physical and 
functional, partitioning between RC complexes and electrons carriers 
(CoQ and Cyt c) and thus support previous work [31,33,34]. The dis
covery of a mechanism enabling the RC to orchestrate the activities of 
coenzymes Q oxidoreductases constitutes a major conceptual break
through in the field of mitochondrial energy metabolism. This regula
tory mechanism called ‘electron competition’ or ‘CoQ-contest’ originally 
discovered in S. cerevisiae allows the yeast RC to prioritize oxidation of 
cytosolic NADH [50–52]. The fact that, in contrast to succinate oxida
tion, the NADH driven respiration is found drastically affected when 
heart and liver RC are incubated with both NADH and succinate clearly 
demonstrate that the ‘CoQ contest’ mechanisms is not restricted to the 
yeast model but also orchestrates mammalian heart and liver RC elec
tron flow (Fig. 2A-D). Moreover, in line with observations made with 
yeast, the priority given to certain CoQ-oxidoreductase is (i) indepen
dent of the RC supramolecular organization [53] and (ii) independent of 
the stoichiometry between CoQ-oxidoreductases involved (Figs. 1F-H 
and 2E-F). 

The paramount importance of the maintenance of the NADH/NAD+

redox balance by the mitochondria for cell metabolism and cell func
tions was consistently observed in various eukaryotes models expressing 
different fermentative pathways and presenting different NADH CoQ- 
oxidoreductase systems fuelling the RC [54–57]. In humans complex I 
or redox shuttles loss of functions cause numerous pathologies and the 
resulting NADH redox imbalance often lead to life-threatening lactic 
acidosis crises [58–61]. Recent studies have shown that the control of 
the cellular redox balance by the mitochondria is essential for the 
maintenance of cellular proliferative capacities [62,63]. Until recently, 
mitochondria were described as being impermeable to NAD+/NADH 
[64]. However, this dogma has been recently challenged by the 
demonstration that NAD(H) could be imported in mammalian mito
chondria [65] and by the identification of SL25A51 as a mammalian 
mitochondrial NAD(H) transporter [66] compensating the absence of 
intramitochondrial NAD(H) synthesis. However, the rate of NADH 
import through this transporter is extremely limited and therefore is not 
directly involved in connecting cytosolic and mitochondrial NADH/ 
NAD+ redox homeostasis. Instead, connection between the cytosolic and 
mitochondrial redox homeostasis is ensured by redox shuttles such as 
the MAS [8,9]. 

The impressive enzymatic equipment metabolizing cytosolic and 
mitochondrial OAA demonstrates its metabolic importance and posi
tioned this metabolite at the crossroad between glycolysis (Pyruvate 

Carboxylase 1 and 2), gluconeogenesis (PEPCK1, PEPCK2), TCA cycle 
(MDH2, CS) and Malate aspartate Shuttle (MDH1, MDH2, GOT1, GOT2). 
Bioenergetic analyses of heart and liver mitochondria, early on char
acterized through their high MAS metabolic capacities [9,42], support 
recent work from the Sivitz group claiming that regulation of complex II 
activity by OAA is of great metabolic interest [40,41]. Our analyses 
extend and refine mitochondrial metabolic processes controlling inter
nal OAA levels and therefore regulating the complex II activity. 
Importantly, our data demonstrate that MDH2 acts as a metabolic 
conductor synergistically orchestrating RC and TCA activity adjusting 
mitochondrial NADH oxidation to MAS activity. First, our work confirms 
that production of OAA by MDH2 relies on mitochondrial redox (NADH/ 
NAD+) maintenance by complex I and can be abolished when complex I 
is inhibited by rotenone (Figs. 3C-F and S3B). Secondly, the complex II 
inhibition caused by MDH2 driven OAA production can be completely 
reversed when OAA is metabolized by PDH and CS (succ+pyr) or GOT2 
(succ+glut) (Fig. 4E-F). Surprisingly, we show that extra-mitochondrial 
malate, added at physiologically relevant concentrations range, can in
crease internal OAA, leading to a dominant inhibition of complex II, 
rewiring RC electrons fuelling as well as the TCA anaplerosis. This dose 
dependent inhibition of the complex II driven respiration by extra
mitochondrial malate is associated with an increase in complex I driven 
respiration (Fig. 4G). Beyond complex II inhibition, MDH2 activity is 
crucial to sustain complex I activity through direct NADH production 
and by producing OAA indispensable for mitochondrial metabolism of 
pyruvate and glutamate (Fig. S1A-B). Moreover, the immediate and 
reversible inhibition of complex II by OAA indicate that mitochondrial 
OAA levels could act as a metabolic sensor adjusting electrons fuelling 
the RC to fit cell metabolic needs. This metabolic regulation synergis
tically increases RC's NADH oxidative capacity and rewires MDH2 
driven TCA anaplerosis, preventing malate production from succinate to 
favour oxidation of imported malate (Fig. 4G). This discovery prompts 
us to hypothesise that MAS does not only passively balance cytosolic and 
mitochondrial NADH but instead, through MDH2 oxidation of imported 
malate, MAS actively rewires RC's fuelling, and TCA anaplerosis to boost 
complex I activity and fuelling. 

To conclude, our work first demonstrated that permeabilized heart 
and liver mitochondria incubated with both NADH and succinate pri
oritize RC fueling from succinate. This observation challenges recent 
hypothesis supporting that the supramolecular organization of complex 
I with other RC complexes could favour RC fueling from NADH against 
the respirasome free complex II. Furthermore, multilevel analyses per
formed on permeabilized and metabolically active mitochondria 
demonstrate that the preferential succinate driven respiration is tightly 
controlled by intramitochondrial OAA level. Altogether, our analyses 
demonstrate that the MDH2 produced OAA can synergistically rewire 
the fuelling of the RC and TCA cycle to adjusts RC's NADH oxidative 
capacity in response to extramitochondrial malate metabolically pro
duced by the MAS. 

4. Experimental procedures 

4.1. Biological materials 

All mice used in this study were inbred C57Bl/6N background. The 
bioenergetic phenotype presented in this manuscript is not gender spe
cific and therefore analyses performed with isolated heart and liver 
mitochondria isolated from male and female were pooled. Mice were 
maintained on a standard mouse chow diet and sacrificed, between 20 
and 40 weeks of age, by cervical dislocation in strict accordance with the 
recommendations and guidelines of the Federation of the European 
Laboratory Animal Science Association, and obtain with an authoriza
tion from the French ministry of Agriculture (APAFIS#12648- 
2017112083056692v7). 
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4.2. Heart and liver mitochondria isolation 

Isolation of heart and liver mitochondria was performed by differ
ential centrifugation allowing to obtain a mitochondrial fraction with 
high purity degree while preserving their metabolic and bioenergetic 
state. The purity and intactness of this isolation protocol was previously 
demonstrated through FACS and electron tomography analyses [43,67]. 
Briefly, right after the sacrifice, tissues were collected, minced and 
cleaned with mitochondria isolation buffer (MIB; 310 mM sucrose, 20 
mM Tris-Base, 1 mM EGTA, pH 7.2) for the heart and MIB + BSA (MIB 
and 0.25 mg/ml of delipidated Bovine serum albumin (BSA)) for the 
liver. The pieces of heart were collected and homogenized with few 
strokes of a Potter S homogenizer (Sartorius) using a loose Teflon pestle, 
in an ice cold MIB supplemented with trypsine (0.5 g/l). Liver tissues 
homogenisation was performed in a Potter S homogenizer (Sartorius) 
using a Teflon pestle, and in ice cold MIB + BSA. Mitochondria were 
isolated by differential centrifugation, a low speed one (1000 g, 10 min, 
4◦ C) in a swing out rotor and another one at high speed (3500 g, 10 min, 
4 ◦C for heart mitochondria and 10,000 g, 10 min, 4◦ C for liver mito
chondria) using a fixed angle rotor. The pellet of crude mitochondria 
obtained is suspended in MIB + BSA. Protein concentration was 
measured using Bio-Rad DC Protein Assay kit according to provider's 
instructions. 

4.3. High-resolution oxygen consumption measurement 

Oxygen consumption of intact crude mitochondria was measured at 
37 ◦C, using respectively 50 μg and 100 μg of heart and liver mito
chondria diluted in 2.1 ml of respiratory buffer (RB: 120 mM sucrose, 50 
mM KCl, 20 mM Tris-HCl, 4 mM KH2PO4, 2 mM MgCl2, 1 mM EGTA, 
0.25 mg/ml delipidated BSA; pH 7.2) in an Oxygraph-2 k (OROBOROS 
INSTRUMENTS, Innsbruck, Austria) [68]. Oxygen consumption was 
measured by using different association of substrates: succinic acid (10 
mM; pH 7.2), sodium pyruvate (10 mM; pH 7.2), L-Glutamate acid (5 
mM; pH 7.2), L-Malic acid (concentrations are indicated in the figure 
legends; pH 7.2). Oxygen consumption rate was measured under 3 
different conditions: in the phosphorylating state with addition of ADP 
(5 mM; pH 7.2), in the non-phosphorylating state with addition of oli
gomycin (50 ng/ml), and in the uncoupled state by successive addition 
of carbonyl cyanide m-chlorophenyl hydrazone (CCCP) up to 0.5 μM to 
reach the maximal respiration of the RC. 

Activity of the RC was also recorded using permeabilized crude 
mitochondria obtain after freeze and thaw cycle. Oxygen consumption 
by the RC was measured as previously described [68], using respectively 
50 and 100 μg of heart and liver mitochondria diluted in 2.1 ml of po
tassium phosphate buffer (50 mM, pH 7.2) and incubated with satu
rating concentrations of cytochrome c (62.5 μg/ml), NADH (0.625 mM) 
and succinate (10 mM) . No oxygen consumption could be detected in 
absence of cytochrome c, and no oxygen consumption link to complex I 
activity was recorded when permeabilized mitochondria are incubated 
with pyruvate, glutamate and malate, confirming the loss of integrity of 
mitochondrial internal compartment. 

The determination of oxygen consumption link to electron coming 
from complex I and complex II was determined after addition of rote
none (Rot, 30 nM) for complex I and/or atpenin A5 (AtpnA5, 20 nM) for 
complex II. As a control, Antimycin A (100 nM) was added at the end of 
each experiment to control the proportion of oxygen consumption which 
is not linked to RC. 

4.4. Mitochondrial cytochromes quantification 

The different cytochromes of the mitochondrial respiratory chain 
were measured by dual-wavelength spectrophotometry by comparing 
the spectra of fully oxidized vs. fully reduced cytochromes. In each of the 
two cuvettes, 2 mg of heart or 16 mg of liver mitochondrial protein were 
suspended in 1 ml of phosphate buffer (50 mM, pH 7.2), and 0.05% (vol/ 

vol) Triton X-100 were added. In the “oxidized” cuvette, 10 μl of ferri
cyanide (0.5 M) were added while a few grains of sodium hydrosulfite 
were added in the “reduced” cuvette. The components were mixed, and 
the absorbance spectrums of both cuvettes were recorded. A typical 
difference between reduced minus oxidized spectra was obtained. 
Wavelength pairs and absorption coefficient used were: cytochrome c +
c1 (550–540 nm) ε = 18 mM− 1/cm, cytochrome b (563–575 nm) ε = 18 
mM− 1/cm and cytochrome a + a3 (605–630 nm) ε = 24 mM− 1/cm. 

4.5. Western-blot analyses 

Proteins from crude heart and liver mitochondria were resolved 
using denaturing (SDS PAGE or native electrophoreses (BN-PAGE and 
Second dimensional SDS PAGE)). 

For SDS PAGE, 50 μg of heart and liver crude mitochondria proteins 
were solubilized with RIPA buffer (NaCl (150 mM), tris-base (25 mM), 
NP40 (1% w/v), SDS (1% w/v), deoxycholate (0.25% w/v) and EGTA (1 
mM), pH 8). Solubilized mitochondria were mixed with Laemmli buffer 
[69], separated by Bis-Tris 15% acrylamide gel, and then transferred on 
nitrocellulose Amersham Protran Premium membrane (Amersham). 
Immunodetection was performed by fluorescence using a Typhoon FLA 
9500 (GE Healthcare Life Sciences). To perform immunodetection, 
membranes were blocked with 3% (w/v) milk diluted in Tris Buffer 
Saline (TBS; pH 8), then primary antibody (Total OXPHOS Rodent WB 
Antibody Cocktail; ab110413 Abcam) was added for incubation, and 
finally an ECL Plex™ G-A-R IgG, Cy®5 (GE Healthcare) anti-mouse 
secondary antibody was used. The FIJI software was used to deter
mine and analyse densitometric profiles. 

4.6. BN-PAGE analyses 

For BN-PAGE, 50 μg of crude heart mitochondria and 150 μg of crude 
liver mitochondria proteins were incubated with digitonin extraction 
buffer (HEPES (30 mM), potassium Acetate (150 mM), Glycerol (12%), 
6-Aminocaproic acid (2 mM), EDTA (2 mM), high-purity digitonin (3 g/ 
g), pH 7.2), and vortexed 1 h at 4 ◦C to solubilize membranes. After 
incubation, mitochondria were centrifugated at 30,000g for 20 min, 
supernatants were collected and mixed with loading dye (0.0125% (w/ 
v), Coomassie brilliant blue G-250). Native complexes were resolved 
using Bis-Tris Invitrogen™ Novex™ NativePAGE™ 3–12% or 4–16% 
acrylamide gradient. To reach the optimal separation and resolution of 
OXPHOS supramolecular organisations, digitonine solubilized proteins 
were loaded on 3–12% gradient gel and were migrated at 10 mA for 12 h 
at 4 ◦C (complex II are not retained in the gel after overnight run). To 
analyse the complex II assembly, 4–16% gradient gels were migrated 6 h 
in order to keep the complex II in gel and for optimal separation of RC 
supercomplexes. RC complexes were detected using in-gel activity (IGA) 
assays as described previously [70]. Briefly, native gels were washed 
and incubated in a potassium phosphate buffer (50 mM, pH 7.2) con
taining iodonitrotetrazolium (1 mg/ml) supplemented with NADH (400 
μM, pH 7.2) for complex I or Succinate (50 mM, pH 7.2) and Phenazine 
Methosulfate (20 mM) for complex II. For complex IV in-gel activity 
assays, native gels were incubated in RB containing Diaminobenzidine 
(1 mg/ml) and cytochrome c (0.5 mg/ml). Coomassie staining was 
performed with PageBlue protein staining solution. Colorimetric bands 
were recorded with Optical Densitometry of an Amersham ImageQuant 
800. 

Proteins were also immunodetected, gels were incubated in Towbin 
buffer (Tris (0.3% w/v), Glycine (1.44% w/v), Ethanol (10% v/v)) 
supplemented with SDS (0.2% v/v) and β-mercaptoethanol (0.2% v/v) 
for 30 min at RT, to denature proteins. Then gels were transferred on 
polyvinylidene difluoride (PVDF) in Towbin transfer buffer for 2 h at 0.2 
A. Immunodetection was performed as described previously using the 
following primary antibodies: Anti-NDi1 (ref abcam: ab181848), anti- 
SDHC (ref protein tech: 14575-1-AP), anti-UQCRC2 (ref protein tech: 
14742-1-AP), anti-COX1 ( ref thermofisher: #459600), peroxidase- 
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conjugated anti-mouse and anti-rabbit IgGs and Amersham CyDye 800 
goat anti-rabbit and anti-mouse were used for immunodetection by 
chemiluminescence and fluorescence. Immunoreactive bands were 
recorded with an Amersham ImageQuant 800. 

BN-PAGE gels after first dimension electrophoresis, were ran in a 
denaturing second dimension electrophoresis (2D-SDS PAGE). After 
collecting the first-dimension band and before the second dimension, 
first dimension bands were incubated in an Invitrogen™ Bolt™ MOPS 
SDS Running Buffer (Fisher Scientific) supplemented with β-mercap
toethanol (1% v/v) for 30 min at RT. Acrylamide gradient Bolt™ 4–12% 
Bis-Tris Plus Gels (Thermo Scientific) were used for 2D SDS-PAGE, the 
gels were transferred and immunodetection was performed as previ
ously described for classical SDS-PAGE. Immunoreactive bands were 
incubated with primary antibody (coktil OXPHOS: ab110413) and 
detected recording fluorescence and chemiluminescence with an 
Amersham ImageQuant 800. The FIJI software was used to quantify the 
perform densitometry analyses of images obtained. 

4.7. Oxaloacetate quantification 

Oxaloacetate level was measured using enzymatic assay based on 
citrate synthase activity. Intact heart (200 μg) and liver (1000 μg) 
mitochondria were incubated like for oxygen consumption measure
ment in an Oxygraph-2 k at 37 ◦C. Briefly, 150 μl of mitochondria 
incubated in 2.1 ml RB consuming oxygen under uncoupled condition 
were collected and quenched with 50 μl ice cold acidic perchloric acid 
(PCA 7% without EDTA) every 30 s for three sampling during steady 
state uncoupled respiration, to assess steady state level of oxaloacetate. 
Samples were then centrifuged 10 min at 30,000g and supernatants were 
quickly neutralized with KOMO (KOH (2 M); MOPS (0.5 M)). OAA 
content was then quantified using citrate synthase buffer (Acetyl-CoA 
(200 μM)), 5,5′-dithiobis-(2-nitrobenzoic acid) (200 μM), Citrate Syn
thase from pig heart (4 U/ml) in phosphate buffer (50 mM, pH 7.2). 
Absorbance was recorded at 412 nm in UV Greiner bio-one 96-well plate 
by a CLARIOstar plate reader (BMG Labtech). Standard curve allowing 
OAA quantification was determined using fresh OAA solution. 

4.8. NADH oxidation flux measurement (JNAD+) 

NAD+ production rate was measured using enzymatic assay using 
G6PDH from Leuconostoc mesenteroides. Permeabilized mitochondria 
from heart (50 μg) and liver (100 μg) were incubated in 2.1 ml of po
tassium phosphate buffer (50 mM) with saturating concentrations of 
cytochrome c (62.5 μg/ml), NADH (0.625 mM) and succinate (10 mM) 
in an Oxygraph-2k at 37 ◦C. Five sampling of 150 μl of mitochondria 
incubated in potassium phosphate buffer (50 mM) were collected and 
quenched with 50 μl ice cold acidic perchloric acid (PCA 7% without 
EDTA) every 2.5 min. Samples were then centrifuged 10 min at 30,000g 
and supernatants were quickly neutralized with KOMO (KOH (2 M); 
MOPS (0.5 M)). Neutralized samples were then subjected to enzymatic 
assay quantifying NAD+ content as described previously [50]. 

4.9. Mitochondrial NAD(P)H quantification 

NADH level was measured in intact mitochondria, using respectively 
100 μg/ml of heart mitochondria and 250 μg/ml of liver mitochondria, 
by fluorescence (λexc 340 nm; λem: 460 nm) at 37 ◦C, under agitation 
with an FP-8500 Spectrofluorometer (Jasko). Intact mitochondria from 
heart and liver were diluted in MIB + BSA and incubated with the 
different substrates conditions in an High Precision Cell quartz glass 
(10x10mm; HellmaAnalytics). 

4.10. Fumarate and Malate metabolic flux measurement 

Metabolic fluxes were measured by 1H–1D NMR. Intact Heart 
mitochondria were incubated in the same conditions than oxygen 

consumption measurements in an Oxygraph-2 k at 37 ◦C. During steady 
state respiration assessed under uncoupled conditions, aliquots collected 
at 0, 5, 7.5, and 12.5 min of incubation were snap frozen in liquid ni
trogen to quench biochemical reactions. Metabolites were extracted 
with a mix of acetonitrile (ACN) and methanol (MeOH) to a final ACN/ 
MeOH/Water proportion of 2:2:1. They were then vortexed, incubated 
at − 20C for 20 min, and evaporated with a ThermoFisher SpeedVac 
SC250EXP concentrator. Samples were then dissolved into 200 μL D2O 
solution containing 2 mM Trimethyl-sillyl-propionic acid d4 (TSPd4) 
used as NMR reference standard, and centrifuged to remove membrane 
debris. A final 180 μL volume of the resulting supernatants were trans
ferred into 3 mm NMR tubes. Samples were analyzed by 1H–1D NMR 
on a Bruker Ascend 800 MHz NMR spectrometer equipped with a 5 mm 
QPCI cryoprobe. A quantitative zgpr30 sequence was used with 64 k 
acquisition points during 128 scans. The total repetition time between 
scans was set to 7 s. Malate and fumarate concentrations were quantified 
from their respective signals in the 1H–1D NMR spectra using TSPd4 as 
internal standard. All measurements were performed in triplicates. 

4.11. Statistical analyses 

Data are presented as mean ± SEM unless otherwise indicated in 
figure legends. Sample number (n) indicates the number of independent 
biological samples (individual mice) for each experiment. Sample 
numbers and experimental repeats are indicated in the figures. Data 
were analyzed with the GraphPad Prism software using unpaired Stu
dent's t-test, one-way ANOVA using Turkey's multiple comparison test, 
or two-way ANOVA using Bonferroni multiple comparison test between 
group comparison, as appropriate. A 0.05 p-value was considered sta
tistically significant. 
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J.H.M. Däbritz, E. Gottlieb, I. Latorre, S.C. Corr, G. McManus, D. Ryan, H.T. Jacobs, 
M. Szibor, R.J. Xavier, T. Braun, C. Frezza, M.P. Murphy, L.A. O’Neill, Succinate 
dehydrogenase supports metabolic repurposing of mitochondria to drive 
inflammatory macrophages, Cell 167 (2016) 457–470, https://doi.org/10.1016/j. 
cell.2016.08.064, e13. 

[16] J. Favier, L. Amar, A.-P. Gimenez-Roqueplo, Paraganglioma and 
phaeochromocytoma: from genetics to personalized medicine, Nat. Rev. 
Endocrinol. 11 (2015) 101–111, https://doi.org/10.1038/nrendo.2014.188. 

[17] A. King, M.A. Selak, E. Gottlieb, Succinate dehydrogenase and fumarate hydratase: 
linking mitochondrial dysfunction and cancer, Oncogene 25 (2006) 4675–4682, 
https://doi.org/10.1038/sj.onc.1209594. 

[18] M.A. Selak, S.M. Armour, E.D. MacKenzie, H. Boulahbel, D.G. Watson, K. 
D. Mansfield, Y. Pan, M.C. Simon, C.B. Thompson, E. Gottlieb, Succinate links TCA 
cycle dysfunction to oncogenesis by inhibiting HIF-alpha prolyl hydroxylase, 
Cancer Cell 7 (2005) 77–85, https://doi.org/10.1016/j.ccr.2004.11.022. 

[19] L.W.S. Finley, W. Haas, V. Desquiret-Dumas, D.C. Wallace, V. Procaccio, S.P. Gygi, 
M.C. Haigis, Succinate dehydrogenase is a direct target of sirtuin 3 deacetylase 
activity, PLoS One 6 (2011), e23295, https://doi.org/10.1371/journal. 
pone.0023295. 

[20] W. He, F.J.-P. Miao, D.C.-H. Lin, R.T. Schwandner, Z. Wang, J. Gao, J.-L. Chen, 
H. Tlan, L. Ling, Citric acid cycle intermediates as ligands for orphan G-protein- 
coupled receptors, Nature 429 (2004) 188–193, https://doi.org/10.1038/ 
nature02488. 

[21] Z. Zhang, M. Tan, Z. Xie, L. Dai, Y. Chen, Y. Zhao, Identification of lysine 
succinylation as a new post-translational modification, Nat. Chem. Biol. 7 (2011) 
58–63, https://doi.org/10.1038/nchembio.495. 
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chain supercomplex formation in response to exercise in human skeletal muscle, 
Cell Metab. 25 (2017) 301–311, https://doi.org/10.1016/j.cmet.2016.11.004. 
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T. Molinié et al.                                                                                                                                                                                                                                 

https://doi.org/10.1002/iub.2367
https://doi.org/10.1002/iub.2367
https://doi.org/10.1016/j.celrep.2020.108108
https://doi.org/10.1016/j.celrep.2020.108108
https://doi.org/10.1016/0003-9861(73)90571-7
https://doi.org/10.1016/0003-9861(73)90571-7
https://doi.org/10.1016/0968-0004(79)90417-1
https://doi.org/10.1016/0968-0004(79)90417-1
https://doi.org/10.1016/0022-2828(71)90065-4
https://doi.org/10.1016/0003-9861(74)90337-3
https://doi.org/10.1016/0003-9861(74)90337-3
http://refhub.elsevier.com/S0005-2728(22)00001-9/rf202201180002268759
http://refhub.elsevier.com/S0005-2728(22)00001-9/rf202201180002268759
http://refhub.elsevier.com/S0005-2728(22)00001-9/rf202201180002268759
https://doi.org/10.1126/science.287.5454.848
https://doi.org/10.1002/ana.410410514
https://doi.org/10.1038/nature13909
https://doi.org/10.1016/j.bbabio.2013.01.004
https://doi.org/10.1016/j.celrep.2018.04.104
https://doi.org/10.1016/j.celrep.2018.04.104
https://doi.org/10.1016/j.cell.2016.08.064
https://doi.org/10.1016/j.cell.2016.08.064
https://doi.org/10.1038/nrendo.2014.188
https://doi.org/10.1038/sj.onc.1209594
https://doi.org/10.1016/j.ccr.2004.11.022
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0023295
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0023295
https://doi.org/10.1038/nature02488
https://doi.org/10.1038/nature02488
https://doi.org/10.1038/nchembio.495
https://doi.org/10.1093/emboj/19.8.1777
https://doi.org/10.1093/emboj/19.8.1777
https://doi.org/10.1016/j.molcel.2008.10.021
https://doi.org/10.1016/j.bbabio.2009.12.013
https://doi.org/10.1016/j.cels.2017.10.017
https://doi.org/10.1016/j.cels.2017.10.017
https://doi.org/10.1073/pnas.1720702115
https://doi.org/10.1073/pnas.1720702115
https://doi.org/10.1038/nature19359
https://doi.org/10.1038/nature19359
https://doi.org/10.1038/nature19774
https://doi.org/10.1038/nature19774
https://doi.org/10.1038/srep46055
https://doi.org/10.1038/srep46055
https://doi.org/10.1016/j.molcel.2019.03.031
https://doi.org/10.1016/j.molcel.2019.03.031
https://doi.org/10.1074/jbc.M405135200
https://doi.org/10.1126/science.1230381
https://doi.org/10.1073/pnas.1413855111
https://doi.org/10.1016/j.cmet.2018.05.024
https://doi.org/10.1016/j.cmet.2018.05.024
https://doi.org/10.1073/pnas.1109510108
https://doi.org/10.1073/pnas.1109510108
https://doi.org/10.1016/0005-2728(69)90192-3
https://doi.org/10.1016/0006-291x(61)90252-2
https://doi.org/10.1016/0005-2744(69)90310-6
https://doi.org/10.1016/0005-2744(69)90310-6
https://doi.org/10.1016/0005-2744(69)90242-3
https://doi.org/10.1074/jbc.RA118.005144
https://doi.org/10.1074/jbc.RA118.005144
https://doi.org/10.1096/fj.201900690R
https://doi.org/10.1096/fj.201900690R
https://doi.org/10.1161/01.RES.37.5.527
https://doi.org/10.7554/eLife.24662
https://doi.org/10.1146/annurev-physiol-021115-105031
https://doi.org/10.1146/annurev-physiol-021115-105031
https://doi.org/10.1016/j.cmet.2016.11.004
https://doi.org/10.1074/jbc.M106474200
https://doi.org/10.1074/jbc.M106474200
https://doi.org/10.1016/j.biocel.2009.03.013
https://doi.org/10.1016/0005-2728(94)90205-4
https://doi.org/10.1016/0005-2728(94)90205-4


BBA - Bioenergetics 1863 (2022) 148532

12

[49] E.A. Siess, D.G. Brocks, O.H. Wieland, in: Distribution of Metabolites Between the 
Cytosolic and Mitochondrial Compartments of Hepatocytes Isolated From Fed Rats 
359, 1978, pp. 785–798, https://doi.org/10.1515/bchm2.1978.359.2.785. 
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 Partie 3 : Etude des capacités 

respiratoires des complexes I et II et 

du métabolisme mitochondrial dans 

des conditions de respiration 

phosphorylante. 

5.1 Etat de l’art :  

Le métabolisme cellulaire et les voies anaboliques ont besoin d’énergie sous forme 

d’ATP pour pouvoir fonctionner et sont donc dépendantes du potentiel phosphate. Comme 

décrit dans l’introduction, l’un des producteurs majeurs de cette dernière est 

l’ATPsynthase. Dans les mitochondries, certaines enzymes ont besoin d’ATP pour pouvoir 

fonctionner, comme par exemple la pyruvate carboxylase dans le cycle de Krebs qui permet 

de générer de l’oxaloacetate à l’aide de pyruvate et d’ATP. L’ATP peut donc être un facteur 

régulateur de l’interconnexion entre les voies métaboliques que j’ai étudié dans l’Article 2.  

La mitochondrie possède une double membrane qui lui permet de réguler fortement 

le transport des protéines, lipides et métabolites vers la matrice. Certains des transporteurs 

mitochondriaux sont dépendants de l’ATP (Kumar et al., 2019; Liesa et al., 2012; 

Yamamoto et al., 2014), et du potentiel de membrane (Devin et al., 2019; Frigerio et al., 

2008; Palmieri et al., 2020; Palmieri and Monné, 2016), ce qui traduit d’un lien étroit, autre 

qu’au niveau de l’approvisionnement en substrats, entre le transport et le fonctionnement 

de l’OXPHOS. En étudiant les mécanismes de transports des métabolites à l’intérieur des 

mitochondries, une multitude de métabolites utilisés durant nos expériences de respiration 

dépend de ces transporteurs. Le glutamate, par exemple, est transporté par l’intermédiaire 

de l’AGC (Aspartate-glutamate carrier) en échange d’aspartate et d’un proton, mais il peut 

également l’être par le transporteur glutamate carrier (GC) (Frigerio et al., 2008) . Le malate 

peut être échangé contre l’α-cétoglutarate via le 2-oxoglutarate carrier (OGC), et il en existe 

d’autres pour le pyruvate et le citrate qui peuvent même faire intervenir des échangeurs 
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entre ces divers métabolites (Dolce et al., 2014; Korla et al., 2015; Palma et al., 2010; 

Palmieri and Monné, 2016; Vacanti et al., 2014), impliquant donc un lien étroit entre les 

métabolites produits et présents dans la matrice et dans l’espace extra-mitochondrial.  

La complexité de l’étude du métabolisme mitochondrial provient notamment de 

cette grande diversité des transporteurs de métabolites ayant une affinité plus ou moins 

forte pour ces métabolites. Un métabolite pourra donc avoir une multitude d’entrée dans la 

mitochondrie, ne faisant pas intervenir les mêmes partenaires protéiques et métaboliques, 

et pouvant dépendre du tissu étudié. Comme dit ci-dessus, le glutamate possède deux voies 

d’entrée (Frigerio et al., 2008), dans un cas, il permettra à la MAS de fonctionner plus 

efficacement, dans l’autre il sera d’avantage redirigé vers la GDH et le cycle de Krebs. Il a 

été décrit que AGC possédait deux isoformes dont l’expression était dépendante des tissus, 

AGC1 étant présente dans les tissus excitables comme les muscles striés squelettiques et le 

cerveau, alors que AGC2 serait beaucoup plus abondante dans les tissus comme le foie, 

(Frigerio et al., 2008; Satrústegui et al., 2007). La voie d’entrée des métabolites sera donc 

également une spécificité tissulaire qui compliquera l’étude du métabolisme mitochondrial, 

mais qui pourrait être clé pour caractériser la fonction des tissus. 

5.2 Résultats et discussions : 

La dernière partie de mon travail de thèse que je présenterai dans ce manuscrit s’est 

centré sur une étude plus poussée du métabolisme mitochondrial cardiaque dans des 

conditions de respirations phosphorylantes, afin notamment de déterminer la contribution 

respective des complexes I et II pour alimenter les chaînes respiratoires et des implications 

sur le métabolisme mitochondrial.  

L’étude de cette condition métabolique est primordiale car elle est celle qui se 

rapproche le plus de l’état physiologique des mitochondries. Comme décrit dans l’Etat de 

l’art, les conditions de respiration phosphorylante sont plus difficiles à appréhender 

métaboliquement, par rapport à des conditions de mitochondries découplées. En effet, un 

plus grand nombre d’acteurs, dépendants du potentiel de membrane et de l’ATP, est 

impliqué dans le fonctionnement du métabolisme mitochondrial.  

Lors de ce travail, j’ai voulu (1) utiliser la stratégie d’inhibition exploitée dans les 

articles 1 et 2 pour étudier l’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire, et par la suite 

(2) trouver des stratégies complémentaires permettant de discriminer les flux respiratoires 

provenant des complexes I et II autre que par l’utilisation d’inhibiteurs des complexes. 
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5.2.1 La discrimination des flux respiratoires dépendants de 

l’activité des complexes I et II ne peut être appréhendée par une 

stratégie d’inhibition dans des conditions de respiration 

phosphorylante. 

L’une des particularités des respirations de mitochondries de tissus est que la 

respiration phosphorylante est sensiblement la même que celle mesurée en conditions 

découplées (Article 2 figure 1A-B et figure 1S), par opposition aux respirations de cellules 

en culture perméabilisées dans lesquelles la respiration double entre ces deux états 

respiratoires (Article 1 figure 4A-C). Ces observations tendent à démontrer que la baisse 

de potentiel de membrane associée à la synthèse d’ATP, augmente la respiration à un 

niveau proche de la respiration maximale mesurée à l’état découplé. L’activité de la chaîne 

respiratoire, en conditions phosphorylantes, est donc d’avantage dépendante du flux 

d’électrons ou de l’approvisionnement en substrats que de la consommation de la force 

proton motrice, dans la majorité des conditions de substrats respiratoires. Pour autant, j’ai 

pu observer que la respiration phosphorylante mesurée en présence de succinate était bien 

plus impactée par l’absence de roténone que la respiration découplée (Article 2 figure 1SD 

et Figure 42 A).  L’équipe du Pr. SIVITZ a décrit dans ces travaux que la concentration 

d’oxaloacetate était dépendante de la concentration d’ADP et de son rôle sur le potentiel 

de membrane. Cette observation pourrait expliquer que le complexe II soit plus inhibé en 

respiration phosphorylante qu’en respiration découplé (Fink et al., 2018). 

Lorsque les substrats des complexes I et II sont présents simultanément en 

conditions de respiration phosphorylante, a l’instar des conditions de mitochondries 

découplées, la réoxydation du NADH et du succinate ne peut pas se faire au maximum de 

leur capacité (Article 2 figure 1A-B et figure 1S et Figure 42 A). Ces observations 

semblent indiquer, ici encore, qu’un mécanisme de compétition à l’entrée des électrons est 

mis en place entre les complexes I et II. Les inhibiteurs spécifiques de ces ubiquinone 

oxydoréductases ont été utilisés, lors de respiration en conditions phosphorylantes cette 

fois. Durant la mise au point de cette stratégie dans la partie 4, l’une des bases 

fondamentales pour valider notre approche était que la répartition des flux respiratoires, 

provenant des complexes I et II, devait être indépendante de la séquence d’ajout des 

inhibiteurs (voir matériel et méthode partie 2.2.2.1), ce qui n’est pas le cas ici (Figure 42 

B). En effet, lorsque la roténone est rajoutée en premier, le flux majoritaire provient du 

complexe II (fonctionnant à 81% de ses capacités maximales par rapport à la condition 
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simple substrat), le complexe I ne contribuant au flux d’électrons que de façon minoritaire 

(44% de ses capacités mesurées par rapport à la condition simple substrat). A l’inverse, 

lorsque l’atpenine A5 est rajoutée en premier, la respiration provenant du complexe I est 

majoritaire (81% de sa respiration maximale), alors que la respiration du complexe II est 

minoritaire (54% de ses capacités maximales) (Figure 42B). La séquence d’ajout des 

inhibiteurs ayant un rôle sur la répartition des flux, ces résultats démontrent qu’il n’est pas 

possible, par cette approche, de discriminer les flux respiratoires provenant de ces 

complexes en conditions phosphorylantes.  

 

L’une des hypothèses permettant d’expliquer ces résultats est que l’inhibition d’un 

complexe impact les voies métaboliques dépendantes de l’activité de ce complexe, 

impliquant des phénomènes de compensations ou de redirections des flux métaboliques qui 

Figure 42. Capacités respiratoires en conditions phosphorylantes des complexes I et II 

en présence de substrats simples ou multiples. 

(A)  Respirations en conditions phosphorylantes pour les conditions de substrats indiquées 

contenant, 10mM de pyruvate (P), 5mM de Glutamate (G), 1mM de Malate (M), 10 mM de 

Succinate (Succ), 5mM d’ADP. (B) Respirations de mitochondries cardiaques en conditions 

phosphorylantes approvisionnées avec les substrats du complexe I (PGM), du complexe II 

(Succ Rot) ou les deux (Succ PGM). L’addition d’inhibiteurs spécifiques du complexe I 

(rotenone, 30nM) ou du complexe II (AtpeninA5, 20nM) sont utilisés pour discriminer la 

respiration dépendante de l’activité du complexe I (en jaune) et du complexe II (en bleu), 

lorsque les mitochondries sont incubées avec le PGM et le Succ. Les inhibiteurs du 

complexe I et du complexe II sont ajoutés séquentiellement et sont indiqués dans le tableau 

sous le graphe : 1st pour ajouté en premier et 2nd pour ajouté en second. (n=5) 
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induisent que la séquence d’ajout des inhibiteurs influence la proportion de flux dépendant 

des complexes I et II.  

Afin d’illustrer ces propos, je vais prendre le cas spécifique des proportions de flux 

respiratoires en conditions découplées, pour les conditions de substrats succinate et 

glutamate. Dans ces conditions, l’ajout d’atpenine A5 met en évidence que la respiration 

est presque uniquement dépendante de l’activité du complexe II (Figure 43A). Néanmoins, 

lorsque la roténone est ajoutée en premier, un flux respiratoire provenant du complexe I est 

observable (Figure 43A). Des expériences préliminaires visant à quantifier le flux de 

production de métabolites par RMN 1H-1D, montrent une production de malate, 

d’α-cétoglutarate et d’aspartate au cours de la respiration (Figure 43B-D). Le métabolisme 

en produisant ces métabolites crée des sources génératrices de NADH par l’α-cétoglutarate 

déshydrogénase (αKGDH), mais également par MDH2, qui possède une source de malate 

apportée par le succinate (Article 2 Figure 3F). Ces expériences démontrent que la 

diminution de la respiration liée à l’inhibition de l’activité d’un des complexes n’impacte 

pas seulement l’oxydation des substrats de ce complexe, mais également toutes les voies 

en aval dépendantes de cette activité. Les conditions décrites ci-dessus m’ont permis de 

définir cette notion de « respiration dépendante de l’activité de » via une condition simple 

avec deux substrats en respiration découplée. Les conditions de respirations 

phosphorylantes apportent, avec l’ATP et le potentiel de membrane, une complexité 

supérieure à l’étude du métabolisme mitochondrial. Une approche visant à utiliser 

uniquement les inhibiteurs pour discriminer les flux dépendants de l’activité des complexes 

I et II n’est pas envisageable. 
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5.2.2 La discrimination des flux respiratoires dépendants de 

l’activité des complexes I et II ne peut être appréhendée en 

mesurant le rendement de l’OXPHOS par le JATP/JO2. 

Afin de trouver une autre approche pour discriminer ses flux d’entrée des électrons, 

j’ai tenté d’utiliser le rendement de l’OXPHOS qui est le ratio entre la synthèse d’ATP et 

Figure 43. Flux respiratoires et métaboliques dépendant de l'ajout du glutamate en 

présence de succinate. 

(A) Respirations de mitochondries cardiaques en conditions découplées approvisionnées 

avec les substrats du complexe I (PGM), du complexe II (Succ Rot) ou avec du succinate 

et du glutamate (Succ Glut). L’addition d’inhibiteurs spécifiques du complexe I (rotenone, 

30nM) ou du complexe II (AtpeninA5, 20nM) sont utilisés pour discriminer la respiration 

dépendante de l’activité du complexe I (en jaune) et du complexe II (en bleu), lorsque les 

mitochondries sont incubées avec le succinate et le glutamate. Les inhibiteurs du complexe 

I et du complexe II sont ajoutés séquentiellement et sont indiqués dans le tableau sous le 

graphe : 1st pour ajouté en premier et 2nd pour ajouté en second. (B-D) Quantification par 

RMN 1H-1D de la quantité (B) de malate, (C) d’aspartate (D) d’α-cétoglutarate au cours 

du temps, en présence de 10mM succinate (cercle noir) ou de 10mM de succinate et de 

5mM de glutamate (carré blanc) (n=3). 
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la respiration. Comme j’ai pu le décrire lors de la présentation de la chaîne respiratoire, les 

complexes I, III et IV couplent le transfert d’électrons à la translocation de protons. Ces 

protons sont par la suite utilisés par l’ATPsynthase pour générer de l’ATP. Lors de la 

respiration, le nombre de protons extrudés par électrons transloqués varie entre le 

complexe I et le complexe II, l’oxydation du NADH (2 électrons) est décrite comme 

permettant la translocation de 10 protons par la chaîne respiratoire et celle du succinate (2 

électrons) seulement de 6 protons (Galkin et al., 1999; Hinkle, 2005; Krab and Wikström, 

1986; Wikström and Hummer, 2012). Par conséquent, à stoechiométrie H+/e- fixe, pour 

faire sortir le même nombre de protons que le complexe I, le complexe II devrait 

approximativement transférer 3 électrons, contre 2 électrons pour le complexe I, et 

consommera donc plus de succinate et d’oxygène. Le ratio ATP produit par oxygène 

consommé sera donc plus faible pour le complexe II. Ma stratégie a été d’utiliser le ratio 

JATP/JO2 pour appréhender la répartition du flux respiratoire provenant des 

complexes I et II.  

Les valeurs obtenues pour les JATP/JO2 sont de 3.1 pour le PGM et de 2.2 pour le 

Succ+Rot, comme attendu le rendement de l’OXPHOS est significativement supérieur pour 

le complexe I par rapport au complexe II. Ces valeurs sont dans les ordres de grandeurs de 

celles décrites dans la littérature (Figure 44A) (Hinkle, 2005). Il est admis que pour le 

NADH, la valeur du JATP/JO2 est de 2,5-3 et de 1,5-2 pour le succinate (Hinkle, 2005; 

Petersen et al., 2012; Turina et al., 2003; Walraven et al., 1996). De façon étonnante, et 

bien que la respiration et la production d’ATP augmentent avec l’ajout des différents 

substrats (Succ+G, Succ+PG, Succ+PGM)  (Figure 44B et C), les JATP/JO2 mesurés sont 

sensiblement les mêmes que ceux en Succ+Rot (Figure 44A). Dans ces conditions, je 

m’attendais à avoir un JATP/JO2 intermédiaire entre les conditions PGM et Succ+Rot. La 

stratégie utilisant les inhibiteurs ne permet pas de discriminer et d’évaluer les flux 

d’électrons provenant de l’oxydation du NADH ou du succinate, néanmoins, il permet 

d’observer que la respiration dépendante du complexe I n’est pas négligeable (Figure 43). 

En l’état, le ratio JATP/JO2 ne semble pas non plus utilisable pour discriminer les flux 

dépendants des complexes I et II. Cependant, ces données montrent que l’augmentation de 

la respiration induite par l’ajout de substrats multiples, n’est pas suivie par une 

augmentation proportionnelle de la vitesse de production d’ATP, ce qui met en évidence 

une baisse du rendement de l’activité de l’OXPHOS et donc d’une perte d’énergie.  
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Un tel phénomène a déjà été observé chez S. cerevisiae où une augmentation de la 

respiration entraine une diminution du rendement de l’OXPHOS (Fitton et al., 1994; 

Rigoulet et al., 1998). Trois phénomènes peuvent expliquer ces résultats : (1) une baisse de 

la stœchiométrie H+/O, (2) une baisse du rapport H+/O ou (3) une augmentation du rapport 

H+/ATP. Il a été montré, chez S. cerevisiae, qu’à force proton motrice constante le rapport 

H+/ATP est insensible aux variations de flux respiratoires (Fitton et al., 1994; Rigoulet et 

al., 1998). Cette étude montre qu’une diminution du rapport H+/O est la cause de cette 

diminution du rendement de l’OXPHOS lors de l’augmentation de la respiration. Il existe 

plusieurs hypothèses pour expliquer cette baisse de rendement.  

La première est le phénomène de  «slipping » (Pietrobon et al., 1983). Cette théorie 

décrit que la stœchiométrie H+/e- des pompes à protons peut varier suivant les conditions. 

A fort flux respiratoire, ce phénomène pourrait induire une diminution de la stœchiométrie 

d'extrusion des protons par électron transféré, ce qui n’induira pas de changement dans la 

force proton motrice mais induira une diminution du rendement de l’OXPHOS (Rigoulet 

et al., 1998). La deuxième hypothèse est liée à la perméabilité aux protons de la membrane 

interne mitochondriale.  Il a été décrit que la perméabilité aux protons peut influencer les 

valeurs de JATP/JO2 (Hinkle, 2005). En effet, une réentrée des protons, autre que par 

l’ATPsynthase, induira un « gaspillage » des protons transloqués par la chaîne respiratoire, 

et donc une diminution du rendement de l’activité de l’OXPHOS. Il existe plusieurs 

processus permettant d’augmenter la perméabilité des protons de la membrane interne 

mitochondriale. L’un d’entre eux est le « leak  actif », dans des conditions 

non-phosphorylantes, ce mécanisme décrit la réentrée des protons par l’intermédiaire des 

Figure 44. Rendement de l’OXPHOS suivant les conditions de subtrats.  

 (A) Rendement de l’OXPHOS (JATP/JO2), (B) du flux respiratoire, (C) du flux de 

production d’ATP mesurés dans les conditions de substrats indiquées contenant, 10mM de 

pyruvate (P), 5mM de Glutamate (G), 1mM de Malate (M), 10 mM de Succinate (Succ), 

5mM d’ADP. (n=5) 
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déshydrogénases membranaires qui, lorsqu’elles sont très sollicitées, induisent une réentrée 

des protons de l’espace intermembranaire vers la matrice (Mourier et al., 2010). Le leak 

actif a été mis en évidence dans des conditions de respiration non-phosphorylante et, à 

l’instar du leak passif, il est dépendant de la force proton motrice. Ce phénomène n’a jamais 

été déterminé dans des conditions phosphorylantes, à force proton motrice plus faible, il 

pourrait donc n’avoir qu’un impact mineur sur la diminution du rendement de l’OXPHOS. 

Un autre processus provient du transport des métabolites dans la matrice mitochondriale. 

En effet, certains transporteurs ont besoin de protons pour pouvoir transporter les 

métabolites à travers la membrane interne mitochondriale. Il a été décrit que le transporteur 

ANT ou des transporteurs comme AGC de la MAS, induisent une réentrée des protons, et 

peuvent donc affecter le rendement de l’activité de l’OXPHOS (Hinkle, 2005; Pfaff and 

Klingenberg, 1968). Il est donc probable que l’augmentation du flux respiratoire, lié à 

l’ajout de substrats multiples, soit corrélée avec une augmentation des flux d’entrée des 

métabolites et donc à une augmentation d’entrée des protons via les transporteurs. Ceci 

pourrait expliquer, potentiellement en partie, que l’augmentation de respiration, liée à 

l’ajout des différents substrats, n’est pas suivi par une augmentation proportionnelle du flux 

de production d’ATP. 

De plus, suivant les substrats utilisés, les voies d’entrées ou de sorties des 

métabolites qui sont sollicitées, peuvent induire des variations dans la perméabilité 

membranaire des protons et affecter le rendement de l’OXPHOS, ne permettant pas de 

discriminer les flux provenant des complexes de la chaîne respiratoire par cette stratégie. 

5.2.3 La discrimination des flux respiratoires dépendants de 

l’activité des complexes par la mesure des flux de production de 

métabolites. 

Le JATP/JO2 ne permettant pas de discriminer l’activité des complexes I et II, j’ai 

tenté de mettre en place une nouvelle stratégie expérimentale permettant de mesurer les 

flux de productions de métabolites mitochondriaux suivant les différentes conditions de 

substrats. Le but étant de mesurer les flux de métabolites entrant et sortant de la 

mitochondrie, et de les correler avec les mesures de respiration, pour in fine calculer les 

flux d’oxydation du succinate et du NADH par modélisation bio-informatique. 

Afin de mettre au point cette stratégie, des mitochondries isolées de cœur ont été 

incubées dans des conditions de respiration découplée, comme décrit dans l’Article 2. Par 
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cette stratégie, je voulais avoir le maximum de paramètres me permettant de comparer les 

flux entre eux et de pouvoir contrôler s’il était possible d’avoir des concordances de flux, 

entre flux respiratoire, flux de production et flux de consommation des métabolites. Ceci 

permettant de détecter certains problèmes expérimentaux potentiels pour certains 

métabolites lors de la préparation des échantillons, de l’extraction des métabolites ou lors 

de la mesure par RMN.  

Des mitochondries cardiaques ont été incubées en conditions découplées, dans 

diverses conditions de substrats. Les échantillons ont été prélevés à intervalle régulier pour 

avoir une cinétique de production des métabolites. Toute activité biochimique a été arrêtée 

par congélation rapide dans de l’azote liquide, les échantillons ont par la suite été envoyés 

et traités à la plateforme métabolomique METATOUL.  Les résultats préliminaires 

montrent que de nombreux métabolites n’ont pu être détectés, comme notamment 

l’oxaloacetate, ou le citrate. De plus, la sensibilité de la RMN n’a pas permis de mesurer 

les flux de consommation des métabolites utilisés pour les mesures de respiration. En effet, 

étant présents en concentrations non limitantes (10mM pour le succinate et le pyruvate, 

5mM pour le glutamate et 1mM de malate) le flux de consommation n’est pas mesurable 

de manière précise. Néanmoins, les flux de production d’α-cétoglutarate, d’aspartate et de 

malate ont pu être mesurés. Ces expériences sont préliminaires et nécessitent une mise au 

point plus approfondie, mais de nombreuses informations métaboliques peuvent être tirées 

de ces résultats.  

La respiration dans la condition PGM s’accompagne d’une production 

d’α-cétoglutarate et d’aspartate dans le milieu extra-mitochondrial (Figure 45). Ces 

résultats ne permettent pas de déterminer si le flux de production du NADH est dépendant 

de la MAS (par MDH2), du cycle de Krebs (par la PDH, l’α-KDH et/ou la GDH), ou bien 

des deux. De manière intéressante, les conditions Succ+Glut et Succ+Pyr démontre que, 

pour le premier, la GOT fonctionne et produit de l’α-cétoglutarate et de l’aspartate, alors 

que pour le second, seulement l’α-cétoglutarate est produit par l’intermédiaires des 

enzymes du cycle de krebs (Figure 45), donc il semble bien y avoir plusieurs voies de 

consommation de l’oxaloacetate liées à la MAS et au cycle de Krebs (Figure 41). L’ajout 

simultanée de pyruvate et de glutamate semble montrer une légère augmentation de la 

production d’α-cétoglutarate qui pourrait indiquer que les deux voies, passant par la MAS 

et le Krebs, fonctionnent de concert pour générer du NADH, mais la très grande variabilité 

des résultats (liée au faible nombre de réplicats biologiques), ne permet pas de spéculer sur 

les différents flux. Ces résultats ainsi que la détection d’autres métabolites intermédiaires 
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du cycle de Krebs tels que le citrate, cis-aconitate, isocitrate devraient à terme permettre de 

discriminer l’α-cétoglutarate produit par le cycle de krebs de celle produit par la MAS.  

Dans l’Article 2. , il a été proposé que le cycle de Krebs ne soit pas fait dans son 

intégralité car la respiration en PGM ne possédait pas de flux respiratoires dépendants de 

l’activité du complexe II. Ces résultats mettent en évidence que le cycle de Krebs peut aller 

au moins jusqu’à la production d’α-cétoglutarate. Cette observation renforce l’hypothèse 

selon laquelle l’α-cétoglutarate pourrait être le métabolite transporté hors de la matrice pour 

permettre la segmentation le cycle de Krebs.  

N’ayant pas eu les résultats des échantillons standards permettant de corréler le 

signal RMN à nos concentrations de métabolites, les corrélations entre le flux respiratoire 

et le flux de production des métabolites n’ont pu être réalisées. 

Mes expériences démontrent cependant tout le potentiel de ce système de 

mitochondries isolées associé à des approches métabolomique pour l’étude du métabolisme 

mitochondrial et la génération de carte de flux. Beaucoup de travaux de mise au point sont 

encore à réaliser, mais les chemins métaboliques que nous avons définis lors de l’Article 2 

semblent bien être ceux empruntés par le métabolisme pour consommer l’oxaloacetate. Il 

reste encore à déterminer les proportions qu’ont ces voies dans la consommation de 

l’oxaloacetate, leur implication dans la production du NADH matriciel, et si d’autres voies 

métaboliques peuvent être impliquées dans ces conditions de respirations et de substrats. 
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5.2.4 Quantification des métabolites intra-mitochondriaux. 

En supplément de l’étude des flux de métabolites, j’ai initié le développement d’une 

stratégie pour discriminer la quantité des métabolites intra-mitochondriaux de ceux 

extra-mitochondriaux. Le but de cette stratégie était d’appréhender les capacités 

d’accumulation des métabolites intra-mitochondriaux et d’observer leurs variations suivant 

les conditions métaboliques. En effet, l’approche utilisée pour quantifier l’oxaloacetate par 

activité enzymatique de l’Article 2, ou les métabolites du cycle de Krebs par RMN 

présentés dans la partie suivante (partie 5.2.3.) ne permet pas de différencier les métabolites 

intra-mitochondriaux des extra-mitochondriaux. De plus, cette approche est motivée par 

notre étude du métabolisme mitochondrial à travers la tissu-spécificité des mitochondries. 

Les mitochondries de cœur et de foie sont très différentes notamment 

structurellement (Figure 46) (Brandt et al., 2017). Les mitochondries de cœur possèdent 

une grande densité de crêtes très organisées (Figure 46A). Les mitochondries hépatiques 

possèdent moins de crêtes et sont moins organisées que les mitochondries cardiaques 

(Figure 46B), mais la matrice des mitochondries de foie est décrite comme étant plus dense 

Figure 45. Mesures du flux de production de malate, d'aspartate et 

d’α-cétoglutarate suivant les conditions de subtrats. 

Les flux de production des métabolites sont mesurés par RMN 1H-1D dans des 

conditions de respirations découplées, suivant les conditions de substrats indiquées 

contenant, 10mM de pyruvate (P), 5mM de Glutamate (G), 1mM de Malate (M), 

10mM de Succinate (Succ), 5mM d’ADP. (n=3) 
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et plus volumineuse que celle du cœur (Brandt et al., 2017; Griffiths and Halestrap, 1993). 

Ces caractéristiques des mitochondries sont très intéressantes d’un point de vue 

métabolique, car ces différences de volume matriciel peuvent avoir des conséquences sur 

la concentration matricielle des métabolites. Il a été mesuré que le volume matriciel des 

mitochondries de foie est de 1.06µl/mg de protéines et elle est de 0.88µl/mg de protéines 

pour des mitochondries de cœur (Devin et al., 1998; Griffiths and Halestrap, 1993). A ma 

connaissance, il n’existe pas dans la littérature de concentration réelle de métabolites intra-

mitochondriaux spécifiques aux mitochondries de tissus. Cette information est cruciale 

pour pouvoir appréhender les effets des métabolites sur la régulation du métabolisme 

mitochondrial entre les tissus.  

  

Pour ce faire, j’ai utilisé deux approches basées sur la filtration pour séparer le 

milieu extra-mitochondrial et les mitochondries. La première est une filtration à l’aide de 

membrane de polycarbonate ou de PVDF. Il s’est avéré que le système de filtration n’était 

pas assez puissant pour rapidement et efficacement séparer les mitochondries du milieu 

extracellulaire, avec les tailles de pores utilisés pour retenir les mitochondries (pores de 

0.2µm). J’ai donc, par la suite, utilisé la filtration à l’aide d’huile de silicone (Devin et al., 

Figure 46. Architecture des mitochondries cardiaques et hépatiques (Modifiée de 

Brandt et al., 2017). 

Images de cryo-microscopie électronique (à gauche) et de tomogramme (à droite) 

représentant des mitochondries (A) cardiaque et (B) hépathique. 
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1998; Zuurendonk and Tager, 1974). Cette technique est notamment utilisée pour mesurer 

la force proton motrice (Rigoulet and Guerin, 1979).  En se basant sur les différences de 

densité, l’utilisation de l’huile permet d’avoir trois phases : la phase supérieure, aqueuse, 

contenant les mitochondries et le milieu réactionnel, l’huile permettant de séparer la phase 

supérieure de la phase inférieure et la phase inférieure qui elle aussi est aqueuse (voir 

Matériels et méthodes partie 2.2.5.4.2.2). L’huile sert de barrière physique dans laquelle 

seules les mitochondries intactes auront la densité pour traverser cette couche.  

La composition de la phase aqueuse présente sous l’huile peut être modulable 

suivant les expériences : elle est soit composée de tampon respiration (MIB), qui a une 

osmolarité deux fois supérieures à celle utilisée pour l’isolement des mitochondries afin 

qu’elle soit plus dense, soit du PCA 7%. Le MIB a été utilisé pour contrôler que les 

mitochondries passant la couche d’huile sont toujours intactes. Le PCA 7% est utilisé pour 

arrêter toutes réactions biochimiques et réaliser une extraction acide des métabolites. 

Plusieurs mélanges d’huile ont été réalisés pour optimiser la séparation des phases, 

optimiser le rendement de passage des mitochondries intactes (si la phase oléagineuse est 

trop dense les mitochondries ne pourront pas la passer) et obtenir la meilleure 

reproductibilité. Les mitochondries de cœur sont donc incubées dans un milieu réactionnel 

contenant différentes conditions de substrats. Une fois l’incubation terminée, une partie du 

milieu réactionnel est prélevée, puis est délicatement déposée sur la couche d’huile et 

centrifugée pour séparer les mitochondries intactes du milieu réactionnel. 

Les expériences dans lesquelles la phase inférieure contenait du MIB montrent que 

les mitochondries ayant traversées la couche d’huile sont parfaitement intactes. Le 

couplage entre respirations phosphorylante et non phosphorylante est le même que les 

mitochondries n’étant pas passées sous huile, le rendement protéique est sensiblement le 

même (résultats non montrés). L’ajout de NADH et de cytochrome c n’induit aucune 

variation de flux respiratoire, ce qui permet de conclure que le passage sous huile n’induit 

aucune altération de la membrane externe ou interne (Figure 47), et ceux pour les 

mitochondries de cœur et de foie.  
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Une fois les conditions de filtration mises au point, j’ai essayé de doser certains 

métabolites préalablement étudiés. Le premier est l’oxaloacetate avec un dosage 

enzymatique. Afin d’arrêter toute activité métabolique, le MIB présent sous l’huile est 

remplacé par du PCA 7%. Les mitochondries sont donc incubées dans les conditions de 

substrats, puis, les mitochondries sont filtrées grâce à l’huile et la centrifugation. Les deux 

phases supérieures sont ensuite enlevées et le PCA est récolté, neutralisé puis la quantité 

d’oxaloacetate est dosée comme décrit précédemment (voir matériels et méthodes partie 

2.2.5.4.2). Les résultats semblent montrer que la quantité d’oxaloacetate présente dans la 

Figure 47. Contrôle de la qualité des mitochondries filtrées avec l’huile de silicone. 

(A-D) Respiration de mitochondries de cœur (A-C) et de foie (B-D) en présence de PGM 

(en jaune) (A-B) ou de Succinate et roténone (en bleu) (C-D), suivant les différents états 

respiratoires. L’intégrité de la membrane externe et interne des mitochondries non filtrées 

(couleurs foncées) ou filtrées par l’huile (couleurs pâles) sont respectivement vérifiées par 

l’ajout de cytochrome c (62,5µg/ml) puis de NADH (1.2mM). (n=1). 
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matrice mitochondriale n’est détectable par notre dosage (Figure 48). Le dosage des 

métabolites par RMN est similaire, aucun métabolite intramitochondrial n’est détectable 

dans nos extraits (résultats non montrés).  

Les concentrations de métabolites intra-mitochondriaux semblent être en dessous 

des limites de détection de notre dosage par activité enzymatique et de la RMN. Ces 

résultats, bien que très préliminaires, m’ont poussé à vouloir développer cette stratégie pour 

la spectrométrie de masse, notamment en utilisant le DMSO à la place du PCA7% pour 

quencher les activités métaboliques. Cette technique étant bien plus sensible, elle pourrait 

être très intéressante pour doser les métabolites. Cependant, les contraintes expérimentales 

dues à cette technique sont très grandes et je n’ai, à l’heure actuelle, pas réussi à rendre 

cette stratégie de filtration par l’huile de silicone compatible avec la spectrométrie de 

masse. 

 

En conclusion de cette partie, mes résultats démontrent que l’étude du métabolisme 

mitochondrial et des flux respiratoires provenant des complexes I et II sont beaucoup plus 

difficiles à appréhender en respirations phosphorylantes que ceux en respirations 

découplées. Les diverses stratégies n’ont pu aboutir à une réponse concernant le phénomène 

de compétition à l’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire lors de conditions 

phosphorylantes, et ceux même si le phénomène de contrôle du complexe II par 

l’oxaloacetate semble être conservé. Toutefois, ces études préliminaires m’ont permis de 

commencer le développement des outils pour étudier le métabolisme mitochondrial 

matriciel. De nombreux objectifs n’ont pu être atteint et des questions restent entières : 

Figure 48. Quantification de l'oxaloacetate intra-mitochondrial. 
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 Est-il possible d’obtenir une concordance de flux entre flux respiratoires dépendants 

des complexes de la chaîne respiratoire et flux métaboliques ? Cette information 

permettrait de créer une carte de flux de la mitochondrie cardiaque et hépatique, ce 

qui faciliterait l’analyse du réseau métabolique lors de l’ajout de différents 

substrats, et pourrait être un outil indispensable pour comprendre intégralement les 

mécanismes physiopathologiques liés au métabolisme mitochondrial. 

 

 Est-il possible d’utiliser la RMN, voire la spectrométrie de masse pour doser les 

métabolites produits au cours de la respiration ? Les limitations de détection 

engendrées par la RMN induisent une perte d’information et ne permettent 

d’observer que les métabolites les plus abondants, l’oxaloacetate et le citrate par 

exemple ne semblent pas détectables dans nos conditions par cette technique. La 

spectrométrie de masse, elle, est bien plus sensible, mais la présence de beaucoup 

de sels dans les tampons n’est pas compatible avec cette technique. Le 

développement de stratégies pour éliminer les sels permettrait d’avoir accès à ces 

métabolites peu abondants, et permettrait également de pouvoir développer des 

approches basées sur le marquage isotopique de carbones présents dans les 

métabolites. En marquant des carbones spécifiques, il sera possible de déterminer 

le chemin pris par les métabolites dans le réseau mitochondrial.  

 

 Est-il possible de doser les produits des autres ubiquinones oxydoréductases du 

système ? En mesurant les flux de production du DHAP, ou de l’orotate par 

exemple, cela permettrait d’étendre l’analyse des compétitions à l’entrée des 

électrons dans la chaîne respiratoire à d’autres ubiquinone oxydoréductases. Par 

cette approche, l’étude, avec des mitochondries isolées de différents tissus, pourrait 

être développer, et l’ensemble des ubiquinones pourraient être étudiées 

simultanément. 
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  Conclusions générales. 

L’étude du fonctionnement de la chaîne respiratoire est en pleine expansion et se 

poursuit depuis plus de 70 ans. L’organisation et l’impact de cette dernière est un des 

premiers débats qui a vu le jour dans la communauté, et qui n’a toujours pas livrée de 

conclusions claires. Il a été déterminé que la chaîne respiratoire était organisée en 

supercomplexes dans de nombreux organismes (Davies et al., 2018; Milenkovic et al., 

2017; Schagger, 2000; Stroh et al., 2004). La particularité du système mammifère est que 

la NADH ubiquinone oxydoréductase, peut-être la déshydrogénase la plus importante de la 

chaîne respiratoire, est la seule déshydrogénase associée en supercomplexe (Milenkovic et 

al., 2017; Schagger, 2000). Ceci a débouché sur de nombreuses spéculations et modèles 

définissant le fonctionnement de la chaîne respiratoire, dans lequel les transporteurs 

mobiles d’électrons sont canalisés au sein de ces structures, influençant les cinétiques et les 

flux d’entrée des électrons dans le système, mais également dans lesquels les 

supercomplexes et le complexe I pourraient jouer le rôle de plateforme pour la formation 

des complexes III et IV (Lapuente-Brun et al., 2013; Milenkovic et al., 2017; Moreno-

Lastres et al., 2012; Schagger, 2000). 

 

Le travail que j’ai réalisé durant ces quatre années de thèse avait pour objectif 

comprendre le fonctionnement de la chaîne respiratoire et de déterminer s’il dépendait de 

cette organisation supramoléculaire. 

 

La première partie de ce travail a été de déterminer le rôle controversé de la protéine 

COX7A2L sur les supercomplexes et également d’étudier le rôle de ces derniers sur le 

fonctionnement de la chaîne respiratoire. La caractérisation des cellules KO COX7A2L a 

pu mettre en évidence que cette protéine était nécessaire pour l’assemblage du SC III2-IV 

mais pas des respirasomes. Cette réorganisation semble avoir un impact sur la quantité du 

complexe III mais n’affecte pas les autres complexes de la chaîne respiratoire. La 

caractérisation bioénergétique de cellules perméabilisées a permis de démontrer que cette 

restructuration n’impactait pas les capacités de réoxydations du NADH et du succinate. Ces 

résultats indiquent qu’il ne semble pas y avoir de canalisation du cytochrome c entre les 

complexes III et IV, et confirment les expériences menés chez la levure (Boumans et al., 

1998; Trouillard et al., 2011).  
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Actuellement, seul des modèles décrivant la dissociation des complexes III et IV 

sont répertoriés, aucun modèle ne décrit une dissociation du complexe I avec les autres 

complexes. L’intéraction et la position entre le complexe I et III semblent être conservées 

au cours de l’évolution (Figure 24) (Davies et al., 2018), a contrario de la position du 

complexe IV qui varie beaucoup suivant les organismes. Si le complexe I a un rôle 

fondamental pour la formation des supercomplexes, ce modèle peut-il exister ? Un tel 

modèle permettrait de mettre fin au débat de la canalisation de l’ubiquinone au sein des 

supercomplexes à l’aide d’un modèle génétique, et permettrait de répondre à beaucoup de 

questions, notamment sur le rôle de ce dernier comme plateforme de maturation des 

complexes de la chaîne respiratoire, la production de ROS ou le couplage entre les électrons 

et les protons par exemple.  

Mon deuxième travail de thèse, en rapport avec cette première question, reposant 

sur l’utilisation de mitochondries de cœur et de foie, ayant des capacités de réoxydation du 

NADH et Succinate opposées et possédant un complexe I associé en supercomplexe, a 

permis de démontrer que, sans potentiel de membrane et lorsque les complexes sont 

approvisionnés ad libitum, le complexe II était prioritaire sur le complexe I pour fournir en 

électrons la chaîne respiratoire. Cette expérience révèle pour la première fois un phénomène 

de compétition à l’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire de mammifère et exclue 

l’hypothèse d’une canalisation de l’ubiquinone dans les supercomplexes, permettant de 

favoriser le flux d’électrons provenant du complexe I sur les autres enzymes non associées. 

Pour l’heure, aucun mécanisme ne permet de comprendre cette priorisation de l’oxydation 

du succinate. L’existence de différentes populations d’ubiquinones ayant des états rédox 

différents au sein de la membrane pourrait expliquer ce phénomène, mais cette hypothèse 

reste à être confirmée.  

La canalisation des électrons, comme suggéré dans la littérature, devrait en théorie 

permettre de donner un avantage cinétique, néanmoins ceci n’est vrai que si la diffusion 

des métabolites est le facteur limitant de l’activité dans un système non associé. L’ensemble 

de mon travail de thèse semble réfuter le fonctionnement de la chaîne respiratoire comme 

décrit par le modèle « solid state » et le « plasticity model ». A l’heure actuelle, mes 

expériences n’affirment pas non plus le modèle « liquid state », mais semblent décrire que 

le contrôle de l’activité de la chaîne respiratoire dépend de l’approvisionnement en 

substrats ou des contraintes thermodynamiques. Il semble que l’organisation du complexe 

I en supercomplexe de la chaîne respiratoire ne permet pas de favoriser le flux d’électron 

provenant de ce complexe, que ce soit par une canalisation direct ou par une canalisation 
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de proximité. Le flux d’électrons au sein de la chaîne respiratoire se comporte comme si 

les complexes étaient physiquement indépendants les uns des autres.   

La deuxième et troisième partie de ma thèse reposent sur l’étude du métabolisme 

mitochondrial et son rôle sur le fonctionnement de la chaîne respiratoire. Ce travail m’a 

permis de déterminer que le flux respiratoire provenant du complexe I est grandement 

dépendant du malate, qui semblent être le métabolite le plus important pour la production 

de NADH, par MDH2 ou par son rôle de producteur d’oxaloacetate qui approvisionne des 

voies en aval (Article 2 Figure 4A). Les résultats démontrent que la priorité donnée à 

l’oxydation du succinate est contrebalancée par le métabolisme mitochondrial, via 

l’oxaloacetate, pour favoriser la réoxydation du NADH. Le rôle de l’oxaloacetate comme 

inhibiteur du complexe II (Schollmeyer and Klingenberg, 1961), ainsi que son rôle dans la 

MAS (Borst, 2020, 1962; LaNoue et al., 1973) sont connus depuis plusieurs dizaines 

d’années, cependant aucun travail n’avait corrélé son rôle d’inhibiteur du complexe II et 

son rôle clé dans l’approvisionnement du complexe I. Nos expériences montrent le rôle 

actif que pourrait avoir la MAS dans la redirection des flux métaboliques au sein de la 

mitochondrie lors d’un stress redox cytosolique.  

Des travaux se rapprochant plus de la physiologie sont à envisager :  

1) En réintégrant le métabolisme cellulaire dans son ensemble. En induisant un 

stress redox cytosolique, par inhibition des lactate déshydrogénases par 

exemple, l’étude des flux métaboliques provenant du cycle de krebs pourrait 

confirmer notre mécanisme. Cependant, en réintégrant le métabolisme 

cellulaire, la mesure des flux métaboliques provenant directement de la 

mitochondrie est compromise. En effet, avec la présence du cytoplasme, 

l’accumulation de certains substrats est impossible car ils sont directement 

convertis en une autre entité. Néanmoins, les empreintes métaboliques 

(concentrations à l’état stationnaire des métabolites) pourraient être des 

éléments permettant d’étayer notre modèle. 

2) En étudiant l’impact de ce mécanisme dans les tissus, notamment dans le cadre 

de l’ischémie reperfusion. Il a été démontré que le succinate s’accumulait lors 

de l’ischémie. Lors de la reperfusion, un flux reverse des électrons, allant du 

complexe II vers le complexe I, produit des ROS qui induisent une altération du 

tissu cardiaque (Chouchani et al., 2014). La caractérisation du métabolisme des 

mitochondries cardiaques, ainsi que nos approches pourraient permettre de 

trouver des principes actifs pharmaco-chimiques, ou une stratégie reposant sur 
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le métabolisme, permettant de limiter l’accumulation de succinate ou l’activité 

du complexe II lors du phénomène d’ischémie-reperfusion, afin de réduire les 

dégats liés au stress oxydant. 

 

Dans le cadre de mon étude du métabolisme mitochondriale et des compétitions à 

l’entrée des électrons, l’utilisation de mitochondries isolées pourrait être un outil 

exceptionnel pour étudier les flux métaboliques et notamment ceux dépendants de l’activité 

du complexe I, du complexe II et de toutes les autres ubiquinone oxydoréductases du 

système. Cette approche rend indépendant de l’utilisation d’inhibiteurs, de leurs potentiels 

problèmes de spécificité, voire de l’absence d’inhibiteur spécifique. La mesure des flux 

métaboliques pourrait être un outil très puissant permettant de déterminer, suivant les 

différents tissus, (1) les voies métaboliques prioritaires, (2) les voies de production 

majeures de certains métabolites ou de régénération de cofacteurs comme le NADH, (3) 

les voies de transport de métabolites et (4) les interconnexions entre les voies métaboliques 

qui peuvent exister, d’un point de vue du transport à travers la membrane, à travers des 

régulations (inhibiteur, activateur). Ces informations seraient plus intéressantes et 

relevantes d’un point de vue métabolique qu’une quantité relative de protéines ou de 

transcrits, notamment si les propriétés de ces enzymes diffèrent suivant les isoformes et 

suivant les tissus.  

L’obtention des flux de production de métabolites permettraient l’obtention de 

cartes d’identité des mitochondries de différents tissus. Ces cartes seraient un outil pour 

comparer le métabolisme des mitochondries de différents organes, afin de comprendre leurs 

rôles et spécificités. Elles pourraient également être utiles pour le diagnostique et la 

compréhension de phénomènes physiopathologiques, ainsi que pour l’élaboration 

d’approches thérapeutiques.  
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 Abbréviations. 

S. cerevisiae : Saccharomyces cerevisiae 

CR : Chaine respiratoire 

OXPHOS : Oxydations phosphorylantes 

GOT : Glutamate-oxaloacetate 

transaminase 

MDH : Malate déshydrogénase 

MAS : navette malate/aspartate 

ANT : Transporteur de nucléotides 

adényliques 

ADP : Adénosine di phosphate 

ATP : Adénosine tri phosphate 

α-KG : α-ketoglutarate  

Mal : Malate 

OAA : Oxaloacétate 

OGC : Transporteur d’oxoglutarate  

AGC : Transporteur d’aspartate et 

glutamate 

Ndi :  NADH déshydrogénase interne 

Nde : NADH déshydrogénase extrene 

G3PDH : Glycérol-3-phosphate 

déshydrogénase 

DHAP : Dihydroxyacétone phosphate 

G3P : glycérol-3-phosphate 

Cyt c : cytochrome c  

CoQ : Coenzyme Q 

PiC : Transporteur de phosphate 

FMN : Flavine mononucléotide 

ND : NADH déshydrogénase 

SDH : Succinate déshydrogénase 

FAD : Flavine adénine dinucléotide 

TTFA : Thenoylfluoroacetone 

AptnA5 : Apténine A5 

PI : Iodure de Propidium 

MIB : tampon d’isolement sucrose des 

mitochondries 

RB : tampon de respiration 

Rot : Roténone 

LBN-PAGE : Light Blue Native Poly 

Acrylamide Gel 

DAB : Diaminobenzidine 

DHO : Dihydroorotate  

ORO : Orotate 

DHODH : Dihydroorotate 

déshydrogénase 

ETF : Electron-transferring-flavoprotein 

OSCP : Oligomycin sensitivity 

conferring protein 

SC : Supercomplexe 

COX : Cytochrome c oxydase 

KO : Knock-out 

AOX : Oxydase alternative 

Gut2p : Glycérole-3-phosphate 

mitochondriale de levure 

HEK : Cellules humaines embryonnaires 

de rein 

Pin A : Piericidine A 

DMSO : diméthylsulfoxyde 

PBS : Phosphate buffer saline 

KCl : Chlorur de potassium 

HCl : Chlorure d’hydroxyde 

KH2PO4 : Phosphate de potassium 

MgCl2 : Chlorure de magnésium 
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EGTA : Acide Ethylene glycol-bis (β-

aminoethyl ether)-N,N,N′,N′-

tetraacetique 

CCCP : Carbonyl cyanide m-chloro-

phenyl hydrazone 

Malo : Mévalonate 

AA : Antimycine A  

CI : Complexe I 

CII : Complexe II 

BSA : Albumine de sérum de bœuf   

Pyr : Pyruvate 

Glut : Glutamate 

Succ : Succinate 

SDS : DodécylSulfate de Sodium 

TBS : Tris buffer saline 

INT : Iodonitrotetrazolium formazan 

PMS : Phénazine Méthosulfate 

PCA : Acide perchlorique 

PVDF : PolyVinyliDene Fluoride 

DTNB : 5,5’-dithiobis(2-acide 

nitrobenzoic) 

TNB : 5-thio-2-nitro-benzoic acid 

RMN : Résonance magnétique nucléaire 

PGM : Pyruvate-Glutamate-Malate 

CS : Citrate synthase 

PDH : pyruvate déshydrogénase 

GDH : Glutamate déshydrogénase 

IDH : Isocitrate déshydrogénase 

GC : Glutamate carrier
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Etude de la compétition à l’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire :   

Une régulation métabolique plus que structurelle 

Grâce à plusieurs ubiquinones oxydoréductases, de nombreuses voies métaboliques sont sous la dépendance de 

la chaîne respiratoire de mammifère (Béta-oxydation, synthèse des pyrimidines, navette redox, cycle de Krebs). 

Physiologiquement, la chaîne respiratoire dispose d’une multitude de substrats respiratoires pouvant alimenter 

simultanément ces oxydoréductases. Il a été émis l’hypothèse que l’organisation supramoléculaire (appelé 

supercomplexe) du complexe I de la chaîne respiratoire permettrait de favoriser et prioriser le flux d’électron provenant 

de ce complexe par rapport aux autres oxydoréductases. L’objectif de ce travail de thèse a été de déterminer la possible 

incidence fonctionnelle de cette organisation supramoléculaire. En particulier, nous avons développé de nouvelles 

stratégies expérimentales afin de déterminer si cette organisation supramoléculaire pouvait orchestrer 

l’approvisionnement en électron de la chaine respiratoire depuis les différentes ubiquinones oxydoréductases.  La 

première partie de ce travail a caractérisé l’incidence fonctionnelle d’une désorganisation de l’organisation 

supramoléculaire de la chaine respiratoire consécutive à la perte du facteur d’assemblage COX7A2L. Cette étude a 

démontré que la perte des supercomplexes III2-IV de la chaîne respiratoire n’était associé à aucun défaut bioénergétique 

majeur affectant la respiration associée à l’oxydation du NADH ou du succinate. La seconde partie de ce travail de thèse 

a mis en évidence que les chaines respiratoires des mitochondries hépatiques et cardiaques privilégient l’oxydation du 

succinate au détriment du NADH. Cette observation démontre que l’organisation supramoléculaire du complexe I avec 

les autres constituants de la chaine respiratoire ne permet pas de favoriser l’oxydation du NADH. Notre travail a surtout 

permis de montrer que l’inhibition directe du complex II par l’oxaloacetate intramitochondrial pouvait être un 

mécanisme extrêmement réactif permettant de réorienter les flux métaboliques intramitochondriaux et d’orchestrer 

l’activité des complexe I et II de la chaine respiratoire afin de privilégier la réoxydation du NADH. 
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Study of the mechanism of electron donor competition in the respiratory chain: A 

metabolic regulation more than structural 
The mammalian respiratory chain has several ubiquinone oxidoreductases which place numerous metabolic 

pathways under the control of its activity (beta-oxidation, synthesis of pyrimidines, redox shuttle, Krebs cycle). 

Physiologically, the respiratory chain has a multitude of respiratory substrates that can simultaneously supply these 

oxidoreductases. It has been hypothesized that the supramolecular organization (called supercomplex) of complex I of 

the respiratory chain would promote and prioritize the flow of electrons from this complex over other oxidoreductases. 

The objective of this thesis work was to determine the possible functional impact of this supramolecular organization. 

In particular, we have developed new experimental strategies to determine whether this supramolecular organization 

could orchestrate the supply of electrons to the respiratory chain from the various ubiquinone oxidoreductases. The 

first part of this work characterized the functional consequences of a disorganization of the supramolecular organization 

of the respiratory chain following the loss of the assembly factor COX7A2L. This study demonstrated that the loss of 

the III2-IV supercomplexes of the respiratory chain was not associated with any major bioenergetic defect affecting 

respiration associated with the oxidation of NADH or succinate. The second part of this thesis work showed that the 

respiratory chains of the hepatic and cardiac mitochondria favor the oxidation of succinate against NADH. This 

observation demonstrates that the supramolecular organization of complex I with the other constituents of the respiratory 

chain does not promote the oxidation of NADH. Our work has above all made it possible to show that the direct 

inhibition of complex II by intramitochondrial oxaloacetate could be an extremely powerful mechanism making it 

possible to reorient intramitochondrial metabolic flows and to orchestrate the activity of complexes I and II of the 

respiratory chain in order to favor the oxidation of NADH. 
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