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Titre : Régulation fonctionnelle de la connexine 43 cardiaque par l’ancrage de la PKA dans l’infarctus du 

myocarde 

Mots clés : Cardiomyocytes, Cx43, PKA, AKAP, infarctus du myocarde, ezrine 

Résumé : La stimulation des récepteurs beta-

adrenergiques (-ARs) par les catécholamines active la 

voie de signalisation AMPc-Protéine kinase A (PKA) et 

est responsable de l’effet dromotrope positif, i.e. 

l’accélération de la vitesse de propagation du potentiel 

d’action (PA). La propagation du PA est médiée par les 

jonctions communicantes (JC) localisées aux disques 

intercalaires (DI) des cardiomyocytes, qui sont 

composées de connexine 43 (Cx43). Ces structures 

assurent la conduction anisotrope du PA et ainsi la 

contraction synchrone et homogène du cœur. Des 

altérations de l’expression et/ou de la localisation de 

la Cx43 cardiaque sont connues pour affecter la 

propagation du PA et favoriser la survenue des 

arythmies ventriculaires après un infarctus du 

myocarde (IDM). L’IDM est un problème de santé 

publique majeur qui se caractérise par une lésion 

ischémique provoquant la mort irréversible des 

cardiomyocytes et une altération de la fonction 

cardiaque. Il est connu dans la littérature qu’après un 

IDM, les -ARs sont activés de manière chronique pour 

maintenir la fonction cardiaque. 

Considérant le rôle clé des JC et de la signalisation des 

-ARs dans la propagation du PA, nous avons étudié 

la régulation spatiale et temporelle de la Cx43 

cardiaque par la PKA en condition physiologique et 

lors d’un IDM. 

Des expériences dans lesquelles la PKA a été 

spécifiquement inhibée ou déplacée de son ancrage 

aux AKAPs (Protéines d’Ancrage à la PKA) par des 

peptides nous ont permis de mettre en évidence 

qu’une PKA ancrée assure la phosphorylation 

constitutive de la Cx43 et régule la communication 

intercellulaire des JC (CIJG) dans des cardiomyocytes 

ventriculaires. Des approches d’imagerie confocale à 

haute résolution et de biochimie nous ont permis 

d’identifier pour la première fois dans les 

cardiomyocytes la présence d’un macrocomplexe 

protéique composé de la Cx43, de l’AKAP : ezrine et 

de la PKA. Enfin, nous avons observé dans un modèle 

d’IDM aigu chez le rat ayant subi une ligature 

permanente pendant 7 jours de l’artère coronaire 

descendante gauche, une diminution de la proximité 

entre l’ezrine et la Cx43 aux DI associée à une 

diminution de phosphorylation de la Cx43 et une 

susceptibilité accrue aux arythmies. 

Ainsi, nous avons montré pour la première fois dans 

le cœur que la phosphorylation de la Cx43 et la CIJC 

sont régulées par une PKA ancrée. De manière 

intéressante, un complexe Cx43-ezrine-PKA exprimé 

aux DI en condition physiologique est interrompu 

dans l’IDM ce qui pourrait expliquer la diminution de 

phosphorylation de la Cx43, la dérégulation de la 

CIJG et la survenue des arythmies ventriculaires. 

 



 

 

 

 

 

Title : Cx43 functional regulation by anchored-PKA in myocardial infarction 

Keywords : Cardiomyocytes, Cx43, PKA, AKAP, myocardial infarction, ezrin 

 

Abstract : Catecholamines’ stimulation of beta- 

adrenergic receptors (-ARs) activates cAMP-Protein 

Kinase A (PKA) signaling pathway leading to 

dromotropic positive effect, i.e., increase in action 

potential (AP) conduction velocity. AP is spread by 

gap junction (GJ) localized at cardiomyocytes 

intercalated discs (ID) which are composed by 

connexin 43 (Cx43). They ensure anisotropic AP 

conduction and thereby synchronous and 

homogenous heart contraction. Cardiac Cx43 altered 

expression and/or localization are known to affect AP 

conduction and favors ventricular arrhythmias after 

myocardial infarction (MI). MI is a major public health 

problem characterized by an ischemic lesion leading 

to irreversible cardiomyocytes’ death. Regarding the 

cause, -ARs are chronically activated to maintain 

cardiac function after MI.  

Considering the key role of GJ and -ARs signaling in 

AP conduction, we investigated Cx43 spatio-

temporal regulation by PKA in physiological and 

pathophysiological (MI) conditions. 

 

Experiments in which PKA was specifically inhibited 

or displaced from its anchoring to A Kinase 

Anchoring Proteins (AKAPs) with peptides showed 

an anchored-PKA phosphorylates Cx43 and 

regulates gap junction intercellular coupling (GJIC) 

in ventricular cardiomyocytes. High resolution 

microscopy and biochemical approaches allowed 

us to identify for the time in cardiomyocytes a 

proteic macrocomplex composed of Cx43, the 

AKAP: ezrin and PKA. Finally, we observed in an 

acute MI model of LAD during 7 days   a decreased 

proximity between Cx43 and ezrin at ID associated 

with a decreased Cx43 phosphorylation and an 

increased susceptibility to ventricular arrhythmias. 

We identified for the first in heart Cx43 and GJIC 

regulated by an anchored-PKA.  Interestingly, a 

Cx43-ezrin-PKA complex localized at ID is 

disrupted after MI which could partially explain 

could explain the decrease in Cx43 

phosphorylation, GJ uncoupling and ventricular 

arrhythmias.  
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I. PHYSIOLOGIE CARDIAQUE 

A. Généralités 

1. La fonction cardiaque 

a. La circulation sanguine 

Le cœur est un organe vital qui en se contractant de manière régulière et homogène assure la 

fonction de pompe de l’organisme. Ainsi, il permet par l’intermédiaire de la circulation sanguine 

l’apport en O2 et nutriments à tous les organes et l’élimination des déchets métaboliques et du 

CO2. Le cœur est composé de 4 cavités, 2 oreillettes et 2 ventricules (droits et gauches), au centre 

de deux circuits vasculaires séparés. La circulation pulmonaire (petite circulation), forme un circuit 

fermé entre le cœur et les poumons et la circulation systémique (grande circulation), forme un autre 

circuit fermé entre le cœur et le reste des organes. La circulation systémique assure la distribution 

du sang riche en O2 et nutriments aux organes périphériques via les vaisseaux systémiques (ayant 

pour origine l’aorte dans le ventricule gauche) et la collecte des déchets métaboliques et du CO2 

via les veines systémiques (ayant pour terminaison les veines caves dans l’oreillette droite). La 

circulation pulmonaire assure l’élimination du CO2 et la réoxygénation du sang au niveau des 

poumons. Le sang appauvri en nutriments est acheminé vers les poumons par les artères 

pulmonaires depuis le ventricule droit et le sang réoxygéné est réinjecté dans la circulation 

systémique par l’intermédiaire des veines pulmonaires dans l’oreillette gauche (Fig. 1). 
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Figure 1 Circulation sanguine  

La circulation systémique ou grande circulation assure l’oxygénation des organes. Le sang riche en oxygène 

représenté en orange est éjecté dans la circulation systémique par l’aorte depuis le ventricule gauche vers les 

oranges périphériques. Les organes périphériques captent l’oxygène et relarguent du CO2 dans la circulation 

sanguine. Le sang riche en CO2 représenté en violet est redirigé dans l’oreillette droite par les veines caves, propulsé 

dans le ventricule et éjecté dans la circulation pulmonaire ou petite circulation pour être réoxygéné. Les poumons 

réoxygènent le sang et le déchargent le sang du CO2 avant qu’il ne soit redirigé vers l’oreillette gauche par les veines 

pulmonaires et réinjecté dans la circulation systémique. 

Illustration de https://www.nagwa.com. 
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b. L’automatisme cardiaque 

La contraction autonome du cœur est initiée par les cellules cardionectrices du nœud sinusal (SAN), 

localisé dans l’oreillette droite. Elles assurent le rôle de « pacemaker » en générant de façon 

spontanée un potentiel d’action (PA). Les PA correspondent à un ensemble de mouvements 

ioniques, principalement de sodium (Na+), potassium (K+) et calcium (Ca2+) de part et d’autre du 

sarcolemme. Ces mouvements diffèrent en fonction de la localisation des cardiomyocytes dans le 

cœur donnant naissance à des profils de PA différents (Fig.2). Les PA du SAN sont constitués d’un 

influx intracellulaire de Ca2+ pour la phase de dépolarisation puis d’un efflux de K+ pour la phase 

de repolarisation et enfin d’un « funny current  » If (un courant entrant d’ions Na+ et K+) pour la 

phase d’hyperpolarisation. Les PA ventriculaires sont constitués d’un influx intracellulaire de Na+ 

pour la phase de dépolarisation, suivi d’un influx de Ca2+ qui constitue un plateau, et enfin efflux 

de K+ pour les phases de repolarisation et d’hyperpolarisation (Fig. 2). L’origine de l’automatisme 

cardiaque reste débattue et pourrait dépendre de deux horloges internes, l’horloge électrique 

membranaire et/ou l’horloge calcique intracellulaire, respectivement responsables d’une activation 

du courant If et d’une augmentation de la concentration intracellulaire de Ca2+
 par une fuite calcique 

spontanée du réticulum sarcoplasmique (RS)  [1]. 

Le PA se propage ensuite dans les oreillettes, vers le nœud auriculo-ventriculaire (NAV), puis le long 

du faisceau de His et des fibres de Purkinje avant d’atteindre les cardiomyocytes ventriculaires (Fig. 

2). La propagation du PA dans le muscle cardiaque est anisotrope, (i.e., que la conduction électrique 

dans les cardiomyocytes est unidirectionnelle longitudinale). Des canaux jonctionnels appelés 

jonctions GAP (JG) ou jonctions communicantes sont localisés au niveau des disques intercalaires 

(DI), qui correspondent aux extrémités des cardiomyocytes et assurent la propagation anisotrope 

du PA. Cette conduction longitudinale du PA de cardiomyocytes à cardiomyocytes participe ainsi à 

la synchronisation de la contraction cardiaque (voir chapitre II). 
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Figure 2 Propagation du potentiel d’action cardiaque 

Le potentiel d’action cardiaque est généré au niveau du nœud sinusal dans l’oreillette droite. Il se propage ensuite 

dans l’oreillette, le nœud auriculo-ventriculaire, le faisceau et les branches de His, avant de rejoindre les fibres de 

Purkinje et les cardiomyocytes ventriculaires. La propagation du PA est représentée sur un tracé ECG par les ondes 

P-QRS-T avec l’onde P représentant la dépolarisation des oreillettes, le complexe QRS la dépolarisation des 

ventricules et l’onde T la repolarisation des ventricules (panel gauche). Les PA cardiaques sont constitués d’un 

ensemble de mouvement ioniques de Na+, Ca2+, et K+ de part et d’autre de la membrane plasmique. Les courants 

ioniques constituants les PA sino-atriaux, atriaux et ventriculaires sont représentés dans le panel de droite.  
Adapté de Lane et Tinker, Front Physiol., 2017 [2] 

 

B. Le couplage excitation-contraction 

La traduction du PA en contraction cellulaire constitue le couplage excitation-contraction (CEC) qui 

fait intervenir au niveau des cardiomyocytes une signalisation calcique hautement régulée dans 

l’espace et dans le temps [3]. 

 

1. Un couplage déterminé par une organisation structurale 

du cardiomyocyte 

L’activation de la signalisation calcique lors du CEC met en jeu différents canaux localisés au niveau 

de la membrane plasmique et des citernes terminales du RS. L’architecture membranaire des 

cardiomyocytes facilite notamment la communication entre ces canaux. Ainsi, les cardiomyocytes 

ventriculaires présentent des tubules T qui sont des invaginations régulières du sarcolemme faisant 

face au RS. L’association d’un tubule T et d’une citerne terminale constitue une diade, qui est une 

unité essentielle pour la signalisation calcique (Fig. 3) [4].
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2.  « Calcium-induced calcium-release » 

Au niveau des cardiomyocytes, la dépolarisation induite par l’activation des canaux Nav1.5 permet 

l’activation des canaux calciques voltage dépendants de type L (LTCCs) localisés au niveau des 

tubules T et provoque ainsi un influx de Ca2+ au niveau de la diade. Cette accumulation locale de 

calcium induite par l’ouverture des LTCCs déclenche l’ouverture des récepteurs à la ryanodine (RyR) 

localisés en surface de la citerne terminale qui libèrent alors le Ca2+ contenu dans le RS. Ce 

mécanisme constitue le CICR (« calcium-induced calcium-release »), processus clef de la contraction 

cardiaque et permet une accumulation massive de Ca2+ dans le cytosol (de 100 nM à 1µM) (Fig. 3) 

[5],[6],[7]. 

 

Figure 3 Calcium-induced calcium-release (CICR) 

A. La diade est constituée d’un tubule T, une invagination du sarcolemme, et de la partie proximale du réticulum 

sarcoplasmique (RS) en regard de ce tubule. B. Le passage du PA au niveau de la membrane déclenche l’ouverture 

du canal calcique de type L (LTCC) et un influx calcique en regard du canal RyR2. Ce calcium active RyR2 qui relargue 

le Ca2+ du RS. Cela engendre une accumulation massive de Ca2+ cytosolique permettant la contraction du sarcomère. 
Adapté de Boland et al., Biosci Rep., 2021 [8] 
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3. Contraction de la cellule cardiaque 

a. La machinerie contractile cardiaque 

Le sarcomère est l’unité structurale de la contraction cardiaque. Il est essentiellement constitué d’un 

enchevêtrement de filaments fins d’actine et épais de myosine maintenus par des filaments 

élastiques de titine. Cet enchevêtrement se repère en microscopie par l’alternance de bandes 

sombres anisotropes (A) principalement composées de myosine et de bandes claires isotropes (I) 

principalement composées d’actine ce qui procure un aspect strié aux cardiomyocytes. Les 

filaments de myosine possèdent à leur extrémité une tête globulaire capable d’interagir avec les 

filaments fins d’actine créant ainsi un pont actine-myosine indispensable au raccourcissement du 

sarcomère et à la contraction (voir section I.B.3.b. ci-dessous) [9]. La force et la durée de la 

contraction des cardiomyocytes dépendent du raccourcissement des sarcomères (amplitude et 

vitesse) et sont modulées par des protéines régulatrices qui s’associent aux filaments épais et fins 

du sarcomère.  

Parmi elles, on retrouve cMyBP-C (cardiac Myosine Binding Protein-C) qui est associée aux filaments 

épais. De plus la tropomyosine (Tm) et les troponines (C (TnC), I (TnI) et T (TnT)) sont associées aux 

filaments d’actine. En condition de relaxation, cMyBP-C, la TnT liée à la Tm et la TnI sont asscoiées 

aux filaments dans une configuration qui empêche la formation de ponts actine-myosine (Fig. 4) 

[10]. 

b. Le raccourcissement du sarcomère 

Le mécanisme de CICR décrit précédemment constitue une accumulation massive de Ca2+ dans le 

cytoplasme des cardiomyocytes. Le Ca2+ se fixe sur la TnC associée aux filaments fins ce qui 

engendre un changement de conformation des troponines. Ainsi, l’affinité de la TnI pour l’actine 

diminue ce qui libère les sites de fixation de la myosine sur l’actine. Le complexe TnT-Tm se déplace 

ce qui favorise le maintien des ponts actine-myosine. Une fois ces ponts formés, les filament de 

myosine sont capable de glisser le long des filament d'actine en consommant de l’ATP ce qui 

raccourcit la longueur du sarcomere et provoque la contraction du muscle cardiaque (Fig. 4) [10]. 

La diminution de la longueur du sarcomère met les fibres de titine sous tension, et génère une force 

qui jouera un rôle au moment de la relaxation décrite ci-dessous. 
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Figure 4 Le sarcomère cardiaque  

En position de relaxation, la protéine MyBP-C associée aux filaments de myosines et les tropomyosine (Tm),  

troponineT (TnT), C (TnC), et I (TnI) associées aux filaments fins s’opposent à la formation de pont actine-myosine 

et à la contraction (représenté à gauche). Lorsque que le Ca2+ intracellulaire augmente, il se fixe sur la TnC ce qui 

déplace la TnI et libère les sites de fixation de l’actine sur la myosine. Les ponts actine-myosine se forment et les 

TnT-Tm subissent un changement de conformation qui ne s’oppose plus à la liaison de la myosine à l’actine. Les 

têtes de myosine se déplacent le long des filaments d’actine entraînant un raccourcissement du sarcomère et la 

contraction (représenté à droite). 
Adapté de Kamisago et al., N Engl J Med., 2000 [11] 

 

4. Relaxation de la cellule cardiaque 

La relaxation du muscle cardiaque est médiée par l’efflux du calcium cytosolique accumulé lors de 

la phase de contraction. Cette étape est sous le contrôle de la pompe sarco/ensoplamic reticulum 

Ca2+ ATPase 2 (SERCA2), de  l’échangeur sodium/calcium exchanger 1 (NCX1) et du calcium 

uniporter protein mitochondrial (MCU) [12],[3],[13]. 

SERCA2 pompe le Ca2+ présent dans le cytosol dans la lumière du RS et reconstitue les stocks 

calciques intracellulaires. En absence de stimulation sympathique, SERCA2 est régulée par le 

phospholamban (PLB) qui en se fixant sur la pompe maintient une inhibition basale de son activité. 

Dans le cadre d’une adaptation de la fonction cardiaque au stress, cette inhibition est levée par des 

phosphorylations afin d’accélérer la vitesse de relaxation (cf section I.D.3.a.ii) [14]. L’échangeur 

membranaire NCX1, activé par la forte concentration intracellulaire de calcium permet le transport 

de 2 molécules de Ca2+ vers le milieu extracellulaire contre l’entrée de 3 molécules de Na+. L’activité 
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de l’uniport mitochondrial pour le rétablissement des concentrations calciques intracellulaires est 

faible au regard de l’activité de SERCA2 et NCX1. Au niveau de l’appareil contractile, la diminution 

rapide du Ca2+ intracellulaire entraîne la libération des TnC, la dissociation progressive des ponts 

actine-myosine, le retour à la conformation de repos des TnI, TnT et Tm  et le relâchement de la 

tension au niveau des fibres de titine ce qui permet la relaxation du sarcomère [15]. 

C. Régulation de la fonction cardiaque 

La contraction spontanée du myocarde est indépendante de tout contrôle nerveux volontaire (voir 

I.A.1.b). Cependant, la fonction cardiaque est modulée par des systèmes neuro-hormonaux afin de 

s’adapter aux conditions imposées à l’organisme telles que le repos, le stress, l’effort physique. 

Ainsi, la fréquence cardiaque (chronotropisme), la force de contraction (inotropisme), la vitesse de 

relaxation (lusitropisme) et la vitesse de conduction du PA (dromotropisme) peuvent être 

augmentées (effet positif) ou diminuées (effet négatif), principalement sous l’effet du système 

nerveux sympathique (SNS) ou parasympathique (SNP) (section I.C.1 et 2 et section I.D.3.a.ii). 

La modulation de l’activité cardiaque par le système nerveux autonome est sous le contrôle de 

barorécepteurs et de chémorécepteurs sensibles aux variations de la pression sanguine, du pH, des 

concentrations d’O2 et de CO2 dans le sang, mais également à l’étirement des vaisseaux (section 

I.C.1 et 2 ci-dessous) [16]. 

1. Régulation sympathique 

Les barorécepteurs (veines caves et pulmonaires), les récepteurs atriaux, les chémorécepteurs 

(carotidiens et aortiques) activent le SNS en réponse à une diminution de la pression sanguine, à 

un étirement de l’oreillette, à une hypovolémie (diminution de la [O2]i, du pH, et augmentation de 

[CO2]i). 

Le SNS libère des catécholamines (i.e., adrénaline et noradrénaline) capables de se fixer aux 

récepteurs bêta-adrénergiques (-ARs), qui sont des récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) 

présents à la surface des cardiomyocytes. La fixation des catécholamines aux -ARs entraine 

l’activation de la voie de signalisation de l’AMPc (3’5’ adénosine monophosphate cyclique) (voir 

section I.D.) (Fig. 5). Ce mécanisme constitue un élément clef de la régulation de la fonction 

cardiaque et caractérise notamment la réponse « fight or flight » [17]. 
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2. Régulation parasympathique 

La détection d’une augmentation de la pression sanguine par les barorécepteurs de la crosse 

aortique et des sinus carotidiens active le SNP. L’activation du SNP permet la libération 

d’acétylcholine (ACh) qui inhibe la voie de signalisation de l’AMPc en se fixant aux récepteurs 

muscariniques M2 (Fig. 5). Les récepteurs muscariniques M2 sont également des RCPG localisés en 

surface de la membrane plasmique des cardiomyocytes [19].  

3. Autres régulations 

Il existe d’autres systèmes de régulation de la fonction cardiaque qui fonctionnent 

indépendamment ou de manière coordonnée avec le SNS et le SNP. En cas de diminution de la 

pression sanguine, le système rénine-angiotensine-aldostérone (SRAA) est activé en parallèle du 

SNS. Ainsi, le rein libère la rénine qui dans le système vasculaire clive l’angiotensinogène sécrétée 

par le foie en angiotensine I (AgI). L’AgI est ensuite convertie en angiotensine II (AgII) par l’enzyme 

de conversion (EC) et stimule la libération d’aldostérone par les glandes surrénales. L’aldostérone 

favorise la rétention hydro-sodée et participe au rétablissement de la volémie (Fig. 5) [18].  

De plus, d’autres hormones sont capables de moduler la fonction cardiaque en se fixant à des RCPG 

présents à la surface des cardiomyocytes. Ainsi, les prostaglandines (PGEs) modulent la fonction 

cardiaque en se fixant aux récepteurs EP2 et EP4. Les EP2 activent la voie de l’AMPc tandis que les 

EP4 l’inhibent. Malgré la multitude de RCPG pouvant moduler la voie AMPc, les effets observés sont 

propres à chaque récepteur. Cette spécificité est liée à une compartimentation intracellulaire stricte 

des différents effecteurs et modulateurs de la voie de signalisation AMPc [19].  
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Figure 5 Régulation neurohormonale de la fonction cardiaque 

Le système nerveux sympathique libère les catécholamines adrénaline et noradrénaline qui induisent les effets 

inotrope, lusitrope, et chronotrope positifs. Inversement, le système nerveux parasympathique libère de 

l’acétylcholine qui induit les effets inotrope, lusitrope et chronotrope négatifs. Le système rénine angiotensine 

aldostérone induit une augmentation de la pression artérielle cardiaque. 

 

D. La voie de signalisation AMPc cardiaque 

1. Les récepteurs couplés aux protéines G 

a. Structure et fonction 

Les RCPG sur lesquels se fixent les neurotransmetteurs sympathiques et parasympathiques 

appartiennent à une famille de récepteurs à 7 domaines transmembranaires couplés à des petites 

protéines G. Les protéines G sont composées de 3 sous-unités, G, G et G En l’absence de 

stimulation, du GDP est fixé à la sous- unité G et inhibe le complexe G.   
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La fixation d’un agoniste sur le RCPG entraîne un changement de conformation du complexe 

permettant l’échange du GDP par du GTP sur la G. Cette fixation dissocie la G des sous unités 

G ce qui l’active et permet alors de moduler l’activité des adénylyl cyclases (ACs). Les RCPG 

peuvent être couplés à des protéines Gs, stimulatrices ou Gi, inhibitrices des ACs mais également 

à des protéines Gq qui activent les phospholipases C [19].  

b. Les récepteurs bêta-adrénergiques cardiaques 

Les catécholamines se fixent aux -ARs cardiaques. Dans le cœur, 3 isoformes de -ARs ont été 

décrites : le 1-AR (représentant environ 80% des -ARs), le 2-AR (moins de 20%) et le -AR. 

Alors que le -AR est présent sur l’ensemble de la membrane plasmique, l’expression du 2-AR 

est restreinte aux tubules T. La stimulation des -ARs module la concentration intracellulaire 

d’AMPc par l’action des petites protéines Gs et Gi. Le 1-AR, exclusivement couplé à des 

protéines Gs, favorise la production intracellulaire d’AMPc en activant les ACs tandis que les 2-

AR et 3-AR ont été décrits pour être associés soit avec des protéines Gs soit Gi qui seront en 

mesure de moduler positivement ou négativement les niveaux intracellulaires d’AMPc. 

2. Les adénylyl cyclases 

a. Structure et fonction  

Les ACs sont des protéines composées de deux domaines hydrophobes TM1 et TM2 qui sont eux-

mêmes constitués de six domaines transmembranaires. Les domaines TM1 et TM2 sont reliés par 

une boucle cytosolique C1 qui en s’associant avec la boucle C2 forme le site catalytique des ACs. Il 

existe 10 isoformes d’ACs dont 9 sont membranaires (AC1-9) et une soluble (sAC). La sAC ne 

présente pas les domaines TM1 et TM2 et n’est pas activée par les protéines G mais par le Ca2+ ou 

le bicarbonate intracellulaire. 

Les ACs sont des enzymes qui catalysent la production d’AMPc à partir d’ATP (adénosine 

triphosphate) [20]. Elles sont activées par un changement de conformation induit par la fixation des 

protéines Gs au niveau du domaine C2. A l’inverse, elles peuvent être inhibées par la fixation de 

Gi sur ce même domaine. 
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b. Les adénylyl cyclases cardiaques 

Toutes les isoformes d’ACs ont été décrites comme exprimées dans le cœur. En revanche, 

l’expression de l’AC8 cardiaque reste controversée [19]. Les AC5 et 6 sont les plus abondantes dans 

le cœur [21]. L’AC5 est strictement localisée au niveau des tubules T, ce qui lui permet d’être activée 

par les -AR et -AR. L’AC6 est distribuée sur l’ensemble de la membrane plasmique et est 

préférentiellement activée par le -AR [22]. 

3. Les effecteurs cardiaques 

L’AMPc produit par les ACs permet l’activation d’effecteurs tels que la protéine kinase A (PKA), la 

protéine « cAMP dependant Exchange Protein » (Epac), les canaux contrôlés par les nucléotides 

cycliques (CNGC), et la « Popeye Domain Containing Protein » (POPDC). 

a. Protéine kinase A 

La PKA est l’effecteur principal de la voie AMPc. La voie de signalisation AMPc-PKA cardiaque est 

impliquée dans la régulation sympathique de la fonction cardiaque, notamment en induisant les 

effets chronotrope, inotrope, lusitrope et dromotrope positifs. 

i. Structure et activation 

La PKA est une holoenzyme tétramérique constituée de 2 sous-unités catalytiques (C) et 2 sous-

unités régulatrices (R). Les sous-unités R maintiennent inactivées les sous unités C. Les sous-unités 

R possèdent chacune deux domaines CNB (Cyclic nucleotide binding), CNB-A et CNB-B de liaison 

à l’AMPc. Chez les eucaryotes, il n’existe qu’une sous-unité C et deux sous-unités R chacune 

présentes sous différentes isoformes (PKAC, C, C RI, RI, RII, RII et PRKX). Les sous-unités R 

confèrent à la PKA des propriétés biochimiques particulières (e.g., la PKARI est plus affine pour 

l’AMPc que la PKARII). Les isoformes C, C RI et RII sont exprimées dans le cœur (avec C >> 

C et RI = RII chez l’Homme) [23].  

La fixation coopérative de deux molécules d’AMPc sur les domaines CNB-B puis CNB-A de chaque 

sous-unités R induit un changement de conformation de l’holoenzyme responsable de la 

dissociation et de l’activation des sous-unités C [24],[25]. Ce mode de dissociation/activation a 

longtemps été considéré comme un dogme. Cependant, une étude récente a montré que dans des 

conditions physiologiques, l’holoenzyme demeure intacte et que la sous-unité C est capable de 
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phosphoryler ses substrats en étant associée à la sous-unité R dans un nano compartiment restreint 

de 150 à 250 Å [26]. La sous-unité C est une serine/thréonine kinase qui phosphoryle un grand 

nombre de protéines clés du CEC (voir section I.D.3.a). Ce processus est réversible par l’action de 

protéines phosphatases (PPs) (voir section I.D.4.c). Les séquences consensus de phosphorylation 

des protéines cibles par la sous-unité C de la PKA sont Arg-Arg-X-Ser/Thr; Arg-Lys-X-Ser/Thr; Lys-

Arg-X-Ser/Thr; ou Lys-Lys-X-Ser/Thr (avec X représentant un résidu hydrophobe) [27].  

La PKA de type I (RI) est majoritairement localisée dans le cytosol, alors que la PKA de type II (RII) 

est associée à des structures cellulaires et organelles [28],[29]. Pour contrôler la spécificité d’une 

réponse et les phosphorylations induites par la sous-unité C, la PKA est étroitement 

compartimentée dans la cellule. Pour cela, la PKA peut être ancrée à des protéines particulières 

appelées AKAPs (A Kinase Anchoring Proteins) qui vont donner une localisation spécifique à la PKA 

dans la cellule (e.g., membrane nucléaire, plasmique et mitochondriale) et ainsi lui conférer une 

régulation spatiale [30] (voir section I.D.4.a). 

ii. Fonction cardiaque 

➢ Effet chronotrope positif modulé par l’activité de la protéine kinase A 

L’effet chronotrope positif correspond à une augmentation de la fréquence cardiaque. Les cellules 

sinusales sont le siège de cette régulation mais les mécanismes cellulaires sous-jacents ne sont pas 

clairement identifiés. 

Dans le SAN, les canaux HCN4 génèrent le « funny current » If responsable de la fonction 

pacemaker. Une interaction directe entre l’AMPc et ces canaux HCN4 est connue pour déplacer leur 

courbe d’activation vers des voltages plus positifs et favorise leur ouverture [31], [32]. En revanche, 

une autre étude indique que ce décalage d’activation est médié par la phosphorylation des canaux 

HCN4 par la PKA [33]. Qu’il s’agisse d’une modulation directe par l’AMPc ou indirecte par la PKA, 

l’activation des canaux HCN4 augmente la fréquence cardiaque. Cependant, une étude sur des 

souris KO pour HCN4 montre que l’accélération du rythme cardiaque par stimulation des -ARs est 

possible en absence du canal ce qui laisse supposer l’action d’autres acteurs dépendants de 

l’activation des -ARs et de la signalisation AMPc [34].  

L’effet chronotrope positif fait également intervenir des phosphorylations par la PKA des protéines 

responsables de l’homéostasie intracellulaire calcique (i.e., RyR2, PLB) dans les cellules pacemakers. 

L’inhibition de la phosphorylation du PLB par la PKA retarde l’horloge calcique intracellulaire 
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responsable de la génération du PA, diminue la fréquence cardiaque et l’effet chronotrope positif 

[35].  

➢ Effet inotrope positif modulé par l’activité de la protéine kinase A 

L’effet inotrope positif se caractérise par une augmentation de la force de contraction des 

cardiomyocytes. Il est notamment déclenché par la régulation directe ou indirecte des canaux 

impliqués dans le CICR (i.e., LTCCs, et RyR2) par la PKA. Il a longtemps été considéré que la 

phosphorylation des LTCCs par la PKA augmente leur probabilité et durée d’ouverture ainsi que 

l’amplitude du courant calcique ICa,L [36]. Une nouvelle hypothèse montre une régulation indirecte 

du LTCC par la PKA. La PKA phosphorylerait la protéine Rad (un inhibiteur du LTCC ancré au canal 

en absence de stimulation -adrénergique) ce qui dissocierait l’interaction Rad-LTCC et 

augmenterait l’activité du canal calcique [37]. La phosphorylation de RyR2 par la PKA augmente sa 

probabilité d’ouverture mais également sa sensibilité au Ca2+ ce qui facilite la fuite calcique et la 

contraction (Fig. 6) [36]. 

Au niveau des myofilaments, la phosphorylation de cMyBP-C par la PKA entraîne un changement 

de conformation qui accélère la formation des ponts actine-myosine. Ce mécanisme participe aux 

effets inotrope mais également lusitrope positifs [38] (Fig. 6).  

➢ Effet lusitrope positif modulé par l’activité de la protéine kinase A 

L’effet lusitrope positif se caractérise par une accélération de la vitesse de relaxation des 

cardiomyocytes où la PKA joue également un rôle clé. En phosphorylant directement le PLB, la PKA 

permet de lever l’inhibition de PLB sur SERCA2 ce qui accélère la vitesse du repompage calcique du 

cytosol dans le RS [39]. La phosphorylation de la TnI par la PKA participe également à l’effet 

lusitrope positif (Fig.6) [40]. En effet, la phosphorylation de la TnI par la PKA a pour conséquence 

directe de diminuer l’interaction entre les TnI et TnC et de diminuer la sensibilité de la TnC au 

calcium ce qui favorise la relaxation. Le mécanisme cellulaire associé à cette diminution de 

sensibilité calcique demeure cependant à élucider [41]. 

➢ Effet dromotrope positif modulé par l’activité de la protéine kinase A 

Un grand nombre d’études ont démontré le rôle clé de la PKA dans la régulation des effets 

chronotrope, inotrope et lusitrope positifs. Il est également admis que la stimulation des -ARs par 

les catécholamines augmente la vélocité de propagation du PA (effet dromotrope positif). 

Cependant, les mécanismes moléculaires sous-jacents restent méconnus [42]. 
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L’effet dromotrope positif s’observe au niveau atrial, auriculo-ventriculaire et ventriculaires [43]. Cet 

effet pourrait faire intervenir la phosphorylation des canaux sodiques Nav1.5 (INa) et potassiques 

KCNQ1 (IKs) par la PKA provoquant ainsi une augmentation de la vitesse de dépolarisation et une 

diminution de la durée du PA. Cependant, les effets de la phosphorylation des canaux Nav1.5 par la 

PKA demeurent controversés. La phosphorylation des canaux sodiques suite à une stimulation -

adrénergique a été rapportée pour augmenter la conductance du courant INa responsable de la 

phase de dépolarisation du PA ventriculaire tandis que d’ autres études rapportent que la régulation 

du canal serait indépendante de la PKA mais directement médiée par les petites protéines G [44], 

[45], [46]. Enfin, il a été montré un décalage de l’activation vers des potentiels plus négatifs et une 

absence de variation de conductance du canal sodique en cas de stimulation à l’isoprénaline [47]. 

Le complexe AKAP9-PKA permet de phosphoryler les canaux potassiques à rectification entrante 

KCNQ1 (IKs) ce qui accélère la repolarisation tardive et diminue la durée du PA auriculaire [48].  

Il est important de noter que la dromotropie est également déterminée par la résistance 

intercellulaire qui dépend de l’état de la cellule (saine vs pathologique) et de la présence des JG. 

Cet aspect est détaillé dans le chapitre II 

b. Epac 

i. Structure et activation 

Epac est un facteur d’échange du nucléotide guanine (GEF) des petites GTPases Rap1 et Rap2. Epac1 

et Epac2 sont exprimés dans le cœur avec une prédominance de l’isoforme Epac2 à l’âge adulte. 

Comme la PKA, Epac possède dans sa partie N-term des domaines de liaison à l’AMPc (CNB) (1 

domaine CNB pour Epac1 et 2 domaines CNB pour Epac2). La fixation d’AMPc permet un 

changement de conformation d’Epac, ce qui active son active GEF. Les domaines DEP et RA 

respectivement en position N-term et C-term de la protéine permettent l’ancrage d’Epac au niveau 

de la membrane plasmique. Le domaine RA fixe également la petite protéine Ras lié au GDP. Enfin, 

le domaine REM en C-term stabilise le domaine CdC-25HD responsable l’activité GEF d’Epac.. 

ii. Fonction cardiaque 

Epac partage des fonctions redondantes avec la PKA telles que la régulation positive des effets 

inotrope et lusitrope. La protéine kinase calmoduline dépendante II (CamKII) activée par la voie 
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Epac-Rap1-PLC phosphoryle des protéines du CICR LTCC et RyR2. De plus, la PKC activée par la 

voie Epac phosphoryle les protéines régulatrices des myofilaments cMy-BPC et TnI (Fig.6). 

c. Autres effecteurs 

Les canaux CNGCs et les protéines POPDCs sont également des effecteurs connus de l’AMPc qui 

possèdent respectivement un domaine CNB et un domaine ancestral de fixation à l’AMPc 

responsables de la liaison du nucléotide cyclique. Les canaux HCN4 directement activés par l’AMPc 

décrits dans la section « effet chronotrope positif modulé par la protéine kinase A » appartiennent 

à la famille des CNCGs (section I.D.3.a.ii). Les protéines membranaires POPDC, particulièrement 

exprimées dans le système de conduction cardiaque, jouent un rôle important dans la régulation 

du rythme cardiaque. Les souris POPDC KO présentent une fréquence cardiaque basale normale 

mais sont bradycardes en situation de stress [49]. De plus, les patients présentant des mutations de 

la protéines sont sujets à des arythmies [50] . 

 

Figure 6 Régulation sympathique du CEC dans le cardiomycocyte ventriculaire  

La stimulation des -Ars active la protéine Gs qui active les adénylyl cylases (ACs). L’activité des ACs augmente les 

taux intracellulaires d’AMPc. L’AMPc se fixe sur ses effecteurs PKA et Epac et les active. La fixation d’AMPc sur les 

sous-unités régulatrices libère les sous unités catalytiques qui vont phosphoryler leur substrats (Cav1.2 ou LTCC, 

RyR2, PLB, MyBP-C, TnI) et provoquer les effets inotrope et lusitrope positifs. De même Epac active les signalisations 

PKC et CAMKII qui phosphorylent PLB, TnI, MyBP-C et les LTCC et RyR2 respectivement, participant ainsi aux effets 

inotrope et lusitrope positifs. Blue dots represent Ca2+ ions. 
Adapté de Colombe, Pidoux, Cells, 2021 [19] 
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4. Modulation spatio-temporelle de la voie AMPc cardiaque 

a. A Kinase Anchoring Protein 

i. Structure et fonction 

Les AKAPs constituent une grande famille de protéines qui ne présentent aucune homologie de 

séquence entre elles mais sont définies par des caractéristiques communes. Une AKAP doit contenir 

un domaine de fixation pour la PKA (le domaine AKB : A-Kinase Binding Domain) et un unique 

domaine localisant spécifiquement le complexe PKA-AKAP à des structures subcellulaires, 

membranaires ou sur des organelles [51]. Le domaine AKB est une séquence de 14 à 18 acides 

aminés organisés en hélice  avec des résidus hydrophobes sur une face de l’hélice et des acides 

aminés chargés sur l’autre face [51]. 

Bien que les AKAPs contribuent à la spécificité du signal PKA, elles ont également la capacité 

d’interagir avec des protéines d’autres voies de signalisation localisées à proximité des substrats de 

la PKA. Elles forment ainsi des macrocomplexes protéiques impliqués dans le recoupement des 

voies de signalisation. L’insertion de PPs ou de phosphodiesterases (PDEs) assure en plus de la 

régulation spatiale, une régulation temporelle de la signalisation PKA [52], [53]. A ce jour, plusieurs 

types d’AKAPs ont été caractérisés ayant la capacité d’ancrer spécifiquement RI (i.e., SKIP, smAKAP), 

RII ou les deux types de sous-unité R (les AKAPs duals) [51],[54],[55],[56],[57].  

ii. Rôle des AKAPs dans le CEC 

En s’associant à de nombreuses protéines du CEC, les AKAPs fournissent un haut niveau de 

spécificité et de régulation de la voie AMPc-PKA cardiaque. Le complexe AKAP5-AC5/6-PKA permet 

la phosphorylation et l’inhibition des AC5 et 6 par la PKA, ce qui limite dans le temps la production 

des pools d’AMPc et constitue un rétrocontrôle négatif de la signalisation AMPc cardiaque. 

➢ AKAP et inotropie 

Comme décrit précédemment, l’effet inotrope positif résulte de la phosphorylation des protéines 

du CICR (LTCC, RyR). Ce mécanisme fait intervenir différentes AKAPs. L’AKAP5 permet d’ancrer la 

PKA à proximité des -ARs et du LTCC ce qui facilite la phosphorylation rapide et spécifique du 

LTCC par la kinase et contribue à l’effet inotrope positif lors d’une stimulation adrénergique (Fig. 7) 
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[58]. Bien que la localisation de l’AKAP6 soit controversée, elle permet à la PKA ancrée de 

phosphoryler RyR2 et de participer à l’effet inotrope positif (Fig. 7) [36],[59],[60],[36],[61],[62],[63]. 

Ces effets sont étroitement régulés dans le temps grâce à l’ancrage de PDEs aux AKAPs. L’AKAP7 

forme un complexe avec la PDE4B au niveau des tubules T et module dans le temps la concentration 

d’AMPc local et l’activité de la PKA responsable de la phosphorylation du LTCC [64]. L’AKAP7 ancre 

également la PDE4D à proximité du LTCC ce qui permet de réguler les taux d’AMPc à proximité du 

canal et de contrôler dans le temps l’influx de calcium (Fig.7) [65], [64]. La redondance de fonction 

entre les PDE4B et PDE4D met en évidence le rôle indispensable de la régulation temporelle des 

flux calciques dans les cardiomyocytes.  

➢  AKAP et lusitropie 

L’AKAP7 organise le macrocomplexe de signalisation AKAP7-PKA-PLB-SERCA2-PP1-PDE3A1qui 

joue un rôle déterminant dans la régulation de l’effet lusitrope positif.  

Ce complexe permet à la PKA ancrée de phosphoryler PLB sur la Ser16 ce qui favorise la relaxation 

cardiaque (cf section I.B.4). Afin de maintenir la phosphorylation du PLB, la PKA phosphoryle la 

Thr35 de la PP1 et inhibe son activité [66]. Cet effet est régulé dans le temps par la phosphorylation 

de la PDE3A1 par la PKA qui favorise l’intégration de la PDE dans le signalosome et diminue le taux 

basal d’AMPc à proximité de SERCA et PLB (Fig. 7) [67]. 

b. Phosphodiestérases des nucléotides cycliques 

Les PDEs sont des enzymes appartenant à un grande famille de protéines responsables de 

l’hydrolyse des liaisons phosphodiesters dont les plus connues sont les PDEs des nucléotides 

cycliques qui clivent les nucléotides cycliques (NMPc : AMPc et GMPc) et forment des 5’NMP 

(5’AMP, 5’GMP) [68],[69]. Les PDEs sont identifiées en fonction de leur famille d’appartenance 

(PDE1-11) suivie d’une lettre identifiant le gène codant (e.g., PDE1A) et enfin d’un chiffre indiquant 

le variant d’épissage (e.g., PDE1A1). Les PDEs 5, 6 et 9 hydrolysent exclusivement le GMPc ; alors 

que les PDEs 4, 7 et 8 sont spécifiques de l’hydrolyse de l’AMPc. En revanche, les PDEs 1, 2, 3, 10, 

11 sont capables d’exercer leur activité sur les deux types de nucléotides cycliques. A l’exception 

des PDE6, 7 et 11, toutes les autres familles de PDEs sont exprimées dans le cœur [19],[70]. Chaque 

PDE est définie par des propriétés biochimiques et physicochimiques qui lui sont propres (e.g., Vmax, 

Kact). Comme nous l’avons décrit dans la section I.D.4.a.ii, les effets des principales PDE cardiaques, 

i.e., PDE3 et PDE4 sur le CEC consistent en une régulation temporelle des effets inotropes, lusitropes 
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positifs en modulant les taux d’AMPc à proximité des LTCC et RyR par exemple. 

 

Figure 7 Régulation du CEC par les AKAPs cardiaques 

Les AKAPs forment des signalosomes qui régulent la signalisation AMPc dans le temps et l’espace. Dans les tubules 

T, l’AKAP5 forme un complexe avec la PKA et le Cav1.2 ou LTCC et favorise l’effet lusitrope positif tandis que l’AKAP7 

recrute les PDE4 pour réguler dans le temps la quantité d’AMPc et les effets associés. Ce rétrocontrôle des taux 

d’AMPc est également effectué par l’AKAP5 ancrée aux PKA et ACs qui favorise la phosphorylation et l’inhibition 

des ACs. L’AKAP6 en complexe avec la PKA et RyR2 participe à l’effet inotrope positif tandis que l’AKAP7 en recrutant 

la PDE3A à proximité de SERCA2 et en favorisant la phosphorylation du PLB par la PKA participe à l’effet lusitrope 

positif.  
Adapté de Colombe et  Pidoux, Cells, 202, [19] 
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c. Protéines phosphatases 

Les PPs sont les enzymes responsables de la déphosphorylation des protéines [71]. Dans le cœur, 

les Ser/Thr phosphatases PP1, PP2A et PP2B (ou calcineurine) sont exprimées et régulent 

notamment le CEC (e.g., LTCC, RyR, PLB). Les déphosphorylations des substrats des kinases activées 

par la signalisation AMPc régulent dans le temps la réponse sympathique suite à une stimulation 

beta adrénergique. Les fonctions des phosphatases cardiaques ont été détaillées dans la revue de 

Redden et Dodge-Kafka [72]. 

 

 

II. LES JONCTIONS COMMUNICANTES 

A. Généralités 

Les jonctions communicantes (JC) ou jonctions gap (JG) sont des canaux ubiquitaires  qui assemblés 

en plaque jonctionnelle sont responsables de la communication intercellulaire par jonction gap 

(CIJG). Elles permettent la diffusion de petites molécules cytosolubes (< 1,2 kDa) tels que des ions, 

des seconds messagers (e.g., AMPc, GMPc), des métabolites (e.g., NAD, ATP) et la propagation du 

PA [73]. Chez les vertébrés, elles sont constituées d’homo ou hétéro-hexamères de protéines 

transmembranaires appelées connexines (Cx). Les JC interviennent dans de nombreux processus 

cellulaires comme le maintien de l’homéostasie cellulaire, la régulation du cycle cellulaire, mais 

également l’apoptose, l’embryogenèse, la différenciation cellulaire et la contraction du muscle 

cardiaque. 

B. Classification des connexines 

Les Cx sont codées par une famille de gènes très conservés entre les différentes espèces. 21 gènes 

de Cx répartis sur 8 chromosomes ont été identifiés chez l’Homme et 20 chez la souris dont 19 sont 

des orthologues. La localisation tissulaire et la fonction de ces orthologues diffèrent d’une espèce 

à l’autre (Table 1). Les gènes codants pour les Cx sont constitués d’une séquence 5’UTR, un exon 1 

non traduit suivi d’un intron, un exon 2 contenant la séquence codante et une séquence 3’UTR. Des 

exceptions ont été observées concernant cette structure dans la séquence de la Cx32, Cx36 et de 

la Cx45. 
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Les Cx sont organisées en 5 familles : la famille  (ou groupe II), la famille  (ou groupe I), la famille 

 (ou groupe IIIa), la famille  et la famille  selon l’alignement de leur séquence nucléotidique. Ainsi, 

les gènes codants pour les Cx sont nommés selon leur famille d’appartenance (e.g., GJA (Gap 

Junction Alpha) pour la famille  et JGB (Gap Junction Bêta) pour la famille ), suivie d’un chiffre 

(e.g., 1 pour la Cx43 qui a été la première Cx identifiée dans le groupe )  La nomenclature du nom 

des protéines Cx se fait en fonction de leur masse moléculaire précédé du suffixe Cx (e.g., Cx40, 

Cx43). Ainsi, le gène GJA1 code pour la Cx43, dont l’expression est ubiquitaire chez l’Homme [74]. 

 
Table 1 Distribution tissulaire des connexines murines et humaines 

Familles des connexines murines et de leur homologue humaine ainsi que leur distribution tissulaire  
Modifié d’après Laird, Biochem J, 2006 [75] 

C. Structure des jonctions gap 

1. Structure des connexines 

La structure des Cx est extrêmement conservée entre les espèces et les différentes isoformes. Les 

Cx sont des protéines transmembranaires ayant des domaines N et C terminaux cytosoliques, 4 

domaines transmembranaires hydrophobes en hélice alpha (M1-4) qui forment deux boucles 

extracellulaires (EL1, EL2) et une boucle intracellulaire (CL) (Fig. 8) [76]. L’extrémité C-term 

correspond à la partie la plus variable entre les Cx. Ce domaine est le siège de nombreuses 
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régulations post traductionnelles qui impactent la T1/2 des Cx (i.e., synthèse, adressage, ouverture, 

fermeture et recyclage). 

2. Synthèse et adressage des connexons 

a. Formation des connexons 

Les Cx sont synthétisées dans le réticulum endoplasmique (RE) des cellules puis vont s’oligomériser 

par groupe de 6 protéines pour former des hémicanaux ou connexons. Le lieu de l’oligomérisation 

reste encore débattu mais elle pourrait avoir lieu dans le RE, l’appareil de Golgi ou au niveau de 

l’espace intermédiaire entre le RE et le Golgi selon les Cx [77],[78]. Les connexons peuvent être 

homomériques ou hétéromériques s’ils sont composés d’un assemblage de Cx identiques ou 

différentes, respectivement (Fig. 8). 

b. Adressage des connexons à la membrane 

Une fois oligomerisés, les hémicanaux de Cx sont ensuite adressés à la membrane plasmique. Deux 

hypothèses ont été proposées pour décrire le trafic des Cx oligomérisées à la membrane plasmique. 

La première consiste en un trafic libre des Cx encapsulées dans des vésicules vers les membranes 

par l’intermédiaire du réseau de microtubules [79],[80]. La deuxième hypothèse repose sur un trafic 

ciblé des Cx encapsulées dans des vésicules vers des sous domaines membranaires cellulaires 

spécifiques (e.g., les DI pour les cardiomyocytes). Dans cette hypothèse, les hémicanaux assemblés 

sont transportés par les microtubules à la membrane plasmique vers les protéines des jonctions 

serrées (ZO-1) ou adhérentes (cadhérines et caténines) [64],[81],[82]. Le mécanisme moléculaire 

proposé implique la liaison des Cx à la protéine EB1 qui est localisée à l’extrémité positive des 

microtubules. Ensuite,  EB1 s’associe au complexe dynéine-dynactine dont l’activité motrice permet 

l’adressage du complexe Cx43-microtubules aux jonctions serrées [81].  

c. Fonction hémicanal 

Il a été mis en évidence pour la première fois dans un modèle d’oocyte de xénope que les 

hémicanaux présents à la membrane possèdent des capacités de communication avec l’espace 

extracellulaire ce qui indique contre toute attente qu’ils ne demeurent pas inactifs avant leur 

assemblage en JG [83]. Bien que la fonction des hémicanaux en condition physiologique n’ait pas 

été établie dans le cœur, les connexons s’activent en condition physiopathologique (voir chapitre 

III). Il est intéressant de noter que les hémicanaux possèdent la même structure que les pannexines. 
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Les pannexines sont une famille de protéines qui permettent la communication entre le milieu 

extracellulaire et le cytosol des cellules. La pannexine1 est la plus exprimée dans le cœur. Comme 

les hémicanaux, les pannexines sont fermées en condition physiologique et peuvent s’ouvrir en 

condition physiopathologique [84]. 

d. Formation des jonctions gap 

i. Assemblage des connexons de cellules adjacentes 

Une fois à la membrane, les connexons de deux cellules voisines se connectent pour former les JG 

responsables de la CIJG. Ce mécanisme implique les feuillets  des domaines EL1 et EL2 des Cx. 

Lorsque les feuillets  des connexons de deux cellules adjacentes se trouvent face à face, des résidus 

Cys présents dans les domaines EL1 et EL2 forment des ponts disulfures permettant de consolider 

le lien entre les connexons de ces cellules adjacentes [85]. 

ii. Caractérisation des jonctions gap 

Les JG peuvent être de nature homotypique ou hétérotypique en fonction de l’assemblage des 

connexons. Les jonctions homotypiques sont constituées par des connexons de nature similaires. Il 

peut s’agir de JG homomérique-homotypique (e.g., Cx43/Cx43) ou hétéromérique-homotypique 

(e.g., mix de Cx/même mix de Cx). Inversement, les jonctions hétérotypiques sont constituées par 

des connexons de natures différentes. On distingue alors les JG homomérique-hétérotypique (e.g., 

Cx43/Cx40) et hétéromérique-hétérotypique (e.g., mix de Cx/ mix de Cx) (Fig. 8). 

iii.  Plaque jonctionnelle 

L’accumulation de JG fonctionnelles (de 10 à 1000) au niveau de la membrane plasmique s’organise 

sous forme d’un complexe macromoléculaire appelé plaques jonctionnelles. Ces plaques 

jonctionnelles constituent l’unité fonctionnelle responsable de la CIJG. Les JG possèdent des 

propriétés qui leur sont propres en fonction des connexines qui les composent (voir section D3 

pour les JG cardiaques). La grande diversité de Cx et des associations possibles pour la formation 

des JG et des plaques jonctionnelles confèrent à l’organisme un système de CIJG complexe lui 

permettant d’avoir une multitude de possibilités pour s’adapter aux besoins et aux spécificités de 

chaque type cellulaire ou organe. En effet, comme il existe 21 gènes codants pour les Cx et que 

celles-ci peuvent s’associer en jonctions homomérique-homotypique, hétéromérique-

homotypiques, homomérique-hétérotypique, hétéromérique-hétérotypique, et que les plaques 
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peuvent être constituées par des JG diverses, les profils de jonctions peuvent être extrêmement 

variés (Fig. 8). L’internalisation et le recyclage des jonctions gap interviennent suite à des 

modifications post traductionnelles telles que les phosphorylations ou ubiquitinations qui sont 

abordées dans la section II.D.4. 

 

 

Figure 8 Assemblage des connexines en jonction gap  

Les Cx43 et Cx45, comme exemple de membre de la famille des connexines, traversent la membrane 4 fois avec les 

extrémités N-term, C-term, et la boucle cytoplasmique CL intracellulaires. L’arrangement des connexines à la 

membrane crée deux boucles extracellulaires désignées EL-1 et EL-2 (A). Six connexines s’oligomérisent en connexon 

ou hémicanaux qui s’assemblent en arrangement homomérique (une Cx) ou hétéromérique (plusieurs connexines) 

(agrandissement B). Au total, pour un connexon, pas moins de 14 arrangements peuvent être formés lorsque deux 

familles de connexines se mélangent (C). Les jonctions gap formées peuvent être homomérique-homotypique, 

homomérique-hétérotypique, hétéromérique-homotypique, hétéromérique-hétérotypique) (D). Leur association 

dans une plaque jonctionnelle permet d’établir une grande diversité de communication intercellulaire par jontion 

gap (B).  
Modifié d’après Laird, Biochem J, 2006 [75] 
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D. Les jonctions gap cardiaques 

1. Profil d’expression des connexines cardiaques 

Dans le cœur, les JG sont principalement composées de Cx40, Cx43 et Cx45 dont les fonctions sont 

détaillées dans la section suivante. [85]. 

Les Cx45 composent la majorité des JG des cardiomyocytes du SAN et du NAV. Récemment, la 

présence de Cx30.2 a également été rapportée dans ces nœuds [86], [87].  Les JG des 

cardiomyocytes atriaux sont constituées de Cx40 et de Cx43 [86].  Il a toutefois été rapporté que 

les JG de la zone de contact entre SAN et les oreillettes sont constituées de Cx43 [88], [86]. Dans le 

faisceau de His, les Cx40 et Cx45 sont majoritaires tandis que les fibres de Purkinje expriment toutes 

les Cx cardiaques (avec Cx40 > Cx43 > Cx45) [86]. Enfin, les JG des cardiomyocytes ventriculaires 

sont principalement composées de Cx43 (Fig. 9) [86].  

 

 

Figure 9 Distribution des connexines cardiaques 
D’après Severs et al., Cardiovasc Res., 2008 [89] 

 

 

2. Fonction des jonctions gap cardiaques 

L’utilisation de souris knock-out (KO) ou knock-down (KD) pour différentes Cx ont permis de mettre 

en évidence leurs fonctions principales dans le cœur. Ainsi, il a été démontré que les JG cardiaques 

jouent un rôle déterminant dans le développement embryonnaire du cœur mais également dans 

la propagation de l’influx électrique. 
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a. Rôle de la connexine 43 cardiaque 

Les souris KO pour la Cx43 (GJA1 -/-) sont létales en raison d’une absence d’excitabilité et de 

malformations cardiaques. Ainsi, pour élucider plus finement le rôle des Cx43, des modèles de 

souris hétérozygotes (GJA1 +/-) pour la Cx43 cardiaque ont été réalisées et présentent une 

diminution d’expression protéique supérieure à 85%. Ces souris présentent une structure cardiaque 

identique aux souris sauvages (WT) [90]. Alors qu’une diminution de la conductance ventriculaire 

été rapportée dans les études de Thomas et al. et Gutstein et al., conduisant à une mort subite par 

arythmie ; celle de, Morley et al. n’a observé aucune différence de conduction entre les souris WT 

et hétérozygotes [91], [90], [92]. Ces différences pourraient s’expliquer par la disparité des modèles 

utilisés (knock-down total vs cardiaque). 

b.  Rôle de la Cx45 cardiaque 

Comme les souris Cx43 KO, les souris KO pour la Cx45 (GJA7 -/-) sont létales. Cette mortalité 

s’explique par la présence de malformations cardiaques et par l’apparition de blocs de conduction 

provoquant le décès par insuffisance cardiaque [93]. 

Les souris GJA7 +/- présentent un défaut de maturation des vaisseaux dans le placenta et l’embryon 

associé à une dilatation cardiaque. Ces souris meurent au stade embryonnaire [94]. 

c. Rôle des Cx40 cardiaques 

Les souris KO pour la Cx40 (GJA5 -/-) présentent des arythmies et un ralentissement de la conduction 

du PA au niveau des oreillettes et entre l’oreillette et les ventricules [95],[96].  

3. Propriétés des jonctions gap cardiaques 

La répartition et la composition spécifique des JG dans les quatre chambres cardiaques confèrent 

au cœur des propriétés de conduction spécifiques et indispensable pour permettre une contraction 

synchrone et homogène. En effet, la ou les isoformes de Cx exprimée(s) dans les JG vont impacter 

leur conductance, leur sensibilité au voltage et leur sélectivité. Des études d’électrophysiologie par 

patch clamp in vitro, sur des cellules exprimant différents variants de Cx ont permis d’élucider les 

propriétés physico-chimiques des JG homotypiques et hétérotypiques Les JG homotypiques et 

hétérotypiques (qu’elles soient homomériques ou hétéromériques) présentent des propriétés de 

communication qui leur sont propres, ajoutant ainsi un degré supplémentaire de complexité de ces 
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canaux (au vu de la conductance, de la sensibilité au voltage et de la sélectivité). En revanche, la 

présence de JG hétérotypiques dans le cœur n’est pas établie. 

a. Conductance des jonctions gap cardiaques 

La conductance qui correspond à la capacité à diffuser l’électricité est une propriété capitale des JG 

cardiaques. Elle se mesure en siemens (S) et est définie comme l’inverse de la résistance (G = I/U). 

Il est important de distinguer la conductance unitaire d’une JG (j) qui est une propriété intrinsèque 

définie par sa composition en Cx, de la conductance macroscopique d’une plaque jonctionnelle (gj) 

qui dépend du nombre de JG qui la composent (N), de leur j et leur probabilité d’ouverture (P0) 

[ gj = j x N x P0 ].  

Des approches de patch clamp ont permis d’étudier la j des JG exprimées dans le cœur. Les JG 

homotypiques constituées de Cx40 forment des canaux à haute conductance (de 175-210 pS), celles 

constituées uniquement de Cx43 ont une conductance intermédiaire (60-120 pS) et les JG Cx45 une 

faible conductance (30-40 pS) [97],[98]. Les conséquences fonctionnelles découlant de cette 

conductance sont expliquées dans la section II.D.3.c. 

b. Sensibilité au voltage 

Les JG sont des canaux sensibles au voltage. Il a été démontré que les JG homotypiques de Cx45 

présentent une sensibilité au voltage supérieure aux Cx40 et Cx43 [98],[99]. Les conséquences des 

propriétés de conductance et de sensibilité des JG sur la propagation du PA sont détaillées dans la 

section suivante. Cependant, les études de sensibilité au voltage étant effectuées dans des 

conditions non physiologiques (cellules transfectées pour exprimer des connexines ou cellules 

isolées des régulations neurohormonales), il convient de rester prudent quant à la relevance 

physiologique de ces interprétations.  

c. Propagation du potentiel d’action 

La vitesse de conduction cardiaque des JG dépend de la conductance macroscopique des canaux 

et de leur sensibilité au voltage. Les études des propriétés de conductance et de sensibilité au 

voltage des JG cardiaques ont permis  de mieux comprendre les mécanismes de propagation du 

PA.  

Au niveau du SAN et du NAV, les JG composées de Cx45 présentent une très faible conductance, 

une sensibilité élevée au voltage et assurent une propagation lente du PA. Le PA se propage ensuite 
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de façon séquentielle vers les oreillettes qui expriment des JG Cx40 à conductance rapide mais 

moyennement sensibles au voltage et vers les ventricules dont la conduction est rapide et la 

sensibilité au voltage très faible. Ces propriétés physico-chimiques impliquent une conduction 

orthodromique (i.e., la plus rapide possible) du PA. En effet, la vélocité de conduction du PA 

cardiaque dépend des courants ioniques responsables de la genèse des PA (décrits précédemment 

dans la section I.A.1.b), de la résistance cellulaire qui tient compte des caractéristiques 

morphologiques de la cellule (taille et architecture cellulaire) et de la composition des JG. 

Pour conclure, la répartition tissulaire des JG cardiaques permet une propagation anisotrope et 

orthodromique du PA. Cette propagation est respectivement due à la localisation des JG au niveau 

des DI des cardiomyocytes qui favorise une propagation longitudinale du PA et à la répartition des 

JG en fonction de leurs propriétés physico-chimique dans les différentes chambres cardiaques. 

d. Diffusion de petites molécules par les JG cardiaques 

i. Diffusion ionique 

Les JG sont définies comme des canaux non sélectifs qui permettent la diffusion de molécules 

cytosolubles de faible poids moléculaire (< 1,2kDa). En revanche, il existe des différences de 

perméabilité des JG en fonction des charges des molécules diffusibles. Les JG homotypiques Cx40 

favorisent la diffusion des molécules cationiques par rapport aux JG homotypiques Cx43 et Cx45 

qui sont, elles peu sélectives aux cations. En revanche, les différentes Cx ne présentent pas de 

sélectivité spécifique pour un ion donné. Les conséquences physiologiques d’une telle sélectivité 

dans le cœur restent à déterminer. 

ii. Diffusion des seconds messagers  

Les JG sont responsables de la diffusion de seconds messagers tels que l’AMPc, le GMPc, le Ca2+, 

l’IP3, l’ATP. L’AMPc est une molécule soluble de 330 Da qui peut diffuser librement à travers les JG. 

La perméabilité des Cx43 pour l’AMPc est supérieure à celle des Cx40 et Cx45 [100]. Il a été montré 

dans les fibroblastes de rat que la diffusion de l’AMPc par les JG Cx43 induit la phosphorylation de 

facteurs de transcription par la PKA [101]. La diffusion de l’AMPc par les JG pourrait également être 

particulièrement importante pour la régulation de la fonction cardiaque en conditions physio- et 

pathophysiologique dans laquelle la voie de signalisation AMPc joue un rôle capital. 
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4. Régulation des jonctions GAP cardiaques 

Les JG sont régulées par différentes modifications post traductionnelles telles que les 

phosphorylations, ubiquitinations, glycosylations, nytrosilations, lipidations, hydroxylations, 

sumoylations et enfin méthylations (décrites dans la revue de D’hont et al.) [102] . La grande 

majorité de ces modifications s’opèrent sur l’extrémité C-term des Cx. Parmi elles, des 

phosphorylations qui sont réalisées par de nombreuses kinases comme les PKA, PKC, PKG, MAPK. 

Le nombre de sites de phosphorylation varie en fonction des différentes Cx et l’espèce étudiée. Les 

résidus sont majoritairement des serines et plus rarement des tyrosines. Ces modifications post 

traductionnelles régulent le cycle des Cx (i.e., synthèse, adressage, ouverture, fermeture, recyclage, 

dégradation).  

a. Régulation des jonctions gap par l’AMPc 

Plusieurs études ont été menées pour tenter d’élucider les effets de l’activation de la voie de 

signalisation AMPc sur les JG cardiaques. Il a été montré sur des cardiomyocytes ventriculaires 

adultes et de rats néonataux qu’une activation aiguë de la voie AMPc par un analogue non 

hydrolysable de l’AMPc ou par une stimulation des -ARs augmente la conductance des JG 

[103],[104]. Cet effet est aboli en présence du peptide inhibiteur de la PKA (Protein Kinase Inhibitor : 

PKI), soulignant le rôle clef de cette kinase pour la conduction [103]. Cependant, Kwak et Jongsma 

n’ont pas observé dans leur étude de modification de conductance des JG suite une stimulation de 

la signalisation AMPc dans des cardiomyocytes de rats néonataux [105]. Une proposition avancée 

pour expliquer cette différence est la régulation de la probabilité d’ouverture des JG 

indépendamment de leur phosphorylation [105]. 

b. Régulation des connexines par la voie de signalisation AMPc 

i. Régulation des connexines 43 

➢ Régulation par la PKA 

Une activation chronique de la voie AMPc cardiaque augmente la synthèse de Cx43 et la vitesse de 

conduction dans des cardiomyocytes ventriculaires de rats néonataux   [106],[107]. Ces résultats 

sont en concordance avec plusieurs études qui ont observé dans des modèles différents du cœur 

que la voie AMPc est un régulateur positif de l’assemblage et l’adressage des Cx43 à la membrane. 
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Il a été établi dans des modèles de cellules tumorales qu’une stimulation chronique à l’AMPc 

augmente la transcription du gène GJA1 de la Cx43, l’expression de la Cx43 et de sa forme 

phosphorylée à la membrane [108],[109],[110]. En revanche, une stimulation aiguë avec de l’AMPc 

augmente l’adressage et l’assemblage des Cx43 à la membrane à partir des stocks intracellulaires 

qui sont indépendants d’une néosynthèse ou d’une phosphorylation [111].  

Une augmentation de la CIJG a été identifiée dans des modèles ovariens et hépatiques à la suite 

d’une activation de la PKA. Alors que le mécanisme cellulaire responsable de cette CIJG n’est pas 

identifié dans les ovaires, il implique une phosphorylation directe des Cx43 par la PKA ancrée dans 

les cellules hépatiques [112],[113]. Pendant longtemps, la Ser364 de la Cx43 a été considérée 

comme le résidu préférentiellement phosphorylé lors de la stimulation d’un RCPG couplé aux 

petites protéines Gs (Fig. 10) [114]. Cette phosphorylation favorise l’adressage des connexons à la 

membrane dans un modèle de fibroblastes [114]. Cependant, aucune étude n’a pu montrer le rôle 

direct de la PKA sur la phosphorylation de ce résidu. Plus récemment, il a été rapporté dans des 

études in vitro que la PKA peut phosphoryler directement les Ser369 et 373 de la Cx43 ce qui 

favorise l’assemblage des JG et la CIJG (Fig. 10) [115]. Enfin, dans des cellules ovariennes, les Ser 

369 et 373 de la Cx43 ont également été identifiées comme des sites putatifs de phosphorylation 

par la PKA favorisant également la CIJG (Fig. 10) [116]. Tenant compte du rôle essentiel que joue la 

C43 dans divers processus cellulaires, il n’est pas surprenant d’observer une certaine redondance 

entre la phosphorylation de différents résidus et les effets fonctionnels. 

➢ Régulation par Epac 

D’autres effecteurs de la voie de signalisation AMPc ont été décrits pour moduler la Cx43. En effet, 

des études ont montré qu’Epac pouvait réguler la Cx43 suite à l’activation des -ARs. Ainsi, 

l’activation de la signalisation AMPc-Epac augmente l’expression de la Cx43 dans des cellules 

humaines de gliomes [117].  

Enfin, il a été montré dans le cœur que la stimulation des -ARs active également la voie de 

signalisation AMPc-Epac1 permettant la phosphorylation de la Cx43 par la Protéine Kinase C (PKC) 

ce qui augmente la CIJG dans des cardiomyocytes de rats néonataux et le cœur de rat adulte [118]. 

Ce résultat surprenant s’oppose à de nombreuses études dans lesquelles la phosphorylation des 

Cx43 par la PKC diminue la CIJG (voir section II.D.4.c ci-dessous).   

ii. Régulation des Cx40 et Cx45  
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De façon similaire à la Cx43, l’AMPc augmente la conductance et la perméabilité des JG Cx40 [85]. 

A l’inverse, il a été rapporté que la conductance macroscopique des canaux Cx45 diminue suite à 

une stimulation AMPc. Cette diminution de conductance est associée à une augmentation de la 

phosphorylation de la Cx45 et une absence de variation de la conductance unitaire des canaux. 

Ainsi, la phosphorylation des Cx45 suite à l’activation de la voie AMPc diminuerait la probabilité 

d’ouverture des canaux [119],[120]. En revanche, cette augmentation de phosphorylation des Cx45 

par l’activation de l’AMPc n’a pas été retrouvé dans l’étude de Butterweck et al. [121]. 

Enfin, une stimulation chronique par de l’AMPc sur des cardiomyocytes néonataux en culture 

augmente la vitesse de conduction du PA sans affecter la vitesse de dépolarisation suggérant un 

rôle des connexines dans ce processus. Ainsi, l’effet dromotrope positif est dû à l’augmentation de 

l’expression des Cx43 et Cx45 induite par la stimulation de la voie de l’AMPc [106]. 

c. Régulation des connexines par la PKC 

Parmi les Cx cardiaques, seule la Cx43 est connue pour être régulée par phosphorylation à la suite 

de l’activation de la PKC. 

La Ser368 de la Cx43 a été décrite pour être phosphorylée par la PKC dans divers modèles cellulaires 

et tissulaires dont le cœur. Cela provoque un changement de conformation, l’endocytose des JG et 

diminue leur perméabilité (Fig. 10) [105],[122],[123],[124]. Dans le cœur, il a été rapporté que la 

phosphorylation de la Cx43 par la PKC  présente des effets cardioprotecteurs qui seront abordés 

dans le chapitre III.  

La phosphorylation des Cx40 par la PKC ne modifie pas la conductance des JG [125]. 

d. Autres régulations dépendantes de kinases 

Les phosphorylations de nombreuses autres kinases ont été décrites comme pouvant modifier la 

synthèse, l’adressage ou le recyclage des Cx.  

i. Connexine 43 

Ainsi, la phosphorylations de la Cx43 par la caséine kinase-1 (CK-1) (Ser325, 328, 330) favorise 

l’assemblage des JG [126]. A l’inverse, les phosphorylations par les MAPK, Cyclin Dependant Kinase 

5 (Cdk5), p34cdc2 déclenchent l’internalisation et le recyclage des Cx43. La phosphorylation de la 

Cx43 par la MAPK (Ser255, 262, 279, 282) ou la p34cdc2 (Ser255, 241, 262) permet l’internalisation 

des JG Cx43 par endocytose [124], [127], [128], [129]. Les phosphorylations induites par la Cdk5 (Ser 
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279 et 282) inhibent l’adressage membranaire des Cx43 et favorisent leur dégradation par le 

protéasome [130]. Les phosphorylations sur les Tyr247 et 265 par la kinase v-src inhibent le 

couplage et la communication des JG Cx43 (Fig. 10). 

 

ii. Connexine 45 

La phosphorylation des Ser381, 382, 384 et 385 de la Cx45 ont été décrites pour maintenir son 

expression [131]. En revanche, la ou les kinase(s) impliquée(s) dans ce mécanisme reste(nt) à 

identifier mais pourrait faire intervenir la CAMKII et la CK-1 [132].  

 

 

 

Figure 10 Substrats de phosphorylation de l’extrémité C-term de la Cx43  

Les sites de phosphorylations de la Cx43 ciblés par les kinases connues sont indiquées par différentes couleurs (src-

vert citron, MAPK-rouge, PKC-bleu, p34cdc2-orange, CK-vert foncé, PKA-violet.  
D’après Solan, Lampe, BBA, 2005[133] 

 

e. Régulation des connexines par ubiquitination 

D’autres mécanismes de modifications post-traductionnels sur les Cx ont été rapportées. Ainsi, 

l’ubiquitination, qui consiste à fixer de l’ubiquitine (i.e., une protéine) a été démontrée pour les Cx40 

et Cx43 jouant un rôle important dans leur dégradation [134],[135],[136]. En revanche, il n’existe 

pas d’évidence d’ubiquitination de la Cx45. 
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L’ubiquitination de la Cx43 déclenche son internalisation et sa dégradation par le protéasome, les 

lysosomes et par autophagie [134]. La phosphorylation de la Cx43 favorise son interaction avec 

l’ubiquitine ligase Nedd4 et sa dégradation par le protéasome [135]. Alors que l’inhibition du 

protéasome se traduit par une prolongation de la T1/2  de la Cx43 [137].  

f. Autres mécanismes post traductionnels régulant les connexines 

Dans les cardiomyocytes, une augmentation de la concentration calcique ou une diminution du PH 

réduit la conductance des JG [138]. Ces régulations peuvent jouer un rôle déterminant sur la CIJG 

et en condition physiopathologique où des dérégulations des concentrations calciques ou du pH 

peuvent être observées (voir chapitre III pour l’exemple de l’IDM). 

 

 

III. L’INFARCTUS DU MYOCARDE 

A. Description de l’infarctus du myocarde 

1. Définition 

L’infarctus du myocarde (IDM) fait partie des maladies ischémiques (IHD) ou coronariennes (CHD). 

Elles correspondent à un ensemble de pathologies dues à une occlusion totale ou partielle d’une 

artère coronaire à l’origine d’une ischémie, c’est-à-dire, d’un déséquilibre entre les apports et les 

besoins en oxygène du muscle cardiaque (Fig. 11). Les maladies ischémiques incluent les syndromes 

coronariens aigus (IDM, angine de poitrine instable) et les pathologies à ischémie prolongée 

comme l’angine de poitrine chronique. L’IDM peut être provoqué par divers facteurs tels que la 

présence d’une plaque d’athérosclérose, la rupture de cette plaque et la formation d’un thrombus, 

des spasmes des vaisseaux coronariens, une embolie coronarienne et une hypertension sévère 

pouvant être accompagnée d’une hypertrophie [139].  
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Figure 11 L’infarctus du myocarde et ses causes. 
Adapté de Thygesen et al., Circ ., (2018) [139] 

 

2. Epidémiologie 

Les maladies cardiovasculaires demeurent la première cause de mortalité dans le monde et dans 

l’Europe avec respectivement 18 et 4 millions de victimes par an [140],[141]. Parmi ces maladies 

cardiovasculaires, les IHD sont les plus fréquentes et représentent 16% des décès dans le monde 

[142]. Environ 126 millions de personnes ont été recensées en 2017 pour être atteintes d’IHD [143]. 

3. Diagnostic et classification 

La prise en charge de patients présentant des signes cliniques caractéristiques d’un IDM comme 

des douleurs thoraciques commence par la réalisation d’un électrocardiogramme (ECG) dès l’arrivée 

des premiers secours si possible ou lors de la prise en charge hospitalière. L’ECG vise à identifier 

des éventuels troubles du rythme  cardiaque afin de définir la gravité de l’atteinte et à déterminer 

le type d’IDM [STEMI versus non-STEMI (NSTEMI)] [144]. Les patients STEMI présentent une 

élévation du segment ST à l’inverse des NSTEMI. Les patients STEMI présentent aussi un risque 

accru de décès par arythmies ventriculaires comparés aux patients NSTEMI et doivent bénéficier 

d’une reperfusion immédiate lors de leur arrivée en centre de soin habilité [144]. De plus, des 

biomarqueurs spécifiques de l’IDM ont été identifiés afin de renforcer le diagnostic. Parmi les 

biomarqueurs sériques circulant couramment utilisés, on distingue une élévation des TnT et TnI 

[(au-delà du 99ème percentile de la valeur limite de référence supérieure URL (Upper Refference 

Limit)] et de la créatine kinase MB. Ces dosages sont effectués lors de l’arrivée à l’hôpital mais ne 

doivent pas interférer avec la mise en place de la reperfusion [139]. D’autres marqueurs additionnels 

peuvent être utilisés comme une élévation des taux de lactate, de la copeptine,  du BNP (brain 

natriuretic peptide) et de l’ANP (atrial natruretic peptide) [145]. Enfin, des techniques d’imagerie 

cardiaque sont utilisées pour conforter le diagnostic comme l’échocardiographie, le scanner, l’IRM 

[139].
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4. Remodelage tissulaire de l’IDM 

L’ischémie est responsable de modifications structurelles et métaboliques du tissu cardiaque qui 

caractérisent le remodelage de l’IDM. La mort des cardiomyocytes déclenche une réponse 

immunitaire importante et rapide correspondant à la phase inflammatoire de l’IDM. Ensuite, la 

formation d’une cicatrice dans le tissu cardiaque et la maturation de celle-ci détermine la phase de 

réparation de l’IDM [146].  

a. Phase inflammatoire de l’infarctus du myocarde 

Lors d’un IDM, l’endothélium vasculaire est dégradé et favorise l’infiltration de leucocytes au niveau 

de la ZI. Ce recrutement de cellules immunitaires déclenche progressivement les processus de mort 

cellulaire, i.e., la nécrose puis l’apoptose et enfin l’autophagie si l’ischémie persiste. Les cellules 

ischémiques nécrotiques relarguent des DAMPs (Dammage Associated Molecular Patterns), un 

ensemble de molécules capables de déclencher une réponse immunitaire innée comme les 

cytokines et l’ATP. Lors de la réoxygénation, les cardiomyocytes produisent des espèces réactives 

de l’oxygène (ROS) qui amplifient la réponse immunitaire et aggravent l’IDM. La phase 

inflammatoire de l’IDM dure 4 jours. Dans les premières 24h, un relargage massif de cytokines et 

chemokines pro-inflammatoires se produit. Ces molécules recrutent des neutrophiles et monocytes 

au niveau de la zone infarcie (ZI) entre les jours 1 et 3 suivant l’IDM. Durant cette phase 

inflammatoire, les fibroblastes dont la transformation en myofibroblaste (fibroblastes spécialisés 

dotés de propriétés contractiles) est inhibée par les cytokines participent au relargage des 

molécules pro-inflammatoires [147]. 

b. Phase de réparation de l’infarctus du myocarde 

i. Phase anti-inflammatoire et formation de la cicatrice 

 La phase anti-inflammatoire se déroule entre les jours 3 et 7 post IDM. Les monocytes se 

différencient en macrophages immatures. Ces macrophages éliminent les neutrophiles et 

diminuent ainsi la réponse inflammatoire. Les fibroblastes se transforment progressivement en 

myofibroblastes. Les myofibroblastes prolifèrent et déposent des fibres de collagène et de la 

fibronectine au niveau de la matrice extracellulaire (MEC) afin de former la cicatrice. Enfin, des 

lymphocytes T et B sont recrutés sur le site de l’inflammation pour terminer la réponse immunitaire 
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initiale, recruter des macrophages immatures et favoriser leur différenciation en macrophages 

matures [147]. 

ii. Phase de maturation de la cicatrice 

La phase de maturation de la cicatrice débute au 7ème jour et peut durer jusqu’au 14ème jour post 

IDM. Les macrophages matures sécrètent des facteurs anti-inflammatoires et pro-angiogéniques 

tels que TGF- (Transforming Growth factor ) et le VEGF (Vascular Endolthelial Growth Factor). Le 

VEGF initie une néovascularisation de la ZI afin de reperfuser le muscle cardiaque. Un « cross-link 

»  des protéines de la MEC (collagène, fibronectine) stabilise la cicatrice puis les cellules 

immunitaires matures sont éliminées par phagocytose [147].   

5. Adaptation du muscle cardiaque à l’infarctus du myocarde 

a. Adaptation aiguë à l’infarctus du myocarde 

Lors d’un IDM aigu, la nécrose des cardiomyocytes entraîne une diminution de la force de 

contraction associée à une chute soudaine de la fraction d’éjection et une augmentation du volume 

sanguin dans le ventricule gauche en fin de diastole (dysfonction systolique). Cela se traduit par 

une diminution de la pression sanguine qui est détectée par les chémorécepteurs aortiques et 

carotidiens. Ils activent le SNS et le SRAA pour préserver la fonction cardiaque en dépit des lésions 

myocardiques. Le SNS induit l’effet inotrope positif (décrit dans la section I.D.3.a.ii) et compense la 

dysfonction systolique. Il est à noter que même en cas d’IDM sans complication (c’est-à-dire ne 

présentant pas de trouble de conduction, d’arythmies, de choc cardiogénique, d’insuffisance 

cardiaque ou d’autre pathologie chronique), l’hyperactivité du SNS est maintenue au-delà de 3 

mois [148]. Le SRAA active la voie PKC-CAMKII et augmente la contractilité. Suite à un IDM, les 

cardiomyocytes passent d’un métabolisme énergétique aérobique (-oxydation des acides gras) à 

un métabolisme anaérobique (oxydation du glucose engendrant une production accrue de lactates) 

afin de maintenir la production d’ATP nécessaire à leur fonctionnement [146]. 

b. Mal adaptation chronique à l’infarctus du myocarde 

L’évolution de l’IDM provoque un déséquilibre métabolique se traduisant par une oxydation du 

glucose insuffisante, une déplétion des niveaux d’ATP et une augmentation de la production de 

protons (acidose) et de lactate [146]. 
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L’activation chronique du SRAA entraîne une rétention hydrique importante responsable d’une 

surcharge volumique dans les cardiomyocytes pouvant conduire à une congestion voire un œdème 

pulmonaire dans les cas le plus sévères. La surcharge volumique favorise l’hypertrophie dilatée du 

myocarde [146]. 

Une stimulation chronique des -ARs favorise leur désensibilisation conduisant à leur 

internalisation et à long terme à la diminution de leur expression. Pour maintenir une activation des 

-ARs en dépit de leur désensibilisation, l’hyperactivité du SNS est accrue. C’est le cercle vicieux de 

l’insuffisance cardiaque.  Le SNS active également la voie MAPK et le NFAT (Nuclear Factor of 

Activated T-cells) et induit une hypertrophie cardiaque dilatée. Au niveau fonctionnel, ces 

altérations induisent une augmentation du diamètre du ventricule gauche et une diminution du 

remplissage du ventricule gauche au cours de la relaxation (dysfonction diastolique), notamment 

due à une vasoconstriction artérielle prolongée en réponse à la diminution de la pression sanguine 

[146]. L’activation chronique du SNS favorise le remodelage délétère cardiaque (e.g., fibrose, 

hypertrophie) qui conduit inévitablement vers une insuffisance cardiaque, i.e., l’incapacité du cœur 

à assurer une fonction de pompe suffisante pour alimenter l’organisme, en l’absence d’une prise 

en charge adaptée [146]. 

6. Traitement 

Lors d’un IDM, une reperfusion du myocarde doit être effectuée rapidement afin de limiter le choc 

ischémique et le remodelage qui en découle. Dans la majorité des cas, l’angioplastie percutanée 

constitue la stratégie thérapeutique immédiate de l’IDM. L’angioplastie peut se faire par thrombo-

aspiration, utilisation d’un ballonnet gonflable pour dilater l’artère avec pose d’un stent. En 

complément de ces procédures chirurgicales, une pluri-thérapie est mise en place pour traiter les 

causes de l’IDM et pour limiter le remodelage cardiaque [144],[149]. Suite à un IDM, le système 

nerveux sympathique active la voie bêta adrénergique pour maintenir une fonction cardiaque 

normale et alimenter correctement l’organisme en dioxygène et en nutriments [146]. Ce mécanisme 

d’adaptation, bénéfique dans un premier temps, accentue à long terme le remodelage cardiaque 

délétère de l’IDM et conduit vers une insuffisance cardiaque, (décrit dans la section III.A.5 ci-dessus). 

Le traitement préconisé lors d’un IDM est résumé par l’acronyme « BASIC » qui consiste en une 

pluri-thérapie et un suivi des patients avec :  

- B : pour -bloquants qui ont pour fonction de contrer l’activation chronique des -AR par 

les catécholamines [150],[149] 
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- A : pour antiagrégants plaquettaires qui préviennent la formation de thrombus par 

agrégation plaquettaire dans les vaisseaux [150],[149] 

- S : pour statines qui luttent contre l’accumulation de lipides dans les vaisseaux souvent à 

l’origine de l’IDM [150],[149] 

- I : pour inhibiteurs de l’enzyme de conversion et des récepteurs à l’angiotensine II [150], 

[149] 

- C : pour le contrôle régulier des facteurs de risques cardiovasculaires avec la mise en place 

d’une hygiène de vie saine et appropriée (e.g., arrêt du tabagisme, pratique d’une activité 

physique adaptée, respect d’une alimentation équilibrée et variée) [150],[149]. 

Bien que ces traitements améliore la qualité de vie et le pronostic vital des patients atteints d’un 

IDM, de nombreux effets secondaires dus aux thérapies ont été rapportés [151],[152],[153]. Parmi 

eux, l’utilisation des -bloquants doit être adaptée à chaque patient (e.g., diabétique ou avec un 

syndrome de Reynaud) afin de limiter les risques associés. Des -bloquants non sélectifs, ou 

sélectifs du 1-AR ou du 2-AR peuvent être privilégiés en fonction des patients ou alors contre 

indiqués pour un usage à long terme en cas d’IDM aigu chez les patients à la fonction systolique 

préservée [154],[155],[156].  

B. Voie de signalisation AMPc dans l’infarctus du 

myocarde 

1. Récepteurs bêta-adrénergiques et infarctus du myocarde 

Une diminution de l’expression du -AR au niveau des zones proximale et distale à la ZI a été 

rapportée dans l’IDM aigu et chronique. Ces altérations ont été observées à la fois chez des patients 

mais également dans diverses modèles animaux (chien, chat, lapin) [157],[158],[159],[160],[161]. 

Cette diminution reflète le phénomène de désensibilisation (voir section III.A.5.b). De manière 

surprenante, l’expression des 2-ARs est conservée suite à un IDM [162].  

Du fait de leur compartimentation spécifique dans les cardiomyocytes, il a été proposé que les -

ARs (1 versus 2) sont impliqués dans des rôles distincts lors d’un IDM. La suractivation de la voie 

de signalisation 1-AR est associée au remodelage délétère favorisant l’expansion de la ZI. Ce 

processus est sous la dépendance de la voie de signalisation pro-apoptotique de la CAMKII et 

participe à la dysfonction cardiaque [163]. Ainsi, l’inhibition de l’activité des -ARK1 (les kinases 

responsables de l’internalisation du 1-AR) ou l’inhibition du récepteur par des -bloquants 
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spécifiques préserve la fonction cardiaque [155],[161],[164].  

Inversement, l’activation de la voie 2-AR limite la taille de la ZI, la libération de TnI par les 

cardiomyocytes ischémiques et diminue le remodelage délétère associé à l’IDM. Ces effets sont 

sous le contrôle des voies de signalisation cardioprotectrices d’Akt et du NO [165].  

2. Adenylyl cyclases et infarctus du myocarde 

Une diminution de l’expression et de l’activité totale des AC a été observée dans les cardiomyocytes 

et les fibroblastes cardiaques suite à un IDM aigu [166],[167]. La diminution des -ARs est corrélée 

avec la diminution d’activité des ACs qui est également progressive et s’accentue dans le temps 

suite à un IDM [168],[167]. Comme nous avons vu précédemment (section I.D.2.b), l’AC5 est 

majoritairement couplé au 1-AR et le 2-AR est associé à l’AC6. Ainsi, l’activité de l’AC5 est liée à 

la dysfonction cardiaque tandis que l’activité de l’AC6 a des effets cardioprotecteurs [169]. Ainsi, 

l’inhibition de l’AC5 prévient l’apoptose, réduit la taille de la ZI et préserve la fonction cardiaque 

par l’intermédiaire de la voie ERK [170],[171]. De manière intéressante, les souris transgéniques 

surexprimant l’AC6 cardiaque présentent une diminution de l’apoptose cellulaire, un maintien de la 

contractilité des cardiomyocytes et de la fonction cardiaque lors d’un IDM chronique. Ces effets 

cardioprotecteurs seraient obtenus notamment par le maintien de la phosphorylation des Ser23 et 

24 de la TnI [172],[173].  

3. Effecteurs de la signalisation AMPc dans l’infarctus du 

myocarde 

a. Protéine kinase A 

Les données publiées concernant l’expression de la PKA en cas d’IDM diffèrent selon les études. 

L’expression de la PKARII a été rapportée pour rester stable en condition d’hypoxie in vitro dans les 

cardiomyocytes de souris et suite à un IDM chez l’Homme [174],[175]. De même l’expression de la 

PKAC est inchangée suite à un IDM [176],[174]. En revanche, une expression la PKARI diminuée a 

été observée chez la souris et augmentée chez le rat [175],[177].  Ces différences pourraient être 

liées à l’espèce étudiée et au modèle d’IDM (i.e., ischémie-reperfusion (I/R) in vivo ou ex vivo, LAD 

permanente, IDM aigu ou chronique). 

Considérant le rôle délétère de l’activation chronique de la voie de signalisation AMPc dans le cœur 

après un IDM, il a été proposé d’inhiber la PKA notamment avec la molécule H89 dans un modèle 
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d’I/R chez le rat. Ainsi, l’inhibition de la PKA a permis de diminuer la taille de la ZI et de protéger la  

fonction cardiaque. Les mécanismes moléculaires associés pourraient être une inhibition de la 

phosphorylation du LTCC et du RyR par la PKA préservant ainsi le cœur d’une surcharge calcique 

délétère pour les cardiomyocytes car pro-hypertrophique et pro arythmique [178].  

b. Autres effecteurs de la voie AMPc dans l’infarctus du myocarde 

i. Epac 

Une inhibition de la transcription d’Epac1 dans les fibroblastes de la zone proximale  a été rapportée 

pour augmenter le dépôt de collagène suite à un IDM chez le rat. Bien que le mécanisme 

moléculaire ne soit pas complètement identifié, la signalisation Epac joue un rôle cardioprotecteur 

contre le remodelage délétère de l’IDM [179].  

ii. Canaux régulés par les nucléotides cycliques 

Dans un modèle d’IDM par LAD chez le rat, il a été établi que l’expression du canal HCN4 augmente 

dès la première journée suivant l’IDM pour atteindre un pic d’expression à 1 semaine post-MI avant 

de progressivement retourner à son taux basal. Cette augmentation d’expression pourrait participer 

à la survenue des arythmies en cas d’IDM aigu [180]. 

iii. POPDC 

De manière intéressante, les souris KO pour POPDC présentent une ZI plus étendue et une 

dysfonction cardiaque plus sévère que les souris WT dans un modèle d’ I/R ex vivo. Les mécanismes 

cellulaires ne sont pas identifiés l’hypothèse scientifique permettant d’expliquer ces résultats réside 

sur le fait que la protéine POPDC étant associée aux cavéoles pourraient préserver la structure et 

l’organisation des cardiomyocytes[181]. 
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4. Modulateurs de la signalisation AMPc dans l’infarctus du 

myocarde 

a. AKAPs 

i. AKAPs impliquées dans la régulation du couplage excitation-contraction 

Il existe peu d’informations sur l’expression, la fonction ou la dysfonction des AKAPs après un IDM. 

Cependant, l’AKAP5 a été montré comme jouant un rôle important dans le maintien de la fonction 

cardiaque en cas d’IDM chronique [182]. Les souris AKAP5 KO sujettes à un IDM présentent une 

dysfonction cardiaque exacerbée engendrée par une signalisation calcique altérée due à un défaut 

de phosphorylation des protéines régulatrices du CICR (LTCC et PLB) [182]. Ces résultats sont en 

adéquation avec le  rôle physiologique de l’AKAP5 qui est un régulateur important de l’inotropisme 

cardiaque (cf section I.D.4.a.ii). 

Lors d’un IDM, la calcineurine ancrée à l’AKAP5 localisée à la membrane plasmique déphosphoryle 

et active le facteur de transcription NFATc3 qui va inhiber la transcription du canal potassique 

voltage dépendant. Cette diminution de transcription s’accompagne également d’une diminution 

de traduction et d’une diminution du courant Ik ce qui allonge la durée du PA et constitue une 

mécanisme pro-arythmique [183].  

ii. Autres AKAPs 

Les souris AKAP2 KO présentent une ZI et une dysfonction cardiaque exacerbées en cas d’IDM. Ces 

effets délétères sont dus à une perte de transcription des facteurs pro-angiogéniques et anti-

apoptotiques (i.e., VEGF et BCL-2 normalement activée par le signalosome AKAP2-PKA-ER 

(récepteur à l’estrogène ) [184]  En cas d’IDM, la stimulation du récepteur GPR30 active la voie de 

signalisation AKAP2-PKA-ER ce qui fait de l’AKAP2 une protéine d’échafaudage ayant des 

propriétés cardioprotectrices [184]. 

Suite à un IDM induit par une LAD chez la souris, l’expression de l’AKAP1 mitochondriale diminue. 

En outre, les souris AKAP1 KO présentent une mitophagie, une apoptose et une fibrose accrues 

générant une ZI plus large, une dysfonction systolique et une mortalité supérieure aux souris WT 

[185]. En accord avec ces observations, en condition physiologique, l’AKAP1 favorise l’inhibition de 

Drp1 par phosphorylation par la PKA et inhibe la fission mitochondriale [186]. 
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b. Phosphodiestérases 

Une surexpression cardiaque de la PDE3A1 chez des souris soumises à une I/R diminue la taille de 

la ZI et préserve la fonction cardiaque. La PDE3A1 diminue les taux d’AMPc intracellulaire et inhibe 

le complexe répresseur de transcription induit par l’AMPc (ICER). Ainsi, la transcription du gène Bcl-

2  est augmentée ainsi que l’expression de la protéine Bcl-2 qui a des fonctions anti-apoptotiques 

[187]. Contrairement aux souris WT, le préconditionnèrent ischémique chez les souris PDE3B KO 

permet de diminuer la production de ROS, le fractionnement des mitochondries et prévient 

l’ouverture du pore mPTP responsable de l’apoptose cellulaire. Ces effets sont associés à la 

formation de complexe cavéoline3 enrichis avec des protéines cardioprotectrices comme la Cx43 

et Bcl-2, un mécanisme dépendant de la PKA [188]. Il est intéressant de noter que des inhibiteurs 

des PDEs ont  été proposés comme traitement de l’insuffisance cardiaque, mais leur utilisation 

clinique a provoqué une augmentation des décès par mort subite malgré une amélioration de la 

fonction cardiaque à court terme [189],[190],[191]. 

C. Les jonctions gap dans l’infarctus du myocarde 

Les JG jouent également un rôle capital lors d’un IDM puisqu’elles vont être directement impliquées 

dans la taille de la ZI et dans la susceptibilité aux arythmies. De nombreuses études se sont 

focalisées sur le rôle de la Cx43 dans l’IDM. Malheureusement, peu de données existent concernant 

les Cx40 et Cx45 dans cette pathologie. 

1. Les jonctions gap connexine 43 déterminent la taille de la 

zone infarcie 

a. Rôle des jonctions gap connexine 43 

Des souris déficientes en Cx43 (souris Cx43 KO inductibles) ou ayant la partie C-term tronquée 

présentent une ZI plus petite que les souris WT lorsqu’elles sont soumis à une LAD permanente 

[192],[193],[194]. Ceci indique que la Cx43 et plus particulièrement son domine C-term qui est sujet 

à de nombreuses régulations post-traductionnelles (abordées dans la section II.D.4), joue un rôle 

dans la propagation de la ZI. 

Dans un modèle d’IDM aigu chez le rat, il a été observé une translocation de Cx43 depuis le RS et 

le golgi vers les JG de la zone à risque, augmentant la CIJG dans cette zone et l’expansion de la ZI 

[195]. 
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b. Rôle des hémicanaux connexine 43 

Bien que la fonction des hémicanaux en condition physiologique n’ait pas été démontré dans le 

cœur, les connexons s’ouvrent en condition d’ischémie. In vitro, il a été montré que l’ouverture des 

hémicanaux Cx43 favorise la mort des cardiomyocytes soumis à une hypoxie et une privation de 

glucose [196],[197]. Les mécanismes moléculaires responsables de ce rôle délétère en condition 

ischémique restent pour l’heure inconnus mais pourraient faire intervenir des mouvements ioniques 

et de métabolites comme le Na+, le Ca2+ et l’ATP, pouvant ainsi perturber l’homéostasie ionique 

cellulaire et/ou le métabolisme responsable l’apoptose des cardiomyocytes [198].   

c. Mécanisme moléculaire impliqué dans l’expansion de la zone infarcie 

Le rôle capital de la Cx43 dans la l’expansion de la ZI s’explique par la capacité des JG à diffuser des 

petites molécules cytosolubes entre cardiomyocytes adjacents. Lors d’un IDM, l’ischémie provoque 

des altérations métaboliques et énergétiques responsables de la mort des cardiomyocytes. Parmi 

ces altérations, la déplétion des niveaux d’ATP induit une hypercontracture des cardiomyocytes qui 

s’explique par une altération des interactions actine-myosine, associée à une élévation du calcium 

et du sodium intracellulaire. La diffusion du Ca2+ et du Na+ par les JG permet de propager cette 

hypercontracture et la nécrose de la bande de contraction [199],[200],[201]. La nécrose de la bande 

de contraction survient au moment de la reperfusion et caractérise la nécrose des cardiomyocytes 

présentant une désorganisation de la membrane plasmique induite par l’ischémie et/ou une 

hypercontracture [202]. 

De plus, les DAMPs libérés los de la phase inflammatoire de l’IDM diffusent à travers les JG et 

permettent l’étendue de la ZI [147]. 

2. Rôle pro-arythmique de la connexine 43 dans l’infarctus du 

myocarde 

a. Implication des jonctions gap connexine 43 

Les JG Cx43 assurent la propagation anisotrope et orthodromique du PA ce qui permet la 

contraction synchrone et homogène du cœur. Ainsi, une dérégulation de celles-ci a des 

conséquences sur la survenue d’arythmies.  
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Des souris Cx43 hétérozygotes ou ayant la partie C-term tronquée présentent une susceptibilité 

accrue aux arythmies et un allongement de la durée des arythmies comme des tachycardies 

ventriculaires [194],[203],[204]. De plus, une redistribution anormale de la Cx43 à la paroi latérale 

des cardiomyocytes a été observée dans de nombreux modèles d’IDM [56],[205],[206],[207]. Ce 

mécanisme favorise la formation de boucles de ré-entrées et les arythmies [207]. Les boucles de ré-

entrées correspondent à une re-stimulation électrique précoce et anormale d’une zone du cœur 

causée par une propagation anormale du PA.  

b. Implication des hémicanaux connexine 43 

Lors d’un IDM, l’ouverture des hémicanaux Cx43 pourrait favoriser la survenue des arythmies par 

l’intermédiaire d’un relarguage d’ATP dans le milieu extracellulaire. D’une part, l’ATP active les 

récepteurs purinergiques des cardiomyocytes, ce qui augmente la contraction de Ca2+ 

intracellulaire, l’amplitude du courant entrant transitoire (Iti) [un courant dépolarisant entrant 

déclenché par l’activité du NCX qui favorise une accumulation de Na+ intracellulaire] et provoque 

une dépolarisation précoce du ventricule, un mécanisme pro arythmique [208], [209]. D’autre part, 

l’ATP relargué par les hémicanaux des fibroblastes cardiaques active le récepteur P2Y2 et la voie de 

signalisation pro fibrotique ERK qui augmente la synthèse de SMA (Smooth Muscle Actinin), 

favorise la transformation des fibroblastes en myofibroblastes et le remodelage néfaste de l’IDM 

[210]. La conduction électrique cardiaque dépendant de l’architecture tissulaire, ce remodelage 

s’oppose à la propagation du PA et diminue la vitesse de conduction. Ce phénomène constitue un 

mécanisme pro-arythmogène favorisant l’apparition de ré-entrées [211]. 

3. Altérations des connexines 43 dans l’infarctus du 

myocarde 

Le rôle délétère des JG dans la propagation de la ZI et la survenue des arythmies s’explique par de 

nombreuses altérations touchant la Cx43. L’IDM se caractérise par des modifications d’expression, 

de localisation et de régulation post traductionnelle de la Cx43 évoluant avec la pathologie. 

c. Altération de l’expression et de la phosphorylation de la connexine 

43 dans l’infarctus du myocarde 

Lors d’un IDM aigu, une diminution de phosphorylation de la Cx43 a été observée dans divers 

modèles et concorde avec le découplage des JG [212],[213],[214]. Dans un modèle d’I/R chez le rat, 
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il a été montré que cette diminution de phosphorylation génère une accumulation de Cx43 non 

phosphorylée dans les JG, ce qui engendrerait une internalisation de la Cx43 vers des réserves 

intracellulaires [214].  

En revanche, le niveau d’expression totale de la Cx43 reste controversé dans les cardiomyocytes. 

Des études rapportent que la perte d’expression de la Cx43 s’accompagne également de sa 

déphosphorylation tandis que d’autres décrivent une diminution du niveau de phosphorylation 

associé avec un niveau d’expression conservé [212],[213],[214],[195]. Cependant, chez les patients 

atteints d’un IDM chronique, une diminution de Cx43 totale a été observée [215],[207].  

Pour expliquer la diminution d’expression de la Cx43 lors d’un IDM, il a été proposé que les corps 

vésiculaires chargés en acide phosphatase à proximité des DI soient responsables de la dégradation 

des JG par voie lysosomale [216]. Un autre mécanisme inclus la phosphorylation de la Cx43 sur la 

Ser368 par la PKC déclenchant l’internalisation et le découplage des JG [217],[218],[219]. Le 

découplage des JG induit une augmentation de la résistance intercellulaire, une diminution de la 

vitesse de conduction du PA et constitue un mécanisme pro-arythmogène [220],[221]. 

d. Altération de la localisation de la connexine 43 dans l’infarctus du 

myocarde 

La latéralisation des Cx43 qui correspond à une expression anormale des Cx43 sur la paroi latérale 

des cardiomyocytes a été observée dans de nombreux modèles d’IDM aigus et chroniques 

[56],[205],[206],[207]. Cette latéralisation est notamment responsable de la propagation anomale 

du PA (voir section III.C.2). 

Les mécanismes moléculaires régulant la latérisation de la Cx43 restent à ce jour méconnus. Lors 

d’un IDM, l’expression des protéines des jonctions adhérentes desmoplakines et cadhérines 

diminue. De plus, ces protéines se relocalisent depuis DI où elles sont principalement restreintes en 

condition physiologique vers la paroi latérale des cardiomyocytes, notamment dans la ZI et la zone 

bordante. La Cx43 colocalise avec ces protéines au niveau de la paroi latérale des cardiomyocytes  

[206], [222]. Les protéines des jonctions adhérentes servant de guide pour la localisation de la Cx43, 

leur désorganisation dans l’IDM pourrait participer au remodelage de la Cx43. De plus, l’interaction 

entre la Cx43 et la protéine des jonctions serrées ZO-1 est abolie lors d’un IDM. La diminution de 

pH engendrée par l’ischémie déclenche le recrutement de la kinase Src aux DI où elle interagit avec 

l’extrémité C-term de la Cx43. Src se fixe ensuite sur le domaine PDZ de ZO-1 et déplace l’ancrage 
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de la Cx43. Les Cx43 ainsi libérées de leur ancrage aux jonctions serrées pourraient librement se 

déplacer dans la membrane plasmique vers des sites où la concentration en Cx est moindre comme 

les parois latérales des cardiomyocytes [223]. Enfin, en condition ischémique il a été rapporté une 

augmentation d’interaction entre la Cx43 et la protéine EH domain-containing protein 1 (EHD1). 

EHD1 recrute la protéine endosomale EE1 à proximité de la Cx43 en amont de la latéralisation. Ainsi, 

la latéralisation de la Cx43 pourrait être médiée par son recyclage des DI vers les parois latérales 

suite à son internalisation médiée par EHD1 [224].  

L’ensemble de ces données semble indiquer que la latéralisation des Cx43 pourrait être un 

processus multifactoriel impliquant une perte d’interaction de la Cx43 avec les jonctions serrées, 

une altération des jonctions adhérentes et un recyclage des Cx43. 

D. La connexine 43 comme cible thérapeutique dans 

l’infarctus du myocarde 

Au vu de ces nombreuses altérations lors d’un IDM et des conséquences délétères qui en découlent, 

la Cx43 est la cible de recherches thérapeutiques permettant de limiter le développement de la ZI 

et/ou des arythmies associées à l’IDM. 

1. Cibler la connexine 43 pour diminuer la taille de la zone 

infarcie 

La sévérité de la dysfonction cardiaque en cas d’IDM est corrélée avec l’étendue de la 

ZI [225]. Ainsi, limiter la progression de la ZI constitue un enjeu capital. 

L’administration des agents de découplage des JG tel que l’heptanol et le carbonexolone réduit 

significativement la taille de la ZI dans des modèles d’IDM chez le rat. Ces agents diminuent le 

transfert des molécules responsables de la nécrose de la bande de contraction par les JG [226],[195].   

De plus, l’administration des peptides mimétiques comme les Gap19 Gap26, et Gap27 réduisent la 

taille de la ZI suite à un un IDM dans des modèles d’I/R ex vivo ou de LAD chez la souris et le rat 

[227],[228],[229]. Le Gap19 mime la boucle intracellulaire CL de la Cx43. L’interaction de la boucle 

CL avec l’extrémité C-term de la Cx43 est nécessaire à l’ouverture des connexons. Le Gap 19 se fixe 

sur l’extrémité C-term et inhibe ainsi l’ouverture des hémicanaux (Fig. 12) [227]. Le Gap26 et le Gap 

27 miment tous deux la boucle EL2 de la Cx43 responsable de la dimérisation de connexons voisins 

entre eux et inhibent ainsi la formation de JG (Fig.12) [230]. Il a été proposé que les effets 
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cardioprotecteurs de ces peptides mimétiques soient médiés par une diminution de la surcharge 

volumique des cardiomyocytes et donc de la mort cellulaire induite par l’IDM [227],[228],[229].  

 

Figure 12 Mécanisme d’action des peptides inhibiteurs des hémicanaux Gap19, Gap26 et Gap27  

Les peptides mimétiques Gap26 et Gap27 correspondent à des séquences nucléotidiques des boucles 

extracellulaires EL1 et EL2 respectivement de la Cx43, impliquées dans la liaison des 2 connexons adjacents. Le 

peptide Gap 19 correspond à une séquence nucléotidique de la boucle intracellulaire CL de la Cx43 impliquée dans 

l’interaction CL-C-Term nécessaire à l’ouverture des hémicanaux.  

Adapté de Saez et Laybeart, FEBS Letter, 2014 [231]  

 

Dans les années 1980, un peptide synthétisé par les oreillettes a été identifié pour synchroniser la 

contraction des cardiomyocytes in vitro ce qui lui a valu la dénomination d’AAP (antiarythmic 

peptide) [232]. Ce peptide a ensuite fait l’objet d’optimisations pour donner l’AAP10 puis le 

rotigaptide (ZP123) qui à son tour a permis le développement du danegaptide (ZP2519), un 

analogue plus stable [233],[234],[235]. De façon surprenante et inattendue, l’utilisation de 

rotigaptide, de danegaptide, et du peptide antiarythmique AAP10 lors d’un IDM chez le rat et le 

cochon préserve l’expression de la Cx43, améliore la conductance des JG et limite la fibrose tout en 

diminuant la taille de la ZI. Les mécanismes moléculaires associés restent cependant inconnus à ce 

jour [236],[237],[238].  

L’inhibition de la communication par JG Cx43 comme thérapie de l’IDM est sujette à débat . En 

effet, alors que la JG  permet la diffusion des messagers de mort (les DAMPs), elle pourrait 

également assurer la diffusion de facteurs de survie nécessaires à la lutte contre l’IDM [239]. De 

plus, utiliser un inhibiteur de la CIJG  pourrait être au dépend de la conductance du PA et favoriser 

le développement d’arythmies.  
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2. Cibler la connexine 43 pour diminuer les arythmies après 

un infarctus du myocarde 

Lors d’un IDM, la diminution d’expression, de phosphorylation et la localisation de la Cx43 sur les 

parois latérales des cardiomyocytes favorise la survenue d’arythmies ce qui en fait une cible 

préférentielle pour lutter contre leur survenue. 

a. Surexpression de la connexine 43 cardiaque 

Dans un modèle de cryolésion du myocarde générant une cicatrice, les souris ayant reçu une 

transplantation intra myocardique de cellules musculaires squelettiques surexprimant la Cx43 ont 

montré une réduction de la survenue d’arythmies ventriculaires due à une augmentation du 

couplage électrique et de la vitesse de conduction [240],[241]. Des résultats similaires ont été 

observés dans un modèle IDM chez le cochon soumis à une injection dans une veine coronaire 

d’adénovirus permettant l’expression de la Cx43 [242],[243].  

b. Peptide antiarythmique 

Il a été montré sur des espèces et modèles variés (LAD et I/R chez chien, le rat et le cochon d’inde) 

que l’utilisation du rotigaptide à la suite d’un IDM, diminue le remodelage de la zone proximale de 

l’infarctus, inhibe la phosphorylation des Ser297 et Ser368 de la Cx43, augmente la CIJG, la 

conductance des JG, la vitesse de conduction du PA et de ce fait, limite les arythmies 

[244],[219],[245],[246]. 

Les effets précliniques prometteurs des rotigaptide et danegaptide dans les modèles d’IDM ont 

permis la mise en place d’essais cliniques de phase 2 chez l’Homme. En revanche, ces essais 

cliniques ont été un échec puisque le danegaptide n’a présenté aucun effet bénéfique comparé à 

l’administration d’un placebo. Cela pourrait s’expliquer par la dose de peptide administrée qui 

pourrait être inappropriée pour observer une efficacité significative. Cette dose a été déterminée 

par une extrapolation des doses administrées dans le modèle de porc et à partir d’essai clinique de 

phase I chez l’Homme dont l’objectif était de s’assurer de l’absence d’effets indésirables secondaires 

[247]. 
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c. Molécules thérapeutiques sur le marché 

Des molécules thérapeutiques prescrites dans le traitement de l’IDM ont montré des effets 

bénéfiques associés à des modulations d’expression et de phosphorylation de la Cx43 [248], [249], 

[250]. 

Dans un modèle in vivo d’IDM chez le rat l’irbésartan (un antagoniste des récepteurs à 

l’angiotensine II) maintient le niveau d’expression de la Cx43 et diminue la susceptibilité aux 

arythmies [248]. Chez le rat soumis à un IDM ex vivo par I/R, l’atorvastatine (un médicament de type 

statine utilisé pour son action hypocholestérolémiante) augmente le niveau d’expression et de 

phosphorylation de la Cx43 en activant la voie de la PI3K. Cette modulation de la Cx43 

s’accompagne d’une inhibition des arythmies ventriculaires [249]. Enfin, dans un modèle d’ischémie 

ex vivo sur le cœur isolé de rat, il a été établi que l’effet antiarythmique du vérapamil (un inhibiteur 

calcique) s’explique par le maintien de l’expression de la Cx43 cardiaque d’une part et de la CIJG 

d’autre part [250].  

d. Préconditionnement 

Le préconditionnement ischémique consiste à imposer à l’organisme de brefs épisodes ischémiques 

répétés ce qui permet ainsi de limiter la propagation de la ZI et la survenue des arythmies en cas 

d’ischémie prolongée.  De façon intéressante, il a été démontré que la Cx43 joue un rôle clef dans 

les phases de préconditionnement ischémique [251],[252]. Les mécanismes semblent variés et 

pourraient impliquer le maintien du volume cellulaire de façon indépendante d’une régulation de 

la CIJG mais également une inhibition de la phosphorylation de la Cx43 par la PKC et donc de 

l’internalisation des JG [251],[252],[253]. 
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IV. PROJET DE THESE 

Le PA se propage de façon synchrone et homogène à l’ensemble du myocarde pour permettre au 

cœur d’assurer sa fonction de pompe en se contractant. Cette contraction est notamment assurée 

par la présence de canaux jonctionnels localisés au niveau des DI des cardiomyocytes. Dans les 

cardiomyocytes ventriculaires, ces canaux jonctionnels sont essentiellement composés de Cx43 

dont l’adressage, l’ouverture, la fermeture et le recyclage sont régulés par des phosphorylations. 

Une altération de l’expression, de la phosphorylation et de la localisation de la Cx43 cardiaque est 

observée dans l’IDM et favorise la survenue d’arythmies pouvant être fatales.  

L’IDM est un problème de santé publique majeur qui se caractérise par une lésion ischémique 

provoquant la mort irréversible des cardiomyocytes et une dysfonction cardiaque en absence d’une 

prise en charge rapide et appropriée. Afin de compenser cette dysfonction et de maintenir une 

contraction suffisante pour répondre aux besoins de l’organisme, la voie -AR est activée de façon 

constitutive en cas d’IDM. Les catécholamines se fixent sur les récepteurs -ARs et activent la voie 

de signalisation AMPc ce qui augmente la fréquence cardiaque, la force de contraction, la vitesse 

de relaxation et la vitesse de propagation du PA. Ces effets sont médiés par la phosphorylation des 

protéines du CEC par la PKA, principalement ancrée aux AKAPs. Bien que la signalisation 

adrénergique, bénéfique dans un premier temps, permette au cœur de couvrir les besoins de 

l’organisme, sa stimulation chronique participe à un remodelage délétère aggravant la dysfonction 

cardiaque. 

Considérant le rôle clef de la Cx43 et de la signalisation AMPc-PKA dans la propagation du PA en 

conditions physiologiques et physiopathologiques lors d’un IDM, le but de ma thèse est d’étudier 

la régulation de la Cx43 cardiaque par la PKA. Mon étude s’organise autour de deux axes de 

recherche principaux : 

1. Déterminer si la Cx43 cardiaque est régulée par une PKA ancrée et le cas échéant identifier 

l’AKAP responsable de cet ancrage 

2. Examiner dans le modèle pathologique d’IDM cette régulation  
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I. MODELES EXPERIMENTAUX 

A. Description des modèles expérimentaux 

Les études ont été réalisées à partir de 4 modèles expérimentaux : des cardiomyocytes 

ventriculaires de rats néonataux (CVRN) et adultes (CVRA), des biopsies de cœur humain pour les 

approches in vitro et des rats adultes mâles pour les études in vivo.  

Les expérimentations sur le modèle CVRN ont été réalisées à partir de rats néonataux Wistar 

(Janvier, France) âgés de 1 à 2 jours sans distinction du sexe. L’expérimentation sur les modèles 

adultes (CVRA et étude in vivo) a été réalisée sur des rats Wistar mâles d’environ 250g, âgés de 6 

semaines (Janvier, France). L’exclusion du sexe féminin lors des études sur le modèle adulte repose 

sur l’observation d’une incidence supérieure de maladies cardiovasculaires chez les hommes, 

comparés aux femmes qui bénéficient d’une protection hormonale, bien que ces différences 

tendent à disparaître récemment [254],[255].  

Les biopsies cardiaques humaines sont issues de la biobanque cardiovasculaire de l’hôpital Bichat 

(BB-0033-00029, coordonnée par le Dr. JB. Michel) avec l’approbation du comité d’examen 

institutionnel de l’Inserm et avec le consentement écrit libre et éclairé des patients. 

B. Règlementation éthique autour des modèles animaux  

Les animaux ont été hébergés par la plateforme Animex (Animalerie et Exploration Fonctionnelle) 

de l’université Paris Saclay agréée n.B92-019-01 par le ministère de l’agriculture et de l’alimentation. 

Les expérimentations ont été menées dans le laboratoire Inserm UMR-S 1180 agrée pour 

l’expérimentation animale par la convention R-75UMPC-F1-08. 

L’ensemble de l’expérimentation a été soumis au respect de la réglementation de la directive 

européenne 2010/63/UE et du décret français 2013-118 relatif à la protection des animaux utilisés 

à des fins scientifiques. L’euthanasie des rats néonataux par décapitation et des rats adultes par 

surdosage de pentobarbital sodique (dolethal® jusqu’en avril 2020 puis euthasol®) a été effectuée 

dans le respect de l’article 6 de la directive 2010/63/UE et de son annexe IV « méthode de mise à 

mort des animaux ». La réalisation du modèle d’IDM et l’exploration fonctionnelle des rats 

pathologiques ont été autorisées par le ministère de l’enseignement supérieur, de la recherche et 
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de l’innovation (projet Apafis #14125). Le modèle d’IDM est décrit dans le section III.A. de la partie 

« méthodes ». 

C. Dissociation de cardiomyocytes ventriculaires de rat 

pour les études in vitro 

La dissociation des cardiomyocytes ventriculaires de rats permet de mettre en culture les 

cardiomyocytes utilisés pour l’expérimentation in vitro.  

1. Dissociation des cardiomyocytes ventriculaires de rats 

néonataux 

Les cardiomyocytes ventriculaires de rats néonataux (CVRN) ont été isolés par digestion mécanique 

et enzymatique comme décrit précédemment par Wollert et al [256]. Les cœurs de rats néonataux 

ont été exposés en réalisant une entaille verticale d’environ 1cm dans la cage thoracique puis 

prélevés à l’aide d’une pince courbe. Les cœurs ont été placés sur glace dans une solution d’ADS 

1X [ADS 10X : NaCl 1160 mM (Euromedex, France), HEPES 200 mM (Sigma, France), NaH2PO4 10 

mM (Sigma, France), glucose 56 mM (Euromedex, France), KCl 53 mM (Euromedex, France), MgSO4 

anhydre 8 mM (Sigma, France)] pour éliminer l’excès de sang et isoler les ventricules des oreillettes. 

Les ventricules ont ensuite été découpés en 4 à l’aide de petits ciseaux puis digérés sous agitation 

à 200rpm, 37°C, 5% de CO2 dans une solution enzymatique de pancréatine [0,5g/L (Sigma, France)] 

et collagénase A [0,5g/L (Roche, France)] au cours de 7 cycles de 20 min. Pour isoler les 

cardiomyocytes des fibroblastes et des cellules sanguines, les cellules issues des 7 cycles de 

digestion ont été séparées sur un gradient discontinu de Percoll (Sigma, France) avec une densité 

de 45% pour la dilution haute et 65% pour la dilution basse. Les CVRN isolés ont été mis en culture 

sur une matrice de gélatine 0,1% (Sigma, France) dans un milieu favorisant leur prolifération [69% 

DMEM (GIBCO, France), 15% M199 (GIBCO, France), 10% sérum de cheval (GIBCO, France), 5% 

sérum de veau fœtal (GIBCO, France), 1% Penicilline-Stretomycine (GIBCO)]. Les cellules ont été 

ensemencées à une densité de 140000 cellules/cm2 pour les expériences de western blot et 

d’immunoprécipitation (IP). L’ensemencement a été effectué sur des boîtes de culture ibidi 35mm 

(Biovalley, France) à une densité de pour 140000 cellules/cm2 les expériences d’immunocytochimie 

et à une densité de 150000 cellules/cm2 sur une plaque de culture ibidi 8 puits (Biovalley, France) 

pour les expérimentations de perte de fluorescence par photoblanchiment (FLIP). 18h après la 
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dissociation, le milieu de culture initial a été remplacé par du milieu OptiMEM reduced serum 

(#51985-026, GIBCO, France) pour limiter la prolifération et maintenir les cardiomyocytes en culture. 

2. Dissociation des cardiomyocytes ventriculaires de rats 

adultes 

Les CVRA ont été préparés par la plateforme de dissociation du laboratoire. Les rats ont été 

euthanasiés par injection intrapéritonéale de dolethal® ou d’euthasol Vet ® à 100 mg/kg. Afin 

d’exposer le cœur, une boutonnière horizontale a été réalisée à l’aide de ciseaux au niveau du 

diaphragme puis des incisions verticales ont été effectuées le long des côtes à droite et à gauche 

de la cage thoracique. Une fois dégagée, la paroi thoracique antérieure a été relevée à l’aide d’un 

clamp et le thymus a été écarté. Le cœur a été isolé en réalisant une pince avec les doigts puis les 

liaisons avec la cage thoracique ont été coupées à l’aide de petits ciseaux. 

La dissociation des CVRA repose sur une digestion enzymatique du tissu cardiaque. Elle est réalisée 

par perfusion rétrograde du cœur pendant 45 min dans une solution enzymatique de 25 mg/mL 

de collagénase A (Roche, France) comme décrit par Verde et al. [257]. Les cellules ont été déposées 

sur une matrice de Cell-Tak® (Corning, France) dans le milieu d’ensemencement [97% MEM (Sigma, 

France), 2% HEPES (Sigma, France), 1% Penicilline-Stretomycine (GIBCO, France), pH 7;6] sur des 

plaques ibidi 12 puits (Biovalley, France) à une densité de 2500 cellules/cm2. Après 3h d’incubation, 

les CVRA ont été fixés avec du méthanol froid pendant 2 min à -20°C afin de réaliser les expériences 

d’immunocytochimie. 

 

II. TECHNIQUES D’IMAGERIE 

A. Immunofluorescence 

1. Immunocytofluorescence  

Les CVRN et CVRA ont été fixés et perméabilisés au méthanol froid pendant 2 min à -20°C. Les sites 

de fixation aspécifiques des anticorps ont été saturés dans une solution PBS-1%BSA à température 

ambiante pendant 1h. Les anticorps primaires d’intérêt (Table 2) ont été incubés une nuit à 4°C 
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dans une chambre humide et les anticorps secondaires couplés aux fluorophores AlexaFluor488 

anti-souris et Alexafluor555 anti-lapin (Table 2) ont été incubés 1h à l’abri de la lumière à 

température ambiante. Un contrôle négatif a été effectué en remplaçant les anticorps primaires 

d’intérêt par des immunoglobulines (IgG) de mêmes isotype que les anticorps primaires d’intérêt, 

i.e., IgG de souris et lapin (Table 2). Les cellules ont été montées dans du ProlongTM Diamond 

Antifade Mountant with DAPI (#P36962, Life technologies, France), un milieu de montage 

polymérisant limitant le photoblanchiment des fluorophores et permettant une conservation à long 

terme des échantillons. Après 18h de polymérisation à température ambiante, les échantillons ont 

été conservés à 4°C jusqu’à leur observation. Les échantillons ont été imagés au microscope 

confocal spinning disk Inverted Eclipse Ti-E (Nikon, France) équipé d’un spinning disk Yokogawa 

CSU-W1 et d’une caméra sCMOS Prime 95B (Photometrics) 1200x1200 à l’aide du logiciel 

d’acquisition MetaMorph® (Gataca Systems, France) de la plateforme d’imagerie Nikon center de 

l’institut Curie. Les images ont été réalisées en stack à haute résolution et au grossissement 60X CFI 

Plan Apo IR (NA 1,40 ; WD 0,13) avec un pas de 0,2 µm dans l’axe Z afin d’imager toute l’épaisseur 

de la cellule. L’analyse des images a été réalisée avec le logiciel ImageJ (NIH, USA). L’étude de la 

codistribution protéique a été effectuée avec le plugin JACoP-ImageJ qui détermine le coefficient 

de corrélation de Pearson entre les signaux fluorescents [258]. Les courbes de présentation du 

signal fluorescent ont été réalisées à l’aide du plugin RGB profiler-ImageJ. 

2. Immunohistofluorescence 

Les ventricules de rat adultes ont été fixés dans du méthanol à température ambiante pendant 4h 

immédiatement après leur extraction puis inclus dans un gel d’agarose low gelling 4% (Sigma, 

France). Des coupes transversales de 80 µm ont été réalisées au vibratome VT1200 (Leica, 

Allemagne) à une vitesse de 1mm/s et une amplitude 1mm ou au microtome 650V 

(ThermoScientific, France) à une vitesse de 8mm/s et une amplitude de 1,2mm. Les coupes ont été 

perméabilisées à température ambiante pendant 1h dans une solution de PBS-0,5%triton. Les sites 

de fixation aspécifiques des anticorps ont été saturés à température ambiante pendant 3h dans une 

solution PBS-3% BSA-0,05% triton. Les coupes ont ensuite été lavées dans une solution de PBS-

0,05% triton puis les anticorps primaires (Table 2) dilués dans une solution PBS-1% BSA ont été 

incubés 16h à 4°C dans une chambre humide. Après lavage dans une solution PBS-0,05% triton, les 

anticorps secondaires couplés aux fluorochromes AlexaFluor 488 anti-souris et AlexaFluor 555 anti-

lapin (Table 2) dilués dans une solution PBS-1% BSA ont été incubés à l’obscurité 16h à 4°C dans 
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une chambre humide. Les coupes ont ensuite été incubées 20 min à température ambiante dans 

du DAPI (1/30000). Enfin, les coupes ont été montées entre lame et lamelle dans deux gouttes de 

Prolong Diamond Antifade Mountant with DAPI (#P36962, Life technologies, France). Après 24h de 

polymérisation du liquide de montage à température ambiante, les coupes ont été stockées à 4°C 

jusqu’à leur observation au microscope confocal spinning disk Inverted Eclipse Ti-E (Nikon) équipé 

d’un spinning disk Yokogawa CSU-W1 et d’une caméra sCMOS Prime 95B (Photometrics) 

1200x1200à l’aide du logiciel d’acquisition MetaMorph® (Gataca Systems, France) de la plateforme 

d’imagerie Nikon center de l’institut Curie. Les images ont été réalisées au grossissement 60X CFI 

Plan Apo IR (NA 1,27 ; WD 0,17) avec un pas de 1µm dans l’axe Z afin de parcourir toute l’épaisseur 

de la coupe. L’analyse des images a été réalisée avec le logiciel ImageJ (NIH, USA). Les images 

obtenues dans l’axe Z ont été fusionnées en une image représentative de l’intégralité de l’épaisseur 

du tissu.  

B. DuolinkTM proximity ligation assay 

La technique de DuolinkTM proximity ligation assay (PLA) a été utilisée sur des CVRN, CVRA et des 

coupes de tissu cardiaque fixés. Les CVRN ont été traités 1h avec 10 µM de peptide PKI, un inhibiteur 

spécifique de la PKA ou son contrôle négatif le peptide scPKI ou 10 µM de Ht31, un peptide 

inhibiteur des interactions PKA-AKAP ou son peptide contrôle Ht31-P. Une stimulation de 10 min 

à l’isoprénaline 1 µM (#16504, Sigma, France) a ensuite été effectuée pour activer la voie bêta-

adrénergique.  

1. Principe 

Le DuolinkTM PLA permet de déceler les interactions protéiques en imagerie avec une résolution 

allant jusqu’à 40nm. Cette technique repose sur l’utilisation d’anticorps primaires dirigés contre les 

protéines d’intérêt. Chaque anticorps primaire est ensuite couplé à un anticorps secondaire PLUS 

ou MINUS sur lequel est fixé une sonde nucléotidique dirigé contre l’espèce de l’anticorps primaire. 

Les sondes nucléotidiques PLUS et MINUS sont complémentaires entre elles. En fonction de la 

distance entre les protéines d’intérêt, elles seront ou non à l’origine d’une amplification d’ADN par 

intégration de nucléotides fluorescents. Si les protéines d’intérêts sont à une distance inférieure ou 

égale à 40nm, les sondes complémentaires soumises à l’action d’une ligase forment un ADN 

circulaire. Cet ADN circulaire sert de matrice pour une ADN polymérase qui intègre des nucléotides 

fluorescents au cours de l’élongation de la matrice. Lors de la détection du signal PLA en imagerie, 
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chaque point fluorescent correspond à une intégration de 10000 nucléotides par la polymérase. A 

l’inverse, si les protéines sont trop éloignées, la ligase ne permet pas la formation de l’ADN circulaire 

empêchant ainsi l’amplification et la production de fluorescence. En fonction du choix des anticorps 

primaires, le PLA peut mettre en évidence la localisation cellulaire de protéines, une interaction 

entre protéines différentes ou des modifications post transcriptionnelles telles qu’une 

phosphorylation. 

 

Figure 13 Représentation schématique d’une réaction PLA 

Après l’incubation des anticorps primaires, incuber les sondes PLA PLUS et MINUS (A).  Hybrider les oligos connecteurs 

et utiliser la ligase pour compléter le cercle ADN (B). Amplification du cercle (C). Hybrider les oligonucléotides fluorescents pour 

la détection du signal (D).  

De Sigma Aldrich, Detection of Protein-protein Interactions by in situ PLA 

 

2. PLA sur cardiomyocytes isolés 

Le PLA sur CVRN et CVRA a été réalisé à l’aide d’un kit Duolink® Proximity Ligation Assay (Sigma, 

France) en suivant les recommandations du fournisseur. Après avoir fixé et perméabilisé les cellules 

avec du méthanol 2 min à -20°C, les sites de fixation aspécifiques des anticorps ont été bloqués en 

chambre humide pendant 1h à 37°C dans le tampon de blocage fourni dans le kit. Les anticorps 

primaires dilués dans le tampon du kit ont été incubés 16h à 4°C dans une chambre humide (Table 

2). Les sondes DuolinkTM in situ PLA probe anti-rabbit PLUS (#DUO92002, Sigma, France) et 

DuolinkTM in situ PLA probe anti-mouse MINUS (#DUO92004, Sigma, France) diluées au 1/5 ont été 

incubées 30min à 37°C dans une chambre humide. Les cellules ont ensuite été incubées en présence 

du tampon de ligation et de la ligase fournis dans le kit DuolinkTM in situ PLA Detection Reagents 

Orange (# DUO92102, Sigma, France), respectivement dilué au 1/5 et au 1/40 dans de l’eau ultra 

pure pendant 1h à 37°C dans une chambre humide. Enfin, les cellules ont été incubées en présence 

de la polymérase et de son tampon de polymérisation fournis par le kit (Sigma, France), 
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respectivement dilués au 1/5 et au 1/80 dans de l’eau ultra pure pendant 120 min dans une chambre 

humide à 37°C. Les cellules ont été montées dans le milieu de montage DuolinkTM In Situ mounting 

medium with DAPI (#DUO82040, Sigma, France) et stockées à 4°C jusqu’à leur visualisation au 

microscope confocal spinning disk Inverted Eclipse Ti-E (Nikon) équipé d’un spinning disk 

Yokogawa CSU-W1 et d’une caméra sCMOS Prime 95B (Photometrics) 1200x1200 à l’aide du 

logiciel d’acquisition MetaMorph® (Gataca Systems, France) de la plateforme d’imagerie Nikon 

center de l’institut Curie. Les piles d’images ont été réalisées au grossissement 60X CFI Plan Apo IR 

(NA 1,27 ; WD 0,17) avec un pas de 0,2 µm dans l’axe Z afin d’imager toute l’épaisseur de la cellule. 

Elles ont été analysées avec le logiciel ImageJ (NIH, USA). Les images obtenues dans l’axe Z ont été 

fusionnées en une image représentative de l’intégralité de l’épaisseur de la cellule. Les variations 

d’intensité de fluorescence ont été éliminées avec l’application d’un masque qui transforme le 

signal fluorescent en signal binaire. La quantification du signal PLA sur le modèle cellulaire a été 

effectuée avec la fonction « analyze particles » du logiciel ImageJ qui dénombre automatiquement 

le nombre de points fluorescents dans le champ. Les noyaux ont été dénombrés à la main avec le 

plugin cell counter-ImageJ. Les résultats sont présentés comme la moyenne du nombre de points 

fluorescents normalisé par le nombre de noyaux +/- l’erreur standard à la moyenne (SEM) pour 

N=3 dissociations et n=3 à 5 champs analysés à l’aide du logiciel GraphPad Prism (La Jolla, USA). 

3. PLA sur coupes de cœur 

Afin de réaliser la technique du PLA sur des coupes de tissu, le protocole indiqué par le fournisseur 

(Sigma, France) et appliqué sur les cardiomyocytes isolés a été réadapté en se basant sur la 

publication Mendez et Banerjee [259]. Les cœurs des animaux sham et IDM fraîchement isolés ont 

été fixés et coupés au vibratome et perméabilisés comme indiqué pour les expériences 

d’immunohistofluorescence. Les coupes ont ensuite été bloquées pendant 1h à 37°C dans le 

tampon de blocage du kit PLA. Les anticorps primaires (Table 2) ont été dilués dans le tampon 

fourni par le kit supplémenté avec 0,1% de triton pour améliorer leur pénétration dans le tissu. Ils 

ont été incubés 16h dans une chambre humide à 4°C. Les sondes PLUS et MINUS diluées au 1/5 

dans le tampon du kit ont été incubées 16h dans une chambre humide à 4°C. Elles ont ensuite été 

placées 1h à 37°C dans une chambre humide. Les coupes ont été incubées avec le tampon de 

ligation dilué au 1/5 et la ligase diluée au 1/40 dans de l’eau ultra pure pendant 3h à 37°C dans une 

chambre humide. La polymérase diluée au 1/80 et son tampon de polymérisation dilué au 1/5 dans 

de l’eau ultra pure ont été incubés 6h à 37°C dans une chambre humide. Les coupes ont ensuite 
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été montées dans le milieu de montage DuolinkTM In Situ mounting medium with DAPI 

(#DUO82040, Sigma, France) et conservées à 4°C jusqu’à leur observation au microscope spinning 

disk au microscope confocal spinning disk Inverted Eclipse Ti-E (Nikon) équipé d’un spinning disk 

Yokogawa CSU-W1 et d’une caméra sCMOS Prime 95B (Photometrics) 1200x1200 à l’aide du 

logiciel d’acquisition MetaMorph® (Gataca Systems, France) de la plateforme d’imagerie Nikon 

Imaging Center de l’Institut Curie. 

Le traitement des images a été réalisé avec le logiciel ImageJ (NIH). Les piles images ont été réalisées 

au grossissement 60X CFI Plan Apo IR (NA 1,27 ;WD 0,17) avec un pas de 1µm dans l’axe Z afin 

d’imager toute l’épaisseur du tissu. Les stacks obtenus selon l’axe Z ont été fusionnés en une image 

représentative de l’intégralité de l’épaisseur du tissu. Après avoir appliqué un masque permettant 

de s’affranchir des variations d’intensité de fluorescence, la quantification du signal PLA a été 

effectuée en déterminant l’aire occupée par le signal PLA sur l’aire totale occupée par du tissu, 

toutes deux déterminées avec la fonction « analyze particles » du logiciel ImageJ (NIH, USA). Les 

résultats ont été présentés sous forme de pourcentage de signal PLA/surface de tissu à l’aide du 

logiciel GraphPad Prism (La Jolla, USA) pour N=3 cœurs et n=3 acquisitions. 

 

 Nom de l’Ac Concentration Fournisseur 

Ac primaires  

Cx43 rabbit 5µg/mL Sigma, #C6219 

Cx43 mouse 5µg/mL Sigma, #C8093 

Ezrine mouse 5 µg/mL Invitrogen, #35-7300 

PKA RII Ms 5 µg/ml BD Biosciences, #612243 

AKAP 2 5 µg/ml Invitrogen, #PA5-78749 

AKAP 5 10 µg/ml Invitrogen, #PA5636155 

AKAP 7 5 µg/ml Proteintech, #12591-1-AP 

Phospho Ser mouse 20 µg/mL Sigma, #P5747 

PKA RII mouse 5 µg/ml BD Biosciences, #612243 

IgG mouse 0.1 µg/ml Santa Cruz, #sc-2025 

IgG rabbit 0.1 µg/ml Invitrogen, #311235 

Ac secondaires 
AlexaFluor 488 goat anti-mouse IgG (H+L) 4 µg/mL Invitrogen, #A11029 

AlexaFluor 555 PLus goat anti-rabbit IgG (H+L) 4 µg/mL Invitrogen, #A32732 

Table 2 Anticorps utilisés en immunofluorescence 
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C. Fluorescence Loss In Photobleaching  

Les expériences de fluorescence loss in photobleaching (FLIP) ont été effectuées sur des CVRN pré-

traités pendant 1h avec 10 µM de PKI,  un peptide inhibiteur de la PKA ou son contrôle scPKI, 10 

µM d’Ht31, un peptide inhibiteur des interactions PKA-AKAP ou son contrôle Ht31-P, puis stimulés 

10 min à l’isoprénaline 1µM pour activer la voie -adrénergique. 

1. Principe 

La technique de FLIP permet d’évaluer la CIJG par diffusion d’une molécule fluorescente. Lors de 

l’expérimentation, un spot précis sur une « cellule cible » est photoblanchi de façon régulière ce qui 

entraîne une perte de sa fluorescence. S’il y a communication, cette perte de fluorescence sera 

également observée sur les « cellules voisines » de la cellule cible qui transmettront 

progressivement leur fluorescence à la cellule cible selon la loi de Fick. Afin d’évaluer la CIJG, la 

fluorescence est enregistrée et quantifiée en simultanée sur la « cellule cible » et une de ses 

« cellules voisines ». La variation de fluorescence des cellules « cible » et « voisine » au cours du 

temps est représentée par une courbe intensité de fluorescence en fonction du temps. Lorsque 

celle-ci atteint un plateau, l’intervalle de fluorescence entre l’état initial (avant le photoblanchiment) 

et le plateau de la cellule voisine est déterminé et défini comme la « fraction mobile » du colorant 

qui représente la CIJG (Fig.14). 

Figure 14 Représentation d’une expérience de FLIP 

A. L’ensemble des cellules est chargé en red orange caléine-AM. 

B-C-D. Un spot dans la cellule cible est photoblanchi de façon répétée pendant toute l’expérience. 

E. A la fin de l’expérience, l’intensité de fluorescence a diminué dans les cellules qui communiquent 

F. L’intensité de fluorescence au cours du temps est mesurée dans la cellule cible et sa cellule voisine. L’intervalle entre le plateau 

et la fluorescence initiale de la cellule voisine représente la communication intercellulaire par jonction gap. 
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2. Protocole 

Préalablement à l’expérience de FLIP, les cellules ont été incubées avec 5µM de calcein red orange-

AM (ThermoFissher, France) pendant 10 min à 37°C, 5% CO2. Après avoir rincé la calcéine, elles ont 

été placées sur le microscope confocal spinning disk Inverted Eclipse Ti-E (Nikon) équipé d’un 

spinning disk Yokogawa CSU-W1 et d’une caméra EMCCD Evolve (Photometrics) 515*512 couplé à 

un module de photoactivation ILAS2 (Gataca Systems, France) dans une chambre thermostatée à 

37°C, 5% CO2. A l’aide du logiciel MetaMorph FRAP® (GatacaSystems, France), un cercle de rayon 

de 25 pixels localisé dans le cytoplasme d’un cardiomyocyte a été photoblanchi à l’aide d’un laser 

muni d’une diode 561 nm délivrant 50mW pendant 300 ms toutes les 10 secondes au cours de 60 

cycles. L’intensité de fluorescence a été enregistrée et quantifiée en parallèle dans la cellule 

photoblanchie et dans une « cellule voisine » connectée à celle-ci avec un laser de 0,9 mW en 

prenant soin de soustraire le bruit caméra et de compenser le photoblanchiment non spécifique 

aux valeurs obtenues. Les résultats ont été normalisés par rapport à l’intensité initiale de 

fluorescence de la cellule étudiée et ont été présentés sous forme de graphe à l’aide du logiciel 

GraphPad Prism (La Jolla, USA). Les courbes obtenues ont été modulées par une régression non 

linéaire de type plateau suivi par une phase de décroissance avec un K supérieur à 0 et un X de 

départ correspond à la valeur de fluorescence pré-photoblanchiment. Les kymogrammes 

représentant l’intensité de fluorescence au cours du temps ont été réalisés avec le logiciel ImageJ 

(NIH) et représentent la fluorescence dans la « cellule voisine » étudiée au cours du temps. Les 

fractions mobiles ont été présentées sous forme de graphe avec le logiciel GraphPad Prism (La Jolla, 

USA) pour N=3 dissciations et n=4 à 6 acquisitions. 

D. La microscopie spinning disk 

Comme un microscope confocal classique, le microscope spinning disk se base sur l’utilisation de 

« pinholes » pour empêcher la détection des rayons lumineux ne venant pas du plan focal. En 

revanche, au lieu d’avoir un unique « pinhole », il est composé d’un disque constitué de nombreux 

« pinholes ». Ce disque permet ainsi de balayer l’échantillon extrêmement rapidement dans le plan 

focal grâce à un mouvement de rotation. Le microscope spinning disk comporte en réalité deux 

disques qui tournent de façon synchrone, un premier disque doté de petites lentilles capables de 

concentrer les rayons lumineux sur le deuxième disque comportant les « pinholes» (Fig . 15). Le 

spinning disk permet ainsi d’obtenir des images de qualité équivalente à un microscope confocal 
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avec une rapidité largement supérieure. Un de ses inconvénients est la limitation de l’éclairage de 

l’échantillon qui de prime abord pourrait laisser penser à une perte de résolution. Cependant, la 

vitesse de rotation élevée des disques et l’utilisation d’une caméra haute résolution permettent de 

limiter ce phénomène. 

 

Figure 15 Balayage d’un échantillon par un microscope spinning disk  

L’utilisation d’un disque de micro lentilles permet d’augmenter la transmission de lumière à travers le premier disque 

de pinholes. Ainsi, l’illumination laser converge vers les pinholes grâce aux micro-lentilles, avec les deux disques 

tournant en synchronisation sur l’échantillon. 
Adapté de Live cells spinning disk microscopy, Gräf, Rietdorf, Zimmerman, 2005 [260] par Teledyne Imaging Spinning disk confocal microscopy, Louis 

Keal, Matthew Köse-Dunn, 2019 

 

E. Coloration hematoxyline-eosine 

Après avoir récupéré et fixé les cœurs comme indiqué pour le protocole d’immunohistochimie, des 

coupes de 5 µm ont été réalisées au microtome par la plateforme PHIC (Plateforme d’Histologie 

souris Immunopathologie de Clamart) de l’Université Paris-Saclay. Ces coupes ont été destinées à 

présenter les images de coloration et les zones de l’IDM. Les coupes fixées sur lame ont été 

déparaffinées par 2 bains de 10 min de xylène, puis réhydratées progressivement dans des bains 

successifs d’éthanol 100%, 70%, 50% et d’eau distillée de 5 min. La coloration a été effectuée à 

l’aide du kit H&E Stain Kit (Abcam, France) en suivant les recommandations du fournisseur. Les 

lames ont été plongées dans un bain d’hématoxyline pendant 5 min, puis ont été lavées 2 fois à 

l’eau distillée. Elles ont ensuite été plongées dans un bain de 10s de la solution « bluing » du kit et 
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rincées deux fois à l’eau distillée. Les lames ont été plongées dans un bain d’éthanol 100% et enfin 

dans un bain d’éosine pendant 2,5 min avant d’être lavées à l’eau. L’ensemble de la manipulation a 

été effectuée à température ambiante. Les lames ont été montées à l’aide d’une lamelle dans le 

milieu de polymérisation ProlongTM Diamond Antifade Mountant (#P36961, Life technologies, 

France). 

La coloration a également été effectuée sur les coupes de 80 µm afin de repérer les zones infarcies, 

proximales et distales de l’IDM pour les expériences d’immunohistofluorescence et de PLA. Le 

même protocole de coloration a été appliqué à l’exception d’une réhydratation progressive des 

coupes à la suite du bain d’éosine. Les coupes ont été plongées dans un bain d’éthanol 70%, un 

bain d’éthanol 50% et enfin ont été lavées à l’eau avant d’être montées en lame et lamelle. 

 

III. TECHNIQUES DE BIOLOGIE MOLECULAIRE, BIOCHIMIE 

A. Fractionnement cellulaire 

L’isolement des fractions membranaire et soluble à partir de biopsies de cœurs de rat sham et IDM 

congelés a été réalisée à l’aide du kit ProteoExtract® Native Membrane Protein Extraction kit 

(#44810, Calbiochem®, France) en suivant les recommandations du constructeur avec quelques 

adaptations comme décrit ci-dessous. 

 Les cœurs ont été broyés sur glace à l’ultra-turrax® (IKA, Allemagne) dans 1mL de tampon 

d’extraction I supplémenté avec 5µL d’inhibiteur de protéases, tous deux fournis par le kit. Le broyat 

a été incubé sous agitation douce à 4°C pendant 10 min puis centrifugé à 16000g, 4°C pendant 15 

min. Le surnageant contenant les protéines cytosolubes a été récupéré et stocké sur glace jusqu’à 

son utilisation. Le culot a été resuspendu dans 500 µL de tampon d’extraction II supplémenté avec 

2,5µL d’inhibiteur de protéases fournis par le kit et incubé sous agitation douce à 4°C pendant 30 

min. Après une centrifugation à 16000g, à 4°C, pendant 15 min, le surengagent contenant les 

protéines membranaires a été récupéré et des immunoprécipitations ont été réalisées à partir des 

lysats protéiques des fractions soluble et membranaires. 
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B. Etude des complexes protéiques par 

immunoprécipitation 

Les expériences d’immunoprécipitation ont été effectuées à l’aide du kit DynabeadsTM Protein G 

Immunoprecipitation kit (#10007D, ThermoFisher, France) en suivant les recommandations du 

fournisseur à partir de lysats protéiques de CVRN totaux ou issus du fractionnement cellulaire. Les 

lysats totaux ont été extraits partir de culots cellulaires, par sonication sur glace dans le tampon de 

lyse Lysis Bufer (#FNN0021, Invitrogen, France) supplémenté en antiprotéases 1X (#539137, Merck 

EMPD Millipore, France) et e, antiphosphatases 1X (#524629, Merck EMD Millipore, France).  

Après resuspension, 1,5 mg de dynabeads ont été incubés en présence de 2 µg d’anticorps de la 

protéine d’intérêt dans 200 µL du tampon de liaison fourni par le kit, sous rotation à 1000 rpm à 

température ambiante pendant 15min. Un cross-link de la liaison entre les billes et la partie Fc des 

anticorps a été réalisé avec 5 mM de de BS3 (PierceTM BS3, #A39266, ThermoFisher, France) pendant 

30 min sous agitation à 1000 rpm. La réaction de crosslink a été stoppée avec 12,5 µL de Tris-HCl 

1M à pH 7,5 pendant 15 min sous agitation à 1000 rpm. Les billes ont ensuite été mises en 

suspension avec 400 µg de lysat protéique ou de tampon de lyse pour effectuer un contrôle négatif 

sous rotation pendant 16h à 4°C. Après avoir récupéré le surnagent de lysat sur aimant (qui 

constitue le contrôle de dépôt « output »), les billes ont été resuspendues dans 20 µL du tampon 

d’élution fourni par le kit en présence de 10 µL de NuPage LDS (Thermofisher, France) et 3 µL de 

NuPage Reducing Agent (Thermofisher, France). Un western blot a ensuite été effectué. 

 

C. Etude des niveaux d’expression protéique par western 

blot 

La technique du western blot (WB) a été utilisée sur des CVRN traités avec 10 µM de peptides PKI, 

scPKI, Ht31, Ht31P ; sur des morceaux de cœur issus de rats adultes sham ou soumis à un IDM ; ou 

sur les immunoprécipitats. 

A partir de culots cellulaires, les protéines ont été extraites par sonication sur glace dans le tampon 

de lyse Lysis Bufer (#FNN0021, Invitrogen, France) supplémenté en antiprotéases 1X (#539137, 

Merck EMPD Millipore, France) et en antiphosphatases 1X (#524629, Merck EMD Millipore, France).  
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Les cœurs des rats sham et IDM fraîchement isolés ont été disséqués sous loupe afin d’isoler les 

zones proximale et distale de la ZI, puis ont été plongés dans l’azote liquide avant d’être conservés 

à -80°C. Les protéines ont été extraites par broyage mécanique à l’ultra-turrax® (IKA, Allemagne) 

puis par sonication sur glace dans un tampon PBS-0.1% triton supplémenté en antiprotéases 1X 

(#539137, Merck EMPD Millipore, France) et en antiphosphatases 1X (#524629, Merck EMD 

Millipore, France). Les broyats ont ensuite été centrifugés 10 min à 12000 rpm et le surnageant 

contenant les protéines a été récupéré. 

Les protéines cellulaires ou tissulaires ont été dosées au Bradford puis soumises à une 

électrophorèse à 200V sur gel Bolt 4-12% (ThermoFisher, France) dans le tampon de migration 

MOPS (ThermoFisher, France) ou sur gel Tris Glycine 4-20% (ThermoFisher, France) dans le tampon 

de migration TG-SDS. Après transfert sur membrane de nitrocellulose, un blocage des sites de 

fixation aspécifiques des anticorps a été effectué en tampon gélatine (#G7663, Sigma, France), 

excepté pour les incubations d’anticorps primaires anti ezrine où un tampon TBS-1% tween-5% lait 

écrémé a été privilégié. Les anticorps primaires (Table 3) ont été incubés overnight à 4°C et les 

anticorps secondaires couplés à la HRP (Table 3) ont été incubés 45 min à température ambiante 

après lavage des membranes avec du TBS-1% tween.  

Les SuperSignal West Pico Plus et Femto (Thermofisher, France) ont été utilisés pour la révélation 

du signal qui a été enregistré avec l’iBright FL1000 machine (Thermofisher, France). Les niveaux 

d’expression protéique des cibles ont été normalisés par les niveaux d’expression de la 

calséquestrine ou par le niveau d’expression protéique total contenu dans chaque puits. 

L’expression protéique totale a été mise en évidence par le RevertTM 700 Total Protein Stain (#926-

11021, Li-COR, France) et révélé à l’IBright FL1000 machine (Thermofisher, France) par fluorescence 

à 700nm. 

Le niveau de phosphorylation de la Cx43 a été normalisé par rapport à l’expression totale de la 

Cx43 et a été déterminé en appliquant la formule [(expression de la Cx43 totale - expression de la 

Cx43 non phosphorylée) / expression de la Cx43 totale].  

Pour les expériences d’immunoprécipitation, la quantité d’ezrine précipitée pour chaque condition 

a été quantifiée et normalisée par la quantité de Cx43 fixée sur les billes. 

Les niveaux d’expression ont été quantifiés par analyse de densité à l’aide du logiciel ImageJ (NIH, 

USA). 
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 Nom de l’Ac Concentration - Dilution Fournisseur 

Ac primaires  

 

Cx43 rabbit 0,5 µg/mL  Sigma, #C6219 

Cx43 NP 0,5 µg/mL Invitrogen, #13-8300 

Ezrine mouse 0,5 µg/mL Invitrogen, #35-7300 

PKA RII rabbit 0,4 µg/mL Proteintech, 10142-2-AP 

Phospho PKA substrats, rabbit 1/1000 Cell Signaling, #9624 

AKAP 2 0,5 µg/mL Sigma, #A7811 

AKAP 5 1/1000 EMD Millipore, #07-210 

AKAP 7 0,5 µg/mL                      Proteintech, #12591-1-AP 

Calséquestrine 1/1000 Pierce, #PA1-913 

Ac secondaires 

conjugués à une HRP 

Gt anti-Rb IgG (H+L) 0,03 µg/mL  Invitrogen, #31460 

Gt anti-Ms IgG (H+L) 0,03 µg/mL Invitrogen, #31430 

Table 3 Liste des anticorps utilisés pour les expériences de western blot et immunoprécipitation 

 

D. Etude des niveaux d’expression génique par RT-qPCR 

Les tissus des animaux sham et IDM ont été lysés par broyage mécanique à l’ultra-turrax® (IKA, 

Allemagne) dans un tampon TRIzol (Invitrogen, France). Une extraction au phénol-chloroforme a 

ensuite été réalisée pour isoler les ARN totaux des protéines et ARN. 200µL de chloroforme ont été 

utilisés par mL de TRIzol et la séparation a été effectuée par centrifugation à 12000g, 4°C pendant 

15 min. Les ARN totaux ont été précipités à l’isopropanol froid à -20°C pendant 10 min puis 

centrifugés à 12000g, 4°C pendant 10 min. Le culot contenant les ARN totaux a été re-suspendu 

dans 1 mL d’éthanol 75% et centrifugé à 7500g, 4°C pendant 5 min pour laver les ARN. Enfin, le 

culot obtenu a été séché à l’air libre puis re-suspendu dans 20 µL d’eau DNAse RNAse free et 

conservé à -80°C. 

Après avoir dosé les ARN extraits et vérifié leur qualité à l’aide des ratios de DO 260/280 et 260/230, 

les ARN ont été rétrotrasncrits en ADNc en suivant les recommandations du kit iScriptTM cDNA 

synthesis (#1708890, Bio-Rad, France). Les ratios de DO 260/280 et 260/230 permettent d’apprécier 

respectivement l’absence de contamination par des protéines ou des solvants comme le phénol. 1 

µg d’ARN total a été mélangé à 4 µL de mix, 1 µL de rétrotranscriptase et 15 µL d’eau ultra pure. La 

rétrotranscription a été réalisée au thermocycleur avec un cycle de 5 min à 25°C, 20 min à 46°C et 

1 min à 95°C. Ces cycles permettent respectivement l’hybridation des amorces à la matrice, 

l’activation de polymérase ADN ARN-dépendante et la synthèse d’ADNc, l’inactivation de l’enzyme. 

Un contrôle négatif RT0 a été effectué en absence de rétrotranscriptase.  
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La qPCR a été effectuée en suivant les recommandations du kit SSoADvence Universal SYBR® Green 

Supermix (#1725274, Bio-Rad, France). 1 µg d’ADNc dilué dans 5 µL d’eau ultra pure a été mélangé 

à 7,5 µL de mix et 100 pmol/µL d’amorces sens et anti-sens. L’amplification a été réalisée au 

thermocycleur avec 1 cycle de 30s à 95°C, puis 40 cycles de 5s à 95°C suivi de 20s à 60°C. Ces cycles 

correspondent respectivement à l’activation de la polymérase puis 40 cycles de dénaturation 

de l’ADNc, fixation des amorces et amplification des fragments. Enfin une courbe de 

fusion a été réalisée entre 65 et 95°C avec un pas de 0,5°C pour déterminer le Tm de 

chaque couple d’amorce et contrôler leur spécificité d’amplification.  

Des contrôles négatifs NRT (échantillon RT0) d et NTC (absence d’échantillon) ont été 

réalisés afin de valider l’expérience. Les amorces : Cx43 : sens 

5’_GTCTACCCCTCTGGGTGTGA_3’; anti-sens 5’_ATGTTTGGAAGGCACAAAGG_3’, ezrin : 

sens 5’_CAGAGAGTCATGGACCAGCA_3’; PKARII : sens 

5’_AGATTGCCACTGCCATAAG_3’; anti-sens 5’_AGCATTTGACGTCTCCACC_3’, ARNr18S : 

sens 5’_ACTGGCGCTGCGGGATGAAC_3’; anti-sens 5‘_CCATGGCCACCGTCCTGCTG_3’; 

ARNr28S : sens 5’_CGCTCATTAAATCAGTTATGGTTCCT_3’; anti-sens 

5’_GTTGGTTTTGATCTGATAAATGCACG_3’ ont été utilisées pour l’amplification des 

ADNc. Les niveaux d’expression génique ont été normalisés par rapport à l’expression 

des ARN ribosomaux 28S et 18S et ont été présentés sous forme d’histogramme avec 

le logiciel GraphPad Prism (La Jolla, USA). 

 

IV. TECHNIQUES D’EXPERIMENTATION IN VIVO 

A. Modèle d’infarctus du myocarde 

Le modèle d’infarctus du myocarde (IDM) utilisé a été réalisé comme décrit par Boudia, Domergue, 

et al. et repose sur une ligature permanente de l’artère coronaire descendante gauche (LAD) 

maintenue pendant 7 jours [261]. Les rats ont été anesthésiés par une injection péritonéale de 

kétamine (Imalgène®1000) à 43 mg/kg et xylazine (Rompun® 2%) à 8,7 mg/kg. Ils ont été placés 
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sur un tapis chauffant durant la chirurgie et ce jusqu’à leur éveil afin de maintenir la température 

corporelle à 37°C durant toute la durée de l’anesthésie. Les rats ont ensuite été intubés à l’aveugle 

ou à l’aide d’une trachéotomie si nécessaire. Les rats ont été ventilés en oxygène à un débit de 

1cc/100g de poids de corps et une fréquence de 70 respirations par minute jusqu’à la reprise 

autonome de leur respiration. Une fois le rat intubé et placé en décubitus dorsal sur le tapis 

chauffant, une incision latérale de la peau a été réalisée à proximité du 4ème espace intercostal. Les 

muscles pectoraux superficiels et profonds ont ensuite été séparés et maintenus écartés à l’aide de 

fil prolène 4.0 (Ethicon, France) pour exposer les côtes. Une incision latérale dans le quatrième 

espace intercostal a ensuite été réalisée et un écarteur a été utilisé pour maintenir l’ouverture et 

exposer le cœur. Le péricarde a été déchiré à l’aide de pinces. La ligature de la LAD a été réalisée 

par un double nœud chirurgical suivi d’un simple nœud avec du fil prolène 6.0 (Ethicon, France). 

Les côtes ont été refermées avec une suture vycril 4.0 (Ethicon, France) en prenant soin de faire le 

vide dans la cage thoracique avec une seringue. Les muscles pectoraux ont été ligaturés ensemble 

en respectant leur recouvrement naturel à l’aide de fil vycril 4.0 (Ethicon, France). La peau a été 

refermée en réalisant des points uniques au fil de soie 4.0 (Peters, France). Après leur réveil et 

pendant deux jours suivant la chirurgie, les rats ont reçu une injection sous cutanée unique de 

buprénorphine (buprecare®) à 0,02mg/kg. Les animaux témoins sham ont été soumis au même 

protocole chirurgical à l’exception de la ligature de la LAD qui n’a pas été effectuée, le fil a 

simplement été passé sous la coronaire sans ligaturer. 

B. Echocardiographie 

La technique d’échocardiographie transthoracique a été utilisée afin d’évaluer la fonction cardiaque 

des animaux in vivo par une méthode non invasive, notamment pour s’assurer du succès de la 

chirurgie d’IDM. 

Les animaux ont été anesthésiés par inhalation d’un mélange oxygène-3% isoflurane pendant la 

période d’induction puis ont été maintenus sous anesthésie par inhalation d’oxygène-1,5% 

isoflurane, le tout à un débit de 1,5L/min. L’animal anesthésié a ensuite été placé en décubitus 

dorsal sur une plaque chauffante jusqu’à son éveil après l’échocardiographie afin de maintenir sa 

température corporelle à 37°C. Les acquisitions ont été effectuées en mode TM (temps-

mouvement) avec une incidence para sternale grand axe à l’aide d’un échographe Vivid9TM (General 

Electric Healthcare,France) et une sonde linéaire 12S de fréquence 11MHz (General Electric 
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Healthcare, France). L’évaluation des paramètres cardiaques tels que la fréquence cardiaque, 

l’épaisseur des parois antérieures et postérieures en diastole et systole, respectivement AWTd, 

AWTs, PWTd, PWTs, les diamètres télédiastolique (LVEDD) et systolique (LVESD), la fraction de 

raccourcissement [FR=(LVEDD-LVESD)/LVEDD)*100], les volumes télédiastolique (VTD) et 

systolique (VTS), la fraction d’éjection [FE=(VTD-VTS)/VTD*100] a été effectuée avec le logiciel 

EchoPAcTM (GeneralElectric Heathcare, France) sur une moyenne de trois mesures pour chaque 

paramètre. 

C. Télémétrie électrocardiogramme 

Afin de déterminer la susceptibilité aux arythmies des animaux suite à un IDM, la technique de 

télémétrie a été utilisée sur animal vigile pour enregistrer l’électrocardiogramme (ECG) des rats 

sham et IDM.  

Préalablement à leur implantation, les capteurs de télémétrie ETA-F10 (Data Sciences International, 

Harvard, USA) ont été stérilisés dans une solution d’Actril® (Medivator, France) et rincés au PBS. 

L’implantation des capteurs a été réalisée immédiatement après la chirurgie LAD afin d’opérer et 

d’anesthésier qu’une fois l’animal et ainsi limiter douleur et inflammation.  

Les animaux ont été placés sur un tapis chauffant afin de maintenir leur température corporelle à 

37°C pendant toute la durée de la chirurgie et ce jusqu’à leur éveil. Afin de créer une poche 

permettant l’insertion des capteurs de télémétrie, une incision longitudinale a été effectuée au-

dessous de la nuque. Une fois le capteur inséré, les électrodes d’enregistrement positives et 

négatives ont été glissées sous la peau et suturées à l’aide de fil de soie 4.0 (Péters Surgical) sur le 

muscle pectoral au niveau du flanc gauche de l’animal (électrode négative) et sur le muscle 

subcostal au niveau du flanc droit (électrode positive). 

L’activité ECG a été captée par des receveurs RPC-1 (Data Sciences International, Harvard, USA) et 

enregistrée à l’aide du logiciel d’acquisition iox2 (EMKA Technologies, France). L’ECG a été 

enregistré en continu, en condition basale pendant 24h, puis pendant 1h à la suite d’une injection 

intrapéritonéale de caféine (2mg/kg, Sigma) et norépinéphrine (120mg/kg, Sigma) dans le but 

d’induire des arythmies. Les données ont été analysées avec le logiciel ecgAUTO en mode RR (EMKA 

Technologies, France). Ce mode permet d’extraire de façon automatique la durée des intervalles RR 
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et sa variabilité. La détection des arythmies a été réalisée manuellement en se basant dans un 

premier temps sur la variabilité de l’intervalle RR pour affiner les zones d’analyse. 

 

V. ANALYSES STATISTIQUES 

Les données ont été présentées sous forme de moyenne +/- erreur standard à la moyenne (SEM). 

Les moyennes ont été comparées par t-test pour 2 groupes ou par ANOVA-1 voie suivi d’un post-

hoc de Tukey pour plusieurs groupes. Les analyses ont été réalisées à l’aide du logiciel GraphPad 

Prism (La Jolla, USA). Les différences ont été considérées comme significatives pour p< à 0,05. 
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I. PAPIER 1 

“Housekeeping proteins exhibit a high level of expression instability within 

control group and between human heart biopsies” 

 

Des techniques de biologie moléculaire telles que le western blot permettent de comparer une 

expression protéique relative entre différents groupes. Il est indispensable de normaliser 

l’expression protéique observée dans chaque échantillon afin de s’affranchir d’erreurs techniques 

éventuelles. Cette normalisation se fait généralement à l’aide d’une protéine de référence. Nous 

avons comparé chez l’Homme les protéines de référence couramment utilisées pour normaliser 

l’expression protéique en situation physiologique et lors d’un IDM. Nous avons observé une grande 

variabilité intra- et inter groupe des protéines de référence. Nous recommandons donc d’utiliser 

l’expression protéique totale dans chaque échantillon pour normaliser les résultats et s’affranchir 

de biais indésirables induits par la variabilité des protéines de référence lors de l’analyse. 
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Résultats complémentaires 

 

Figure 1 Total protein staining is the most accurate internal reference for target proteins normalization in 

rat cardiac biopsies. Rat cardiac biopsies from sham-operated and myocardial infarction rats (n=4 for each group) 

were examined by immunoblot for total proteins, calsequestrin (CSQ) and Cx43. Total proteins were visualized after 

fluorescent staining (TPS). TPS, CSQ and expression ratios of CX43 over TPS and CSQ were assessed by densitometric 

scanning of immunoblots. Dark and red solid circles indicate respectively sham and MI biopsies. Statistical data were 

presented as scatter dot plots of individual value amalgamated with boxes and whiskers (min to max). Descriptive 

statistics are indicated in lower rows. P values are indicated as * p < 0.05 for t-test. VC = variation coefficient, SD = 

standard déviation. 

 

Dans le modèle de rat, la variabilité intragroupe de l’expression des protéines totales (TPS) (qui 

traduit la dispersion des valeurs dans un groupe) est extrêmement faible et largement inférieure au 

seuil acceptable de 25% (VC=5.66% dans le groupe sham et 8.57% dans le groupe MI). Cette 

stabilité traduit  l’absence de bais expérimental dus à des erreurs de dosage, de pipetage ou de 

dépôt entre les différents échantillons. A l’inverse, la CSQ présente une variabilité intragroupe 

importante, notamment en situation pathologique (CV=28,18 % dans le groupe sham et 41,8% 

dans le groupe MI). Nous n’avons pas observé de différence d’expression des protéines totales 

entre les animaux sham et MI tandis que l’expression de la CSQ diminue d’environ 30% dans l’IDM 

(p<0,0356). Cette différence d’expression de la CSQ conduit à des écarts majeurs concernant  
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Figure 2 Total protein staining is the most accurate internal reference for target proteins normalization in 

human biopsies. Human cardiac biopsies from control and MI (n=9 control and 7 MI ) were examined by 

immunoblot for expression ratios of CSQ over TPS, Cx43 over TPS and Cx43 over CSQ. Dark and red solid circles 

indicate respectively control and MI biopsies. Statistical data were presented as scatter dot plots of individual value 

amalgamated with boxes and whiskers (min to max). Descriptive statistics are indicated in lower rows. P values are 

indicated as * p < 0.05 ; ***p<0.001 for t-test ; $ p < 0.05 ; $$ p<0.01 for non parametric U-test. VC = variation 

coefficient, SD = standard déviation, N. distrib = normal distribution. 

 

Nous avons observé chez l’Homme une grande variabilité d’expression de la CSQ intra- et 

intergroupe avec une diminution de son expression protéique de 50% suite à un IDM ce qui l’exclu 

de facto comme utilisation de protéine de référence (t-test, p<0.0152). En effet, le niveau 

d’expression protéique de la Cx43 normalisé par la CSQ en cas d’IDM chez l’Homme indique une 

absence de variation de la protéine dans la pathologie. A l’inverse, l’expression protéique de la Cx43 

normalisée par les protéines totales diminue d’environ 70% suite à un IDM (t-test, p<0.0002) (Fig. 

2).
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II. PAPIER 2 

“Anchored-PKA to ezrin mediates connexin-43 gap junction regulation and 

communication in cardiomyocytes that is dysregulated in myocardial infarction” 

 

L’IDM est un problème de santé public majeur. Les patient atteints d’IDM présentent des troubles 

du rythme cardiaque, en partie dus à des altérations de la Cx43. La Cx43 localisée aux DI des 

cardiomyocytes constitue les jonctions gap (JG) nécessaires pour la propagation synchrone et 

homogène du PA cardiaque. Le système -adrénergique est activé constitutivement suite à un IDM 

pour maintenir la fonction cardiaque. Considérant le rôle clef de la Cx43 et de la signalisation -

adrénergique dans la fonction cardiaque, nous avons étudié la régulation de la Cx43 par la voie 

adrénergique, plus particulièrement la PKA en condition physiologique et lors d’un IDM. Nous 

avons montré qu’une PKA ancrée régule la phosphorylation de la Cx43 et la communication 

intercellulaire par jonction gap (CIJG). De façon intéressante, nous avons observé la présence d’un 

complexe protéique constitué de la Cx43, l’AKAP ezrine et la PKA aux DI des cardiomyocytes qui 

est perturbé dans un modèle d’IDM par LAD chez le rat. Cette altération du complexe Cx-ezrine 

pourrait expliquer la diminution de phosphorylation de la Cx43 et la survenue des arythmies. 
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Abstract 15 

Introduction: Cardiac connexin-43 (Cx43) forms gap junction (GJ) channels at the intercalated 16 

discs (ID) of cardiomyocytes ensuring anisotropic action potential (AP) propagation. Post 17 

myocardial infarction (MI), Cx43 subcellular localization is altered affecting GJIC and AP 18 

propagation leading to uncoordinated contractions and fatal arrhythmias. In acute MI, chronic 19 

beta-adrenergic receptors (-ARs) stimulation, activates protein kinase A (PKA) signaling to 20 

compensate cardiomyocytes’ death and preserved cardiac function. In addition, -Ars are 21 

known to increase electrical conduction velocity. 22 

Objective: Considering the key role of cardiac Cx43 and PKA signaling in AP propagation, 23 

we investigated the potential regulation of gap junction intercellular communication (GJIC) by 24 

anchored-PKA under physiological condition and post-MI. 25 

Results: We pointed that cardiac Cx43 and GJIC are regulated by an anchored-PKA by western 26 

blot and GAP-FLIP (Fluorescent Loss In Photobleaching) experiments with PKA specific 27 

inhibition and with a peptide displacing PKA anchoring from AKAPs (A-Kinase Anchoring 28 

Protein). Immunofluorescent techniques and immunoprecipitation allowed to discover the 29 

presence of a Cx43-ezrin-PKA supramolecular complex the ID of cardiomyocytes. We 30 

generated a left anterior descending coronary artery model of MI in rats and noticed by western 31 

blot a significant reduction in Cx43 expression level and phosphorylation. Interestingly, 32 

immunofluorescent technics and immunoprecipitation indicate that this is associated with a 33 

disruption of the Cx43-ezrin complex. 34 

Conclusion: Our data identified cardiac Cx43 and GJIC by an anchored PKA. Interestingly, 35 

we pointed a cardiac PKA-ezrin-Cx43 complex at the ID of cardiomyocytes that is disrupted 36 

post-MI. This may partly explain impaired AP propagation leading to uncoordinated 37 

contractions post MI and arrhythmia occurrence. 38 

 39 
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Introduction 40 

In the heart, connexin-43 (Cx43) is the major gap junction (GJ) isoform, which forms 41 

transmembrane channels connecting the intracellular content of two or more cells 1. GJ are 42 

structured by two hemi-connexons composed of six hexamers of connexin proteins 1. In 43 

cardiomyocytes, GJ locates at the intercalated discs (ID) between adjacent cells, which favors 44 

AP propagation and small molecules diffusion (<1 kDa) 1. AP is spread in an anisotropic 45 

manner from cardiomyocytes to cardiomyocytes leading to an homogeneous and synchronous 46 

contraction of the heart 1. Cardiac Cx43 dysregulation appears in cardiac diseases (e.g., 47 

Myocardial infarction (MI)) and affects AP velocity and anisotropism, which favor arrhythmias 48 

susceptibility with re-entry circuits 2. The 3’5’ cyclic adenosine monophosphate (cAMP)-49 

protein kinase A (PKA) signaling pathway regulates both Cx43 and cardiac function 3,4. -50 

adrenergic receptors (-ARs) stimulation triggers adenylate cyclase-induced intracellular 51 

cAMP production, which activates PKA. Thereafter, PKA phosphorylates Cx43 to enhance 52 

trafficking at the ID and electric coupling between cardiomyocytes 3. Furthermore, the cAMP-53 

PKA signaling pathway modulates cardiac contraction is an adaptive fashion. In response to 54 

stress, -AR stimulation-induced PKA activation increases inotropic (force of contraction), 55 

lusitropic (rate of relaxation) and chronotropic (heart rate) effects by phosphorylating key 56 

proteins 4,5. In addition to these, -AR signaling increases AP propagation velocity, also known 57 

as dromotropic effect 6.  58 

PKA signaling pathway is tightly regulated in space and time throughout association with A-59 

Kinase Anchoring Proteins (AKAPs). AKAPs are a family of protein that contain an AKB (A-60 

Kinase Binding) domain and a unique subcellular targeting domain that directs PKA/AKAP 61 

complexes to defined location inside cell (i.e. organelle, plasmalemma, protein complexes or 62 

lipids). In addition, AKAP may precipitates PKA-specific substrates, which are directly bound 63 
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to or in close vicinity with AKAPs. Besides, AKAPs assemble signalosome complexes with 64 

additional multivalent signaling proteins (e.g. kinases, PDEs, phosphatases (PPs), Epac) 7. In 65 

the heart many AKAPs regulate cardiac function and their dysregulation trigger cardiac diseases 66 

(e.g. dilated hypertrophy) 7,8. 67 

MI remains one of the first cause of mortality worldwide according to World Health 68 

Organization 9. MI appears after coronary artery occlusion and leads to irreversible death of 69 

cardiomyocytes creating an infarct zone (IZ) for which apoptotic signals spreads across Cx43 70 

GJ 10, 11,12. MI is characterized by arrhythmias occurrence that can lead to sudden cardiac death 71 

and dysfunction of cardiac contraction performances that does not cover body’s needs 13. To 72 

counteract the cardiac dysfunction, the -AR signaling is triggered promptly after MI to 73 

maintain a normal blood flow and an efficient cardiac contraction. Beneficial at first, the 74 

constitutive -AR activation progressively becomes harmful and leads to heart failure (i.e. 75 

vicious circle of heart failure) 14.  76 

Considering the key role of Cx43 and cAMP-PKA signaling pathway in the regulation of 77 

cardiac function but also their involvement in the cardiac pathological progression, we 78 

investigate for an anchored-PKA regulating cardiac Cx43 GJ under physiological condition and 79 

after MI.  80 



 

 

5 

 

Methods 81 

Ethical recommendations about animal experimentation 82 

Animals were hosted by the Animex platform of Paris-Saclay university (agreement n.B92-83 

019-01) and manipulated in respect of the directives 2010/63/EU of 22/09/2010 published on 84 

the European Union Official Journal on 10/10/20. Neonatal and adult rats euthanasia to organ 85 

recovery was achieved in accordance with article 6 “mise à mort”, annexe 4 of these directives. 86 

In vivo experiments on rats have been allowed by the Agriculture French minister by Apafis 87 

project #14125. 88 

Cell culture  89 

ARVC (Adult Rat Ventricular Cardiomyocytes) have been isolated as previously described 15.  90 

Briefly, hearts were digested by retrograde perfusion of an oxygenated solution of 25 g/L 91 

collagenase A (Roche), 20-25 µM Ca2+ for 45min at 37°C. Ventricles were mechanically 92 

dissected and obtained cardiomyocytes were subjected to progressive calcium rise with CaCl2, 93 

to 75µM at the beginning and after to 320µM. Cells were plated on Cell-Tak (Corning) coated 94 

8 well Ibidi dishes at 25 cells/µL for 3 hours in platting medium: 97% MEM (Sigma), 2% 95 

HEPES (Sigma), 1% Penicillin-Stretomycin (GIBCO), pH 7;6). 96 

NRVC (Neonatal Rat Ventricular Cardiomyocytes) have been isolated by enzymatic and 97 

mechanic digestion of neonatal rat hearts as previously described16. Ventricles from 2 days 98 

neonatal rat hearts were digested at 37°C, 5% CO2 at 200 rpm for 7 cycles of 20 min in an 99 

enzymatic solution composed of 0.5g/L collagenase A (Roche) and 0.5g/L pancreatin (Sigma). 100 

Cells were separated on a discontinued Percoll gradient (45% top Percoll, 65% bottom Percoll) 101 

to purify cardiomyocytes from fibroblasts and blood cells. Cardiomyocytes were plated on 1% 102 

gelatin coated dishes in platting medium (PM): 70% DMEM (GIBCO), 15% Medium199 103 
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(GIBCO), 10% Horse Serum (GIBCO), 5% New Calf Serum (GIBCO) and 1% Penicilline-104 

Stretomycine (GIBCO). 24 h later, PM was replaced by maintaining medium (MM): 74% 105 

DMEM, 20 % Medium199 (GIBCO), 5% Horse Serum (GIBCO) and 1% Penicillin-106 

Stretomycin (GIBCO) or by OptiMEM reduced serum (GIBCO). MM was replaced every 48 107 

h.  108 

DuolinkTM Proximity Ligation Assay 109 

ARVC were plated in  12 chambers well ibidi (Biovalley, France) at the density of 2500 110 

cellules/cm2 and NRVC were plate in µ-dish Ibidi 35mm (Biovalley, France) at the density of 111 

140000 cells/cm2. NRVC were treated with 1µM isoprenaline for 10 min before experiments. 112 

PLA was performed in ARVC and NRVC accordingly to the DuolinkTM In Situ kit 113 

recommandations (Sigma) with PSer Ms (20 µg/mL, #P5747, Sigma, France), Cx43 Rb (5 114 

µg/mL, #C6219, Sigma, France), ezrin Ms (5 µg/mL, #35-7300, Invitrogen, France), PKA RII 115 

Ms (5 µg/mL, #612243, BD Biosciences) antibodies.  116 

The manufacturer protocol was adapt to tissue labelling in accordance with Mendez and 117 

Banerjee publication 17. Tissue slices were permeabilized 1 hour at RT with PBS 0.5% triton 118 

and blocked 1h at 37°C in humidity chamber with blocking buffer. Slice were incubated ON at 119 

4°C with primary antibodies to Cx43 and ezrin diluted in antibody diluent buffer -0.01% triton. 120 

Next, PLA Plus and Minus probes were diluted at 1/5 in antibody diluent, mixed and 121 

subsequently incubated in a humidity chamber ON at 4°C and then 1h at 37°C. Slices were 122 

incubated in a humidity chamber with a mixture of ligase and ligation buffer for 3 h at 37°C. 123 

Next, polymerase and polymerization buffer were added to slices and incubated at 37°C for 6h 124 

in a humidity chamber. Nuclei were counterstained with DAPI. Slices were mounted in Duolink 125 

In Situ mounting medium with DAPI (Sigma).  126 

 127 
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Western blot 128 

If necessary, NRVC were plated at the density of 140000 cells/cm2 and treated with 1µM 129 

isoprenaline, 10µM of Arg-tagged PKI, sc-PKI, stearate-tagged Ht31 or Ht31-P peptides before 130 

experiments. 131 

Proteins were extracted from tissue with ultra-thurax (IKA) in PBS-0.1% triton buffer 132 

supplemented with antiproteases and antiphosphatases (Merck). Proteins were subjected to 133 

electrophoresis at 200 V on 4-20% Tris Glycine or 4-12% Bolt gels in TG-SDS or MOPS buffer 134 

respectively. Filters were blocked in gelatin buffer except to reveal ezrin antibody for which 135 

filters were blocked in TBST-milk 5%. Primary antibodies were incubated ON at 4°C (Cx43 136 

Rb, #C6219, Sigma, 0.5µg/mL; Ezrin Ms, #35-7300, Invitrogen0.5µg/mL; PKARII #10142-137 

2, Proteintech, 0.25µg/mL; Phospho PKA Substates, #9624, Cell Signaling France, 1/1000,; 138 

Calsequestrin Rb, Pierce, #PA1-913, 1/1000; Cx43NP, Invitrogen, #138300, 0.5µg/mL). Next 139 

filters were incubated with HRP-coupled secondary antibody for 45 min at RT (0.03 µg/mL 140 

Goat anti Rb IgG and Goat anti Ms IgG, Invitrogen). SuperSignal West Pico Plus or 141 

SuperSignal West Femto (Thermofisher) were used to reveal the signal with iBright FL1000 142 

machine (Thermofisher). Protein expressions were normalized with calsequestrin or total 143 

protein expression level by densitometry scanning using ImgaJ. Total protein stain was done 144 

with Revert 700 Total Protein Stain (#926-11021, Li-COR, France). 145 

Gap-Fluorescence Loss In Photobleaching (FLIP) experiments 146 

GAP-FLIP experiments were performed as previously described18. NRVC were cultured in µ-147 

slide IBIDI 8 well at the density of 150 000 cells/cm2. Cells were incubated with 5µM of calcein 148 

red orange-AM (ThermoFisher, France) during 10 min at 37°C, 5%CO2. Then, cells were 149 

placed in the thermostatic chamber (37°C, 5%CO2) of a confocal spinning disk Inverted Eclipse 150 

Ti-E microscope (Nikon) with a Yokogawa CSU-W1 disk and a EMCCD Evolve camera 151 
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(Photometrics) 515*512 coupled to a photoactivation ILAS2 system (Gataca Systems, France). 152 

Thanks to the MetaMorph FRAP system (GatacaSystems, France), a single circle region of 9.8 153 

µm2 area was photobleached in a selected target cell (C1). The photobleaching was achieved 154 

with a 561 nm laser delivering 50 mW for 300 ms each 10s with 60 repetitions. Fluorescence 155 

intensity was acquired every time point with an attenuated laser of 0.9 mW. Quantification of 156 

fluorescence was done in parallel in the C1 cell and in a neighboring connected cell C2 with 157 

ImageJ software (NIH). Fluorescence value were normalized by subtracting camera noise and 158 

nonspecific photobleaching. Results are presented as curve and fit by non-linear regression 159 

followed by one time decay with GraphPad Prism (La Jolla, USA) with Y max=100%, K>0, 160 

X=3s. The mobile fraction was determined as (span/ Fi) x 100, with span as Fi - F∞, where F∞ 161 

is the fluorescence in C2 after fluorescence loss at infinite time and Fi is the fluorescence in C2 162 

before bleaching. Kymograms represent fluorescent intensity during the FLIP time-course and 163 

were done with  ImageJ software (NIH). Mobiles fractions are presented as histograms with the 164 

GraphPad Prism software (La Jolla, USA) for N=3 dissociations and n=3 à 6 acquisitions. 165 

Immunoprecipitation 166 

Cx43 (Sigma), ezrin (Invitrogen), PKARIIa (BD Biosciences), PKA Ca (BD Biosciences) 167 

antibodies (4µg each) and nonspecific rabbit or mouse IgG (Jackson Immuno Research) were 168 

covalently coupled to protein G-linked dynabeads (Life Technologies) using BS3 (5mM, 169 

Thermo Scientific). 200µg proteins of cell lysates were added to bead-link antibodies. Lysates 170 

were immunoblotted with indicated antibodies [ezrin Ms (Invitrogen), AKAP-KL (Invitrogen), 171 

AKAP18 (Proteintech), AKAP150 (EMD Millipore), PKARII Ms (Proteintech), PKAC. 172 

Immunostaining 173 

ARVC and NRVC were fixed with cold methanol for 2 min at -20°C. Cells were next saturated 174 

with PBS, 1% BSA and incubated overnight at 4°C with primary antibodies against Cx43, Rb 175 
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(5 µg/µL, #C6219, Sigma); ezrin, Ms (5 µg/mL, #35-7300, Invitrogen) PKA RII Ms (5 176 

µg/mL, #612243, BD), AKAP2, AKAP5 (4µg/mL, #sc-377055, Santacruz,), AKAP7 177 

(10µg/mL, #12591-1-AP, Proteintech). AlexaFluor-conjugated secondary antibodies (4µg/µL 178 

AlexaFluor 488 goat antiMs IgG, Invitrogen and 4µg/mL AlexaFluor 555 Plus goat antiRb IgG, 179 

Invitrogen) were incubated for 1 hour at RT. Cells were mounted in ProLong Diamond antifade 180 

mounting medium supplemented with DAPI (Life Technologies). Cells were monitored with 181 

an inverted spinning disk confocal microscope Roper/Nikon with a Yokogawa CSU-X1 head 182 

with a camera scMOS 1200*1200 and an objective 100X CFI Plan Apo, NA 1.40, WD 0.13mm. 183 

Staining plot profile was represent using the ImageJ RGB Profiler plugging. Co-distribution 184 

between proteins was measured with ImageJ JACoP plugging indicating the Pearson correlation 185 

coefficient of stainings 19.  186 

Heart were first fixed for 4 hours in methanol at RT, embedded in agarose low melting 5% 187 

(Sigma-Aldrich) and sliced in 80 µm thick with vibratome (Leica). Slices were permeabilized 188 

with PBS, 0.5% triton for 1 hour at RT. Primary and secondary antibodies were successively 189 

incubated overnight at 4°C. Nuclei were counterstained with DAPI for 30 min at RT. Slices 190 

were mounted in ProLong Diamond antifade mounting medium supplemented with DAPI (Life 191 

Technologies). Tissue slices were imaged with an inverted spinning disk confocal Roper/Nikon 192 

with a Yokogawa CSU-W1 head with a camera EMCDD 512*512 ProEM (Princeton) and an 193 

objective 60x  CFI Plan Apo IR SR WI, NA 1.25, WD 0.17mm. 194 

Myocardial infarction 195 

Surgery was performed as previously described 20. Briefly, rats were anesthetized with an 196 

intraperitoneal injection of ketamine at 43 mg/kg and xylazine at 8.7 mg/kg. Animals were 197 

placed on a thermic blanket during surgery and until awakening to maintain a body temperature 198 

of 37°C. Tracheotomy was done for intubation with oxygen (1 cc/100 g body weight). Lateral 199 

incision was performed near the left fourth intercostal space. Superficial muscles were 200 
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separated and maintained with prolene suture 4.0 (Ethicon) to expose the ribs. Subsequently, 201 

incision was done at the fourth intercostal space to introduce a spacer to further expose the 202 

heart. The pericardium was torn. A ligation of the coronary left anterior descending artery 203 

(LAD) was done with prolene suture 6.0 (Ethicon). The ribs were sutured together after 204 

emptying the rib cage with a vycril suture 4.0 (Ethicon). Superficial muscles were also sutured 205 

together and the skin closed with silk sutures 4.0 (Ethicon). After the awakening and for 2 days 206 

port surgery, animals were injected to a single sub cutaneous dose of buprenorphine 0.02mg/kg. 207 

Sham animals were subjected to the same procedure without LAD. Instead, the suture was 208 

passed into the heart without making any ligation. 209 

Echocardiography 210 

Transthoracic echocardiography was done with Vivid 9 echograph (General Electric 211 

Healthcare) and a GE 12S-RS ultrasound probe. Anesthesia was triggered with isoflurane at 212 

3% with 1 L/min O2 and progressively reduce to 1% during the animal’s preparation. Rats were 213 

placed on a thermic blanket in dorsal decubitus position. TM (time-movement) mode were used 214 

to acquire images from long and short axis while Doppler mode were used to record aortic flow. 215 

Data were analyzed with EchoPac software (GE Healthcare). 216 

ECG telemetry 217 

Telemetry analyses were performed as previously described21. Briefly, at the end of LAD 218 

surgery, the telemetry surgery was practiced. A lateral suture was done just below the head to 219 

insert a captor (DSI). Captors were sutured to the pectoral muscle right side as well as on the 220 

subcostal muscle right side. Similarly to LAD surgery, animals received buprenorphine 221 

injection. Six days post-surgery, electrocardiogram (ECG) were recorded over 24 h. At the last 222 

hour of ECG recording, a single injection of norepinephrine (Sigma) and caffeine (Sigma-223 
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Aldrich), respectively at 2 mg/kg and 120 mg/kg was achieved to induce arrhythmias. Data 224 

were analyzed with ECG auto software (EMKA). 225 

RT-qPCR 226 

Tissues were lysed with ultra-thurax (IKA) in TRIzol buffer (Invitrogen). A chloroform-phenol 227 

extraction was performed to isolate total RNA from protein and DNA22. Total RNAs were 228 

precipitated with isopropanol. Next, RNAs were retrotranscripted in cDNA following the 229 

iScript cDNA synthesis recommendations (ThermoScientific). Quantitative PCR were 230 

performed accordingly to manufacturer protocol (SSoADvence kit (Bio-Rad)) with Cx43 231 

primers F 5’_GTCTACCCCTCTGGGTGTGA_3’; R 232 

5’_ATGTTTGGAAGGCACAAAGG_3’, ezrin primers F 233 

5’_CAGAGAGTCATGGACCAGCA_3’; PKARIIa primers F 234 

5’_AGATTGCCACTGCCATAAG_3’; R 5’_AGCATTTGACGTCTCCACC_3’. 28S and 18S 235 

rRNA were used to normalize gene expression. Primers were: F 236 

5’_ACTGGCGCTGCGGGATGAAC_3’; R 5‘_CCATGGCCACCGTCCTGCTG_3’ and F: 237 

5’_CGCTCATTAAATCAGTTATGGTTCCT_3’; R: 238 

5’_GTTGGTTTTGATCTGATAAATGCACG_3’ respectively. 239 

Hematoxylin-eosin staining 240 

Heart were fixed in methanol for 4h at room temperature, dehydrated and included in paraffin 241 

before to be cut with microtome. Slice of 5µm were deparaffinized with 2 baths of 10 min in 242 

xylene, and progressively rehydrated in ethanol 100%, 70%, 50% and water baths of 5 min 243 

each. Coloration was achieved with the H&E Stain Kit (Abcam, France) according to the 244 

manufacturer recommendation. Briefly, slices were stained for hematoxylin 5 min, washed with 245 

water, dipped in bluing solution for 10s, washed with water, dipped in pure ethanol and finally 246 

stained for eosin 2.5 min. Slices were mounted in ProlongTM Diamond Antifade Mounting 247 
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Medium (#P36961, Life technologies, France) or DuolinkTM In Situ mounting medium with 248 

DAPI (#DUO82040, Sigma, France) depending of the following experiments. 249 

Cytosolic and membrane protein fraction isolation 250 

Cytosolic and membrane proteins fractions of were isolated from frozen hearts of sham-251 

operated and MI rats with the ProtoExtract® Native Membrane Protein Extraction kit 252 

(Calbiochem®, #44810). Experiment was performed according to the manufacturer 253 

recommendation with slight modification for the first extraction. Tissue were crushed on ice 254 

with ultra-turrax® in the kit extraction buffer I with protease inhibitor cocktail and centrifugated 255 

at 16,000 x g and 4°C for 15 min. The supernatant enriched with cytosolic proteins was 256 

collected. The pellet was resuspended with extraction buffer II and protease inhibitor 257 

and centrifugated at 16,000 x g and 4°C for 15 min. The supernatant enriched with 258 

membrane proteins was collected. Extracted proteins were quantified with Bradford dosage and 259 

400µg of proteins from each sample were submitted to immunoprecipitation as described 260 

before. Co-immunoprecipitated ezrin protein level quantification was normalized on bound 261 

Cx43 to Dynabeads for each sample. 262 

Statistical analyses 263 

Data are presented as mean +/- SEM. Statistical analysis were performed using Student’s test 264 

to compare two groups or one-way ANOVA with Tukey post hoc analysis for several groups 265 

with GraphPad Prism. p value was considered significant when p < 0.05. 266 

267 
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Results 268 

Anchored-PKA regulates cardiac Cx43 phosphorylation and gap junction intercellular 269 

communication 270 

-ARs stimulation and PKA activation increases AP propagation velocity. We performed 271 

proximity ligation in cardiomyocytes stimulated with or without a non-selective -adrenoceptor 272 

agonist (isoproterenol (Iso)) to investigate the level of global phosphorylation level in the 273 

vicinity of Cx43 gap junction (< 40 nm) (Fig. 1A). As evident from micrographs and 274 

histograms, Iso stimulation increased serine phosphorylation in the proximity of Cx43 275 

compared with basal state (p < 0.05). While PLA was negative with pairs of nonspecific mouse 276 

and rabbit IgG antibodies, we also revealed a basal level of phosphorylation in the vicinity with 277 

Cx43 (Fig. 1A). To assess a possible role of PKA in the regulation of Cx43 phosphorylation in 278 

cardiomyocytes, NRVC were cultured in the presence of a cell-penetrating Arg-tagged version 279 

of the protein kinase A inhibitor (PKI) peptide or a corresponding scrambled control (scrambled 280 

PKI) and stimulated with or without Iso (Fig. 1B top panel). The use of PKI in NRVC reduced 281 

the levels of phosphorylated Cx43 (P1 and P2 forms) over unphosphorylated Cx43 (NP form) 282 

by ∼50% (p < 0.05) compared with cells treated with scrambled PKI in both basal and Iso-283 

stimulated cultures. Interestingly, Iso stimulation did not increase the level of Cx43 284 

phosphorylation. As control, we examined the phosphorylation levels of other substrates of 285 

PKA as identified by an anti-phospho-PKA substrate antibody that recognizes the sequence 286 

RRXpS. Iso stimulation increased (p < 0.01) phosphorylation of some PKA substrates that were 287 

reduced in PKI-treated cells (p < 0.001). We also noticed a low level of phosphorylation of 288 

some PKA substrates under basal conditions that were reduced with PKI. Taken together, these 289 

data suggest that -AR stimulation does not directly intervene in Cx43 phosphorylation, which 290 

is constitutively phosphorylated by PKA at basal state in cardiomyocytes. To further investigate 291 

the effect of PKA anchoring on Cx43 phosphorylation in cardiomyocytes, we used the stearate-292 
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tagged cell permeable version of the high affinity PKA anchoring disruptor peptide (Ht31) or 293 

the corresponding control (Ht31-P). Ht31 peptide reduced by ∼50% Cx43 phosphorylation in 294 

basal and after Iso stimulation (p < 0.01) compared with NRVC treated with Ht31-P (Fig. 1B 295 

bottom panel). However, Iso stimulation failed to promote Cx43 phosphorylation, while it 296 

increased phosphorylation of some PKA substrates that were reduced in Ht31-treated cells (p < 297 

0.001). The constitutive Cx43 phosphorylation could be explained by the basal PKA activity 298 

we reported in cardiomyocytes (supplementary fig.2). These results indicate that Cx43 is 299 

constitutively phosphorylated by an anchored-PKA in cardiomyocytes.  300 

Then, we evaluated GJIC regulation by GAP-FLIP experiments in Iso-stimulated NRVC in 301 

presence of PKI or Ht31. PKI and Ht31 both decrease GJIC by ∼40% (p < 0.01 and p<0.001 302 

respectively) compared with cells treated with their respective controls sc-PKI and Ht-31P (Fig.  303 

2A and B). This indicate that an anchrored-PKA is necessary for GJIC, in accordance with 304 

Cx43 phosphorylation results. 305 

 306 

Ezrin forms a macromolecular complex with Cx43 and PKA at the ID of cardiomyocytes 307 

Next, we attempted to identify the AKAP involved in cardiac Cx43 GJ regulation. The 308 

subcellular localization of AKAPs versus Cx43 GJ protein in ARVC were analyzed by dual-309 

immunofluorescent labelling followed by laser confocal analysis and the extent of overlap was 310 

measured using line plot profile and intensity correlation coefficient-based analysis 19. We 311 

focused our investigation on AKAPs known to distribute at the plasma-membrane of 312 

cardiomyocytes (i.e., AKAP-KL, AKAP150, AKAP18 and ezrin) (Fig. 3A)23, 24,25, 26. Cx43 313 

showed extensive colocalization with AKAP-KL and AKAP150 at the ID of adult 314 

cardiomyocytes (Fig. 3A, top rows; R=0.82 and 0.9 respectively). Moreover, we showed also 315 

some extent of colocalization with ezrin at the ID (Fig. 3A lower row; R=0.73). In contrast, 316 

AKAP18 appeared more localized in the cytoplasm and showed only partial overlap with Cx43 317 
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at the ID (Fig. 3A; R=0.54). Furthermore, immunostaining was negative when nonspecific 318 

mouse and rabbit IgG primary antibodies were used (supplementary Fig. 2). 319 

To further identify the AKAP in complex with Cx43, we performed immunoprecipitation 320 

assays on NRVC lysates (Fig. 3B). As expected, immunoprecipitations of PKA regulatory and 321 

catalytic subunits (RII and C) coprecipitated AKAP-KL, AKAP150 and AKAP18, ezrin 322 

but also Cx43. Interestingly, immunoprecipitation of Cx43 isolated PKA type II and ezrin, but 323 

neither AKAP150, AKAP-KL or AKAP18 (Fig. 3B). Conversely, immunoprecipitation of 324 

ezrin pulled down Cx43 and PKA (Fig. 3B). None of the interaction partners were co-325 

precipitated with control rabbit or mouse IgG (Fig. 3B). Our results indicate that ezrin forms a 326 

functional supramolecular complex with Cx43 and PKA type II in ventricular cardiomyocytes.  327 

To determine the localization of ezrin in rat left ventricular heart tissue, dual 328 

immunofluorescence were performed with antibodies against Cx43 and ezrin (Fig. 3C). 329 

Immunofluorescence demonstrated that Cx43 and ezrin codistribute at the ID of ventricular 330 

cardiomyocytes (R=0.635). In addition, we noticed that ezrin was not only located at the ID of 331 

cardiomyocytes, but also found at the lateral sides of the cells. Finally, to examine 332 

colocalization of ezrin, PKA and Cx43 inside cells, we performed PLA in permeabilized 333 

ARVCs and heart tissue with pairs of specific antibodies (Fig. 3D-E).This demonstrated that 334 

PKA were in close proximity to ezrin and Cx43 in cardiomyocytes (ARVC and NRVC (non 335 

shown)), which mainly distributed at the ID of ARVC, as evident from appearance of red dots 336 

(Fig. 3D). Interestingly we also noticed proximity between PKA and ezrin at the lateral side of 337 

ARVC. In tissue, we support Cx43 and ezrin  colocalization at cardiomyocytes’ ID (Fig.3E). 338 

PLA was negative when either antibody in these pairs was replaced with non-specific mouse 339 

and rabbit IgG primary antibodies.  340 
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In line with these observations ezrin, Cx43, or PKA Cα was immunoprecipitated from NRVC 341 

and assayed for associated PKA activity with or without PKI or Ht31 (Supp. Fig. 3). As evident 342 

from the histograms, PKA activity was associated with ezrin and Cx43 immunoprecipitates 343 

(P < 0.001 for both, compared with IgG control). Furthermore, PKI and Ht31 significantly 344 

reduced the PKA activity in ezrin and Cx43 immunocomplexes (P < 0.001 and P < 0.01, 345 

respectively with PKI and P < 0.001 and P < 0.001, respectively with Ht31). This supports the 346 

notion that PKA anchored to the signaling complex regulates gap junction phosphorylation. As 347 

expected, strong PKA activity was observed in PKA Cα subunit immunoprecipitation 348 

(P < 0.001 compared with IgG control) that was abolished in presence of PKI (P < 0.001 349 

compared with control) but not in presence of Ht31, whereas no activity was co-precipitated 350 

with control IgG. 351 

Taking together, all these results indicate for the first time in heart the presence of a functional 352 

Cx43-ezrin-PKA complex localized at the ID of ventricular cardiomyocytes.  353 

MI rats exhibits an increase occurrence of ventricular arrhythmias 354 

In the pathophysiological context of MI, Cx43 expression decreases and relocates at the lateral 355 

sides of cardiomyocytes, which participate to arrhythmogenesis. Considering these and ezrin 356 

located at the lateral sides of ventricular cardiomyocytes in tissue, we wanted to further study 357 

the Cx43-ezrin-PKA signaling complex post-MI. To that, we generated rat model of acute MI 358 

with permanent LAD constriction. Seven days post-MI, we recorded heart parameters by 359 

echocardiographic. Ejection fraction (EF) and fractional shortening (FS) dropped by 26 and 360 

17% in MI compared to sham-operated rats (EF: 74% in sham-operated vs 48% in MI rats; p < 361 

0.0002; FS: 38% in sham-operated vs 21% in MI; p < 0.0005) (Table 1). These suggest that our 362 

MI rats developed cardiac sickness. We next evaluated arrythmia susceptibility in our model 363 

(Fig. 4). Representatives ECG traces where showed in Fig. 4A. A 86% increase in ventricular 364 
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arrhythmia occurrence appeared post MI (p < 0.0241). MI rats exhibited a signature of 365 

arrhythmia pattern including VPB with bigeminies (repetition of one normal beat followed by 366 

one VPB), trigeminies (repetition of two normal beats followed by one VPB) and ventricular 367 

tachycardia (VT)  (Fig. 4B).  368 

Cx43 expression and phosphorylation decreased after MI 369 

We studied transcript and protein expressions level of Cx43-ezrin-PKA complex after acute MI 370 

and found no change in Cx43, ezrin and PKA RII mRNA expression level after acute MI rats 371 

compared to sham-operated rats (Fig. 5.A). In contrast, Cx43 protein expression decreased by 372 

2 fold and its phosphorylation level by 1.5 fold in left ventricle after acute MI compared to 373 

sham (p < 0.014  and p < 0.024, respectively). Furthermore, we observed no significant 374 

differences in heart of ezrin and PKA RII protein expression levels after 7 days of MI and 375 

compared to sham (Fig. 5B). 376 

Cx43-ezrin complex is disrupted in MI 377 

While Cx43 expression level decreases, ezrin and PKA expressions level were unchanged after 378 

MI; therefore, we studied the subcellular localization of the Cx43-ezrin-PKA complex in this 379 

pathophysiological context. In order to discriminate the different zones of MI hearts (i.e., 380 

infarct, border and remote zone) we performed hematoxylin-eosin staining of heart sections. 381 

The infarct zone noticeable by the blue staining represented around 20% of heart (Fig. 6A). 382 

Whereas Cx43 co distributed with ezrin at the ID of cardiomyocytes in sham rats, ezrin also 383 

exhibited a lateral distribution as previously reported in our wild type animal (Fig. 6B and Fig. 384 

3C). In the border zone of acute MI rats, Cx43 remained localized at the ID of cardiomyocytes, 385 

although lateralization of the GJ protein were found in localized area. Ezrin staining was 386 

somewhat preserved at the ID and at plasmalemma; however, the overall staining appeared 387 

disorganized compared to sham. We performed PLA to decipher vicinity between Cx43 and 388 
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ezrin in heart tissue post-acute MI. Interestingly, the proximity between Cx43 and ezrin 389 

decreased by 4.8 fold in left ventricles of acute MI rats compared to sham (p < 0.0092) (Fig.6C). 390 

Cx43IP reveals  less ezrin asscoitaed with Cx43 at membrane fraction in MI rats compared with 391 

sham-operated (p<0.01) while cytosolic fraction contains the same amounts of ezrin binded 392 

(Fig.6D).393 
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Discussion 394 

Cardiovascular diseases with MI remain a major public health problem and the first cause of 395 

mortality worldwide 27. MI patients often present ventricular arrhythmias including ventricular 396 

tachycardia leading to cardiac sudden death. These arrhythmias are favored, but not only, by 397 

Cx43 dysregulations leading to impaired anisotropic AP conduction which enhances re-entrant 398 

circuits occurrence, although mechanisms associated to GJ protein dysregulation remain 399 

elusive2. Regardless causes, MI patients show a neurohormonal overactivation (i.e., -AR) in 400 

response to a decline in systolic function leading to chronic cAMP signaling stimulation. We 401 

investigated Cx43 regulation by PKA and showed Cx43 and GJIC regulation by an anchored-402 

PKA. Interestingly, we identified a Cx43-ezrin-PKA complex at ID that is disrupted after MI 403 

which could partly explain Cx43 decrease phosphorylation and arrythmia occurrence. 404 

We showed in the heart that Cx43 phosphorylation is highly regulated by an anchored-PKA. 405 

This regulation already appeared at basal. This is explained by a basal PKA activity that we 406 

observed like others, and which mediates RyR2 (ryanodine receptors 2) phosphorylation at 407 

steady sate for example 29. Besides, cardiac -ARs stimulation triggers cAMP-PKA pathway 408 

and increases heart rate, force of contraction, rate of relaxation and AP conduction velocity 4,5. 409 

Conduction velocity is partly determined by Cx43 GJ conductance, in complementarity to 410 

voltage channels that generate AP (Na+, K+, Ca2+ channels). Surprisingly, acute -ARs 411 

stimulation with isoproterenol failed to rise Cx43 phosphorylation level. Therefore, -AR-412 

induced positive dromotropic effect might be independent of Cx43 phosphorylation but instead 413 

be explained by voltage channels regulation and/or GJ formation at plasma membrane. 414 

First, the low dependence of the dromotropic effect of an increase of Cx43 GJ conductance is 415 

sustained by computational studies which establish a nonlinear dependance between GJ 416 

conductance and conduction velocity. Doubling Cx43 protein expression increases AP 417 
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conduction by 12% 30. This supports that cardiac Cx43 GJ could be efficient to respond to all 418 

the condition imposed to heart at basal state. Therefore, positive dromotropic effect may be 419 

principally regulated by cardiac ion channels involved in the generation of the AP (i.e., NaV, 420 

KV, CaV channels). While Cx43 phosphorylation level was unchanged after -ARs stimulation, 421 

we showed that global phosphorylation around the GJ increased indicating that other proteins 422 

in proximity of Cx43 are phosphorylated. Interestingly, Na channels that codistributes with 423 

Cx43 at the ID of cardiomyocytes are phosphorylated by PKA after -ARs stimulation, which 424 

in turn increases INa current and the AP upstroke 31,32.  425 

A second hypothesis relies on the dissociation between the dromotropic effect and any post 426 

transcriptional Cx43 regulation but instead by an increase in GJ number at plasma membrane. 427 

This is supported by previous studies indicating that 15 min of cAMP treatment increases Cx43 428 

GJ formation 33. Our results showed that Cx43 expression did not increase after acute 429 

isoproterenol stimulation that are in accordance with Paulson et al., in which acute cAMP 430 

treatment does not affect Cx43 expression 34. However, cAMP increases Cx43 targeting to 431 

plasma membrane and/or assembling into GJ from intracellular pools of Cx43 34. A rapid 432 

translocation of Cx43 at ID could be involved in Cx43 GJ increased-conductance and positive 433 

dromotropic effect. 434 

We noticed that cardiac GJIC is regulated by an anchored-PKA and identified for the first time 435 

in heart the presence of a Cx43-ezrin-PKA complex. These observations are in agreement with 436 

previous in vitro studies in hepatocytes and human placenta that report ezrin to organize a 437 

supramolecular signaling complex with PKA and Cx43, which mediates direct Cx43 438 

phosphorylation by PKA and GJIC 26,22. Most likely, we hypothesis the role to be conserved 439 

between cell types and therefore cardiac ezrin might triggers PKA-induced Cx43 440 

phosphorylation, GJIC and AP propagation.  441 
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Cx43 plays a capital role in pathophysiological progression of MI. Cx43 GJ mediates the 442 

diffusion of DAMPs (Damage Associated Molecular Patterns), which therefore determines the 443 

size of the infarct and favors arrhythmia susceptibility by mediating an impaired propagation 444 

of AP 35,36,35,2. Thus, in MI, Cx43-ezrin-PKA complex could mediate DAMPs propagation and 445 

therefore impact on the infarct size. This point to a crucial role of the complex since cardiac 446 

dysfunction after MI is correlated to the infarct size 37.  447 

In our model of LAD, 7 days post-MI, we observed a decrease of both Cx43 expression and 448 

phosphorylation, which is consistent with several studies 38,39,40,36. The decrease in Cx43 449 

expression is consistent with the presence of lysosomal vesicular bodies involved in GJ 450 

lysosomal degradation in proximity of ID after MI that has been reported by others 41.  451 

We reported a constant level of ezrin and PKA RII protein expression post MI. In accordance 452 

with our results, an unchanged protein expression of PKA RII has been reported after MI 42. 453 

Therefore, the decrease in Cx43 phosphorylation cannot be explained by an altered AKAP or 454 

PKA expression43. PKA activity after MI remain controversial. While there is evidence of 455 

increased PKA activity after MI, studies also report for an unchanged activity 44, 45. To explain 456 

the diminution of Cx43 phosphorylation we propose the dysregulation of the Cx43-ezrin-PKA 457 

complex at the ID of cardiomyocytes post-MI with the loss of the proximity between Cx43 GJ 458 

and ezrin-PKA as evident from our PLA studies. 459 

However, post-acute MI, we noticed lateralization of Cx43 that was associated with 460 

lateralization of a pool of Cx43-ezrin complex in cardiomyocytes. Cx43 delocalization from ID 461 

to the lateral side of cardiomyocytes has been previously reported and proposed to cause 462 

impaired AP propagation as well as arrhythmias occurrence 38,2,46. Therefore, the lateralization 463 

of the Cx43-ezrin-PKA complex could favors transversal propagation of AP, heterogeneity of 464 
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conduction and re-entrant circuit occurrence post MI. On the other hand, we cannot rule out 465 

that the lateralization of Cx43-ezrin complex to exhibit cardioprotective function post-MI by 466 

the formation of Cx43 hemichannel (HC). It is noteworthy that HC opening in MI favors 467 

adverse remodeling and Cx43 HC phosphorylation by PKA decreases the conductance 47,48. 468 

Therefore, the cardioprotective role of Cx43-ezrin complex may intervene through PKA-469 

dependent phosphorylation of Cx43 HC, which may limit HC communication and thereby 470 

adverse remodeling. Therefore, Cx43-ezrin-PKA complex could mediates cardioprotective 471 

function or deleterious effects depending on HC or GJ composition. 472 

Cx43-ezrin-PKA complex could also mediate cardioprotection trough NHE1 regulation after 473 

MI. MI is characterizes by an acidosis, which activates NHE1 (Na+/H+ Exhanger 1). The 474 

exchanger extrudes H+ in order to regulate intracellular pH (pHi). However, NHE1 activation 475 

is known to be deleterious to cardiac function and favors cardiomyocytes hypertrophy and heart 476 

failure 49. Interestingly, a direct interaction between NHE1 and the FERM domain of ezrin has 477 

been reported 50. Furthermore, -AR stimulation and PKA phosphorylation of NHE1 inhibits 478 

its activity 51. So, cardiac ezrin-PKA complex could also favors NHE1-PKA dependent 479 

phosphorylation and confers cardioprotection in MI. Furthermore, the decrease in pHi triggers 480 

GJ closing, probably as a protective mechanism to limit H+ diffusion and infarct size 51. 481 

To conclude, we identified in this study a Cx43-ezrin-PKA localized at the ID of 482 

cardiomyocytes, which played a key role in the regulation of Cx43 phosphorylation and GJIC. 483 

We also reported disruption of this complex in cardiomyocytes post-acute MI, which may 484 

explain partly the loss of Cx43 phosphorylation and arrhythmias susceptibility. The discovery 485 

of this complex may pave the way to a better understanding of arrhythmic susceptibility after 486 

MI.   487 

 488 
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Figure legends 

Figure 1 Cardiac Cx43 is phosphorylated by an anchored-PKA. (A). Physical proximity of 

non specifics IgG controls and Cx43-phosphorylated-Ser complexes were assessed in NRVC 

in basal condition and after isoproterenol (iso) stimulation (1µM, 10min) by Duolink® 

technology generating fluorescent spots when molecular proximity is <40 nm. The number of 

fluorescent spots was normalized to the number of nuclei and indicated in the corresponding 

histogram (right panel). Results are expressed as mean ± SEM of N=3 independent experiments 

and n=3 to 6 acquisitions. (B). NRVC were cultured with PKI and its control sc-PKI (10µM, 

1h) (top panel) or AKAP-PKA disrupting peptide (Ht31) and its control (Ht31-P) (bottom 

panel) and then stimulated with isoproterenol (1µM, 10min). Protein lysates were subjected to 

immunoblot for unphosphoprylated Cx43, total Cx43 and phosphorylated PKA substrates. 

Results are expressed as mean ± SEM of n=3 independent experiments.*P < 0.05; **P<0.01; 

Student’s test (A) or one-way ANOVA followed by Tukey post-hoc test (B). 

Figure 2 Anchored-PKA regulates gap junction intercellular communication. NRVC were 

pre-treated with PKI or its control sc-PKI (10µM, 1h) (A) or Ht31 or its control Ht31-P (B). 

Then, cells were stimulated with Iso (1µM) and subjected to GAP-FLIP experiment. Calcein 

fluorescence intensity transfer in NRVC was mapped to pseudocolors as indicated by the color-

scale bar [F, in aribitrary units (a.u)] . Fluoresecence intensity over the time in C1 bleached cell 

and in C2 neighboring connected cell was represent in the kymograms. Calcein diffusion in C2 

over time was showed in the graph and mobile fraction (intercellular communication) was 

represent in the histogram.  N=3 independent dissociations, n=4-6 acquisitions.**, P<0.01;  

***P<0.001. 

Figure 3 Ezrin forms a macromolecular complex with Cx43 and PKA. (A).ARVC were 

stained for non specific IgG controls, Cx43 with AKAP2, AKAP5, AKAP7 and nuclei (DAPI). 



 

 

29 

 

Corresponding cytofluorogramms and Pearson coefficient of correlation (R) of the staining 

were respectively done with with ImageJ RGB profiler and JaCoP plugging. Zoom= 60X. (B). 

NRVC protein lysates were subjected to immunoprecipitation (IP) with antibodies against 

PKARII, PKAC, Cx43, ezrin and non specific IgG controls. Immunoprecipitates, IgG controls 

and corresponding lysates were analyzed by immunoblotting for the presence of the indicated 

proteins. (C). Heart sections were stained for Cx43, ezrin, non-specific IgG and nuclei (DAPI). 

Corresponding cytofluorogramms and Pearson coefficient of correlation (R) of the staining 

were respectively done with with ImageJ RGB profiler and JaCoP plugging. Zoom=40X. (D). 

Physical proximity of non specifics IgG controls and Cx43-ezrin, Cx43-PKARII, ezrin- 

PKARII complexes were assessed in ARVC by Duolink® technology generating fluorescent 

spots when molecular proximity is <40 nm. Zoom=100X. (E). Physical proximity of non 

specifics IgG controls and Cx43-ezrin complexes were assessed in heart tissue by Duolink® 

technology generating fluorescent spots when molecular proximity is <40 nm. Zoom=60X. 

Figure 4 MI rats are more susceptible to arrythmias occurrence. (A). Representative traces 

of ECG recording. (B). Quantification (left panel) and repartition (right panel) of ventricular 

arrhythmic events in sham-operated and MI rats. VPB=ventricular premature beat, 

VT=ventricular tachycardia. *, p<0.05; Student’s test. 

Figure 5 Cx43 expression and phosphorylation decreases after MI while ezrin and 

PKARIIa expression are unchanged. (A). Heart lysates of sham and MI rats were subjected 

to RT-qPCR with primers for Cx43, ezrin, PKARIIa. mRNA expression levels were normalized 

to 18S and 28S rRNA. Results are expressed as mean ± SEM of n=6 sham and n=6 MI. (B). 

Sham and MI heart proteins lysates were subjected to immunoblot for unphosphorylated Cx43, 

total Cx43, ezrin and PKARII. Results are expressed as mean ± SEM of n=4 sham and n= 

4MI. 



 

 

30 

 

Figure 6 Ezrin-Cx43 complex is disrupted after myocardial infarction. (A). Heart sections 

of sham and MI rats were submitted to hemoxylin-eosin staining. Zoom=1X; 4X; 25X. Black 

arrows indicate the infarct zone. (B). Heart sections of sham and MI rats were subjected to 

immunofluorescence staining with non specific IgG controls, Cx43, ezrin and PKARII 

anttibodies. Red arrows indicate Cx43 lateralization.(C). Physical proximity of non specifics 

IgG controls and Cx43-ezrin complex were assessed in sham and MI heart sections by 

Duolink® technology generating fluorescent spots when molecular proximity is <40 nm. Red 

arrows indicate Cx43-ezrin complex lateralization. The area occupied by PLA signal was 

normalized to the tissue area, and indicated in the corresponding histogram. Results are 

expressed as mean ± SEM of n=3 sham and n=3 MI rats. (D). Membrane and cytosolic fractions 

of protein lysates from sham-operated and MI rats were subjected to immunoprecipitation (IP) 

with Cx43 antibodies and non specific IgG controls. Immunoprecipitates, IgG controls and 

corresponding lysates were analyzed by immunoblotting for indicated proteins (right panel). 

Cx43 protein levels precipitated in membrane and cytosolic fraction were normalized to total 

protein expression and presented in the corresponding histogram. Ezrin quantity 

immunoprecipitated with Cx43 in membrane and cytosolic fractions was normalized to Cx43 

precipitation and presented in the corresponding histogram (right panel).*, p<0.05 and **, 

p<0.01, Student’s test 



 

 

31 

 

Table legend 1 

Table 1 Echocardiographic parameters of MI rats. Sham-operated and MI rats were 2 

submitted to echocardiography and measures were done with TM-mode. HR=heart rate; 3 

EF=ejection fraction; FS=fractional shortening; LVEDD=left ventricular end diastolic 4 

diameter; LVES= left ventricular end systolic diameter; AWTED=anterior wall thickness end 5 

diastolic; AWTES= anterior wall thickness end systolic; PWTED=posterior wall thickness end 6 

diastolic; PWTES= posterior wall thickness end systolic. n=4 sham and n=6 MI. **, p<0,01; 7 

***, p<0,001, Student’s test.  8 
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Colombe et al., 2022 Figure 1 

 

 

 

 

 

 

  

A. 

B. 



 

 

33 

 

Colombe et al., 2022 Figure 2 
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Colombe et al., 2022 Figure 3 
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Colombe et al., 2022 Figure 4 
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Colombe et al., 2022 Figure 5 
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Colombe et al., 2022 Figure 6 
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Colombe et al., 2022 Table 1 

 Sham MI 

HR (bpm) 391± 13 392 ±14 

EF (%) 74 ± 3 48 ± 1, *** 

FS (%) 38 ± 2 21 ± 0,5, *** 

LVEDD 6.54 ± 0.17 8.43 ± 0.4, ** 

LVESD 4 ± 0.2 6,64 ± 0.17, *** 

AWTED 1,67 ± 0.06 0.99 ± 0.06, *** 

AWTES 2.44 ± 0.08 1.05 ± 0.03 *** 

PWTES 1.88 ± 0.09 2.21 ± 0.23 

PWTED 1.45 ± 0.06 1.54 ± 0.08 
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Colombe et al., 2022, Supplementary Figure 1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

NRVC were submitted to PKA activity assay in presence of PKI and with  stimulation 

with 8-CPT-cAMP   

 

Colombe et al., 2022, Supplementary Figure 2 
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Colombe et al., 2022, Supplementary Figure 3 

 

A functional PKA is anchored to ezrin and Cx43 in cardiomyocytes. (A). NRVC protein 

lysates were subjected to immunoprecipitation (IP) with antibodies against PKAC, Cx43, ezrin 

and non specific IgG controls. Immunoprecipitated lysates were subjected to PKA activity 

assay in presence of PKI or vehicle (DMSO). (B). NRVC protein lysates were subjected to 

immunoprecipitation (IP) with antibodies against PKAC, Cx43, ezrin and non specific IgG 

controls. Immunoprecipitated lysates were subjected to PKA activity assay in presence of Ht31 

or vehicle (DMSO).   
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➢ Discussion 
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I. NORMALISATION DE L’EXPRESSION PROTEIQUE DANS 

LES ETUDES DE WESTERN BLOT 

Nous nous sommes intéressés à la stabilité de différentes protéines de référence couramment 

utilisées pour normaliser les niveaux d’expression protéiques (i.e., actine, GAPDH, -tubuline, 

vinculine, CSQ) dans des échantillons cardiaques humains sains et pathologiques (IDM). Par 

définition, l’expression d’une protéine de référence doit rester constante entre tous les échantillons 

mais également entre les conditions étudiées. De manière surprenante, dans notre étude, nous 

avons observé une grande instabilité intra- et intergroupe dans l’expression de ces protéines de 

référence.  De ce fait, nous recommandons d’utiliser un marqueur de protéines totales comme 

référence pour la normalisation des données dans le cadre d’études comparatives d’expression 

protéique.  

La recherche fondamentale utilise couramment des modèles animaux tels que la souris et le rat afin 

d’étudier les régulations protéiques physiologiques et pathophysiologiques. La translation des 

résultats obtenus sur des modèles animaux vers l’Homme peut engendrer des biais d’extrapolation 

qui expliquent en partie la non reproductibilité des résultats pré-cliniques en clinique [262].  

Dans nos études, nous avons observé chez le rat comme chez l’Homme une variabilité limitée des 

protéines totales intra- et intergroupe (sham vs IDM) mais cette variabilité était moindre chez la rat 

que dans les échantillons humains. Cette observation peut s’expliquer par l’utilisation d’animaux 

ayant des fonds génétiques communs. Nous avons montré une transposabilité des résultats 

obtenus dans les échantillons humains et de rat confortant le choix de notre modèle. En revanche, 

notre étude sur la stabilité des protéines dites de références nous a permis de montrer que 

l’utilisation d’une mauvaise protéine de référence peut conduire à des biais majeurs. Ainsi, la 

normalisation de l’expression de la Cx43 par la CSQ indique à tort une absence de 

variation protéique lors d’un IDM chez le rat et l’Homme, contrairement aux diminutions décrites 

dans la littérature chez ces mêmes espèces [195],[215],[207]. Inversement, la normalisation de 

l’expression de la Cx43 par l’expression des protéines totales chez le rat et l’Homme reproduit les 

données de la littérature et apparaît être une stratégie plus fiable. De fait nous recommandons de 

privilégier la normalisation des niveaux d’expression de protéines d’intérêt par le niveau des 

protéines totales pour toutes les études à la fois chez l’Homme et dans les modèles animaux. 
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II. REGULATION DE LA CONNEXINE 43 CARDIAQUE PAR 

L’ANCRAGE DE LA PROTEINE KINASE A 

Nous avons observé pour la première fois dans le cœur à l’aide de peptides inhibiteurs de la PKA 

(PKI) ou de son ancrage aux AKAPs (Ht31), que la PKA ancrée assure une phosphorylation basale et 

importante de la Cx43. De plus, la Cx43 forme un complexe de signalisation avec l’AKAP ezrine et 

la PKA au niveau des DI des cardiomyocytes. Lors d’un IDM aigu de 7 jours, ce complexe Cx43-

ezrine est altéré avec une diminution de la phosphorylation et de l’expression de la Cx43.  

A. La connexine 43 forme un complexe avec l’AKAP ezrine 

et la PKA aux disques intercalaires des cardiomyocytes 

1. L’ezrine 

L’ezrine fait partie de la famille des protéines ERM (Ezrine-Radixine-Moesine). Les ERM partagent 

une structure commune avec une extrémité N-term contenant un domaine FERM (Four point one 

Ezrin Radixin Moesin) qui interagit avec la membrane plasmique, une région en hélice  centrale 

capable de fixer la PKA et un site de liaison à l’actine de type F en C-term. Les ERM possèdent 

également en N-term et en C-term les domaines N-ERMAD (N-term-ERM Association Domain) et 

C-ERMAD (C-term-ERM Association Domain) responsables du repliement tête à queue de ces 

protéines en conformation inactive (Fig. 15). La phosphorylation de la Thr567 par la Rho kinase  

induit un changement de conformation de l’ezrine rendant ainsi accessible ses différents sites 

d’interaction protéique comme l’actine F pour organiser le cortex cellulaire [263]. La fonction de 

l’ezrine cardiaque n’a jamais été étudiée mais son expression a été rapportée dans un modèle de 

cardiomyocytes murins [264]. 
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Figure 16 Structure et activation de l’ezrine  

L’ezrine possède un domaine FERM en N-term, suivi par une hélice alpha capable d’interagir avec la PKA et un 

domaine ERMAD en C-term qui fixe l’actine F (A). En absence de phosphorylation, l’ezrine est maintenue en 

conformation inactive dans le cytoplasme avec son extrémité C-term repliée sur elle-même. Lorsqu’elle est 

phosphorylée, l’ezrine est recrutée à la membrane par le PIP2, la protéine se déplie et peut interagir avec ses 

différents partenaires.  
Adapté de Song et al, Front Cell Dev., 2020 [265] 
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2. Rôles potentiels du complexe Cx43-ezrine-PKA 

a. Le complexe Cx43-ezrine stabilise l’expression de  la connexine 43 à 

la membrane 

Nous avons montré une expression du complexe Cx43-ezrine-PKA aux DI des cardiomyocytes en 

situation physiologique. Cette localisation concorde avec la localisation attendue de la Cx43 aux DI 

[89]. Il a également été rapporté une expression de l’ezrine aux DI des cardiomyocytes dans des 

cardiomyocytes adultes isolés de souris [264]. En tant qu’AKAP, l’ezrine peut servir de protéine 

d’échafaudage et constituer un multicomplexe protéique à proximité de la Cx43 cardiaque. De 

façon intéressante, une colocalisation de l’ezrine et de la protéine des jonctions serrées ZO-1 a été 

rapportée dans des cellules épithéliales et des cellules souches, ainsi que la formation d’un 

complexe entre la Cx43, ezrine et ZO-1 dans des cellules endothéliales [266],[267],[268]. De plus, il 

est admis que ZO-1 permet l’adressage des Cx43 aux DI des cardiomyocytes [82]. Une interaction 

directe entre ZO-1 et l’ezrine n’a jamais été montré mais le complexe organisé par l’ezrine cardiaque 

pourrait lier ZO-1, ce qui favoriserait l’interaction entre la Cx43 et ZO-1 et le maintien des Cx43 aux 

DI.  

b. Le complexe Cx43-ezrine-PKA favorise la phosphorylation de la 

connexine 43 et la communication intercellulaire par jonction gap 

Le complexe Cx43-ezrine-PKA est connu pour favoriser la phosphorylation directe de la Cx43 et 

augmenter la CIJG dans les cellules endothéliales hépatiques [115]. De façon intéressante, nous 

avons montré que la CIJG cardiaque est régulée par une PKA ancrée. Il est probable que le rôle de 

ce complexe soit conservé entre les différents types cellulaires. Ainsi, nous allons poursuivre nos 

investigations dans ce sens pour identifier le rôle de l’AKAP ezrine sur la phosphorylation de la Cx43 

et la CIJG dans les cardiomyocytes en réalisant des expériences de western blot et de gap FLIP sur 

des CVRN traités avec un siRNA ciblant l’ezrine pour réaliser un KD de la protéine. 

B. Phosphorylation de la connexine 43 cardiaque par une 

PKA ancrée 

Nous avons mis en évidence en condition basale dans des CVRN une phosphorylation de la Cx43 

par une PKA ancrée. Nous pouvons émettre l’hypothèse que les résidus phosphorylés soient les 

Ser369 et 373 précédemment identifiées in vitro comme des substrats spécifiques de la PKA dans 
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un modèle de cellules endothéliales [269]. La Cx43 est phosphorylée par de nombreuses kinases 

comme les CK-1, PKC, MAPK, ERK et CAMKII, cependant nous avons montré que la PKA joue un 

rôle important dans le niveau de phosphorylation en situation basale [270],[253],[271],[272],[273]. 

Ces résultats s’opposent à une précédente étude qui rapporte à partir de peptides mis en présence 

d’une PKA purifiée que la Cx43 est un faible substrat pour la PKA comparé à la PKC [274]. En 

revanche, il a été rapporté dans un modèle murin que la phosphorylation de la Ser368 de la Cx43 

cardiaque par la PKC ne représente que 0,5% du signal total Cx43 [253]. La phosphorylation 

constitutive d’une protéine cardiaque par la PKA n’est pas une hypothèse aberrante. En effet, le 

RyR2 impliqué dans la régulation du CEC et de la fonction cardiaque est connu pour être 

phosphorylé par la PKA en situation basale [39]. Nous proposons qu’une phosphorylation basale 

de la Cx43 par la PKA soit nécessaire pour assurer la propagation du PA par les JG et la contraction 

synchrone et homogène du cœur en l’absence de stimulation des -ARs. 

Contrairement à de précédentes études dans le foie et le trophoblaste rapportant une 

augmentation de phosphorylation de la Cx43, et de CIJG sous stimulation -adrénergique, nous 

n’avons pas observé de modifications de phosphorylation de la Cx43 sous stimulation des -ARs 

dans notre modèle [269], [275]. Sachant que la stimulation -adrénergique des cardiomyocytes 

provoque un effet dromotrope positif, nos résultats indiqueraient que cet effet est indépendant 

d’une phosphorylation de la Cx43. Cette hypothèse s’accorde avec celle d’une augmentation de la 

conductance des JG qui serait indépendante d’une phosphorylation de la Cx43 mais médiée par 

une augmentation d’adressage de Cx43 à la membrane à partir de stocks intracellulaires [106]. 

Une autre hypothèse pouvant expliquer l’absence d’augmentation de phosphorylation de la Cx43 

sous stimulation sympathique serait que l’effet dromotrope positif soit indépendant d’une 

régulation des JG et serait essentiellement dû à une régulation des canaux responsables du PA 

ventriculaires, plus particulièrement les canaux sodiques et potassiques. En effet, la phosphorylation 

du canal Nav1.5 (responsable de la dépolarisation des cardiomyocytes ventriculaires) par la PKA 

augmente sa conductance [45]. De plus, la PKA ancrée à l’AKAP9 phosphoryle le canal potassique 

KCNQ1 ce qui accélère la repolarisation tardive et diminue la durée du PA [48]. Il n’est pas exclu 

qu’en cas de stimulation adrénergique, un PA plus rapide induit par la régulation des canaux voltage 

dépendants se propage à travers les JG Cx43 qui seraient déjà suffisamment phosphorylées en 

condition basale pour assurer une conduction efficace. 
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C. Etude du complexe conenxine43-ezrine-PKA dans 

l’infarctus du myocarde 

1. Expression de la connexine 43 dans l’infarctus du 

myocarde 

En accord avec de nombreuses études, nous avons montré une diminution d’expression protéique 

de la Cx43 dans notre modèle d’IDM [207],[206]. En revanche, d’autres études rapportent une 

expression conservée de la Cx43 lors d’IDM aigu [214], [212]. Ces divergences pourraient s’expliquer 

par des différences de zone étudiée, i.e., zone proximale vs zone distale de la ZI, par le modèle 

utilisé I/R vs LAD mais également par la durée de l’infarctus. Or, il a été montré in vitro que 

l’expression de la Cx43 diminue après 2h d’ischémie, ce qui expliquerait que des modèles d’IDM 

aigu par I/R ne montrent pas de diminution d’expression de la Cx43 comme nous pouvons 

l’observer à 7 jours post IDM [212]. De nombreuses études rapportent une importante diminution 

d’expression de la Cx43 suite à un IDM chronique [207], [215]. Ainsi, nous proposons que la 

diminution d’expression s’installe et s’aggrave progressivement après l’IDM.  

La diminution d’expression protéique de la Cx43 pourrait s’expliquer par un défaut de synthèse de 

la protéine ou par une internalisation et/ou une dégradation accélérée lors d’un IDM. En accord 

avec des données publiées, nous n’avons pas observé de modification du niveau d’expression de 

l’ARNm de la Cx43 en cas d’IDM aigu [221]. Ainsi, la diminution d’expression protéique de la Cx43 

que nous observons pourrait être due à une répression de la traduction ou à une dégradation post 

transcriptionnelle. L’étude de Beardslee et al. rapporte une translocation de la Cx43 depuis les 

membranes dans des vésicules intracellulaires en cas d’IDM mais une absence de diminution de 

l’expression de la Cx43 totale [214]. Nous avons également rapporté dans notre modèle une 

diminution de l’expression de la Cx43 à la membrane. En revanche, nous observons une diminution 

d’expression de la protéine totale ce qui nous laisse penser que les Cx internalisées seraient 

dégradées. En accord avec cette hypothèse, la phosphorylation de la Cx43 par la PKC, très faible en 

condition basale augmente suite à un IDM [276]. Cette phosphorylation de la Cx43 (Ser368) par la 

PKC est connue pour favoriser l’internalisation et la dégradation de JG et pourrait participer à la 

diminution d’expression de la Cx43 [125],[123],[124],[277]. Enfin, une augmentation de la 

dégradation de la Cx43 par voie autophagosomale a également été suggérée en cas d’insuffisance 

cardiaque et il n’est pas à exclure qu’u mécanisme similaire soit mis en place lors d’un IDM [278]. 
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Il est à noter que notre étude d’expression protéique porte sur le tissu cardiaque et n’est pas 

spécifique des cardiomyocytes. Deux populations de fibroblastes exprimant des Cx différentes sont 

présentes dans le cœur et voient leur expression modifiée en cas d’IDM. Dans les premiers jours de 

la pathologie, une augmentation de fibroblastes qui expriment principalement la Cx45 est observée 

avant de diminuer après la première semaine. A l’inverse, une augmentation de fibroblastes 

exprimant la Cx43 est observée après la première semaine suivant l’IDM dans la ZI [279]. Cette 

dynamique d’expression recoupée avec le remodelage de l’IDM suggère que la population 

exprimant la Cx45 pourrait appartenir à la famille des fibroblastes et celle exprimant la Cx43 à la 

famille des myofibroblastes. De ce fait, l’augmentation de fibroblastes exprimant la Cx43 à 7 jours 

pourrait mener à une sous-estimation de la diminution de l’expression de la Cx43 dans les 

cardiomyocytes lors de nos analyses sur tissu total. 

2. Phosphorylation de la connexine 43 dans l’infarctus du 

myocarde 

De manière similaire à plusieurs études, nous avons observé une diminution de phosphorylation de 

la Cx43 après un IDM [212],[213],[214]. De façon intéressante, cette diminution de phosphorylation 

est associée à une diminution d’interaction entre la Cx43 et l’ezrine aux DI des cardiomyocytes. La 

perte du complexe Cx43-ezrine pourrait affecter le niveau de phosphorylation de la Cx43 et 

favoriser la survenue des arythmies ventriculaires observées dans notre modèle d’IDM (voir section 

II.D. de cette discussion).  

L’utilisation d’un anticorps non spécifique de la phosphorylation de la Cx43 par la PKA constitue 

une limitation à notre étude. De ce fait, nous observons le niveau de phosphorylation totale de la 

Cx43 suite à un IDM. Bien que nous ayons établi que la PKA est le régulateur principal de la Cx43 

cardiaque, la diminution de phosphorylation de la Cx43 que nous observons en cas d’IDM pourrait 

inclure des altérations de phosphorylations par d’autres kinases. Des cœurs de souris soumis à une 

ischémie ex vivo présentent une diminution de phosphorylation des Ser325, 328 et 330 de la Cx43, 

qui sont des substrats de la CK-1. Ces altérations pourraient également se produire dans notre 

modèle [270].
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3. Localisation subcellulaire de la connexine 43 après un 

infarctus du myocarde 

Nous avons observé dans la zone proximale de l’infarctus une localisation aberrante de la Cx43 à la 

paroi latérale des cardiomyocytes. Bien que cette latéralisation ait également été observée dans 

plusieurs études, les mécanismes moléculaires impliqués dans ce processus restent méconnus à ce 

jour [56],[205],[206],[207].  

Il a été proposé qu’en cas d’IDM, la phosphorylation des Tyr265 et/ou 286 de la Cx43 recrute la 

protéine EHD1 qui favorise son endocytose dans les lysosomes précoces. Cette Cx43 serait ensuite 

recyclée vers la paroi latérale de la membrane plasmique par un mécanisme encore étudié [224]. 

Nous avons observé dans notre modèle une transcription inchangée de GJA1 dans l’IDM aigu. Il 

n’est pas à exclure que la Cx43 latéralisée soit une Cx néosynthétisée. Cette connexine 

néosynthétisée serait adressée de façon aberrante à la paroi latérale des cardiomyocytes en raison 

de diverses altérations du cytosquelette et des protéines des jonctions adhérentes et serrées. En 

effet, l’adressage de la Cx43 aux DI est médié par les microtubules qui présentent une 

désorganisation en cas d’IDM [81],[280]. De plus, l’expression des protéines des jonctions 

adhérentes cadhérines et desmoplakine, responsables de l’adressage des Cx43 aux DI, diminue et 

se relocalise au niveau de la paroi latérale des cardiomyocytes suite à un IDM [206].   

D. Perte du complexe connexine43-ezrine-PKA dans 

l’infarctus du myocarde et arythmies 

Les rats soumis à un IDM que nous avons étudiés présentent des altérations de la Cx43 (diminution 

d’expression, de phosphorylation, rupture du complexe Cx43-ezrine) et une susceptibilité accrue 

aux arythmies ventriculaires. Les altérations de la Cx43 (i.e., diminution d’expression, de 

phosphorylation, et latéralisation) sont connues pour être arythmogènes car elles favorisent le 

découplage des JG [207],[203],[281],[214],[216]. Ce découplage électrique est responsable d’une 

augmentation des résistances intercellulaires et d’un ralentissement de la vitesse de conduction 

[220], [221].  En effet, en cas d’IDM, les souris Cx43 KD, et plus particulièrement pour l’extrémité C-

term de la Cx, présentent une susceptibilité accrue aux arythmies (extrasystoles et tachycardies 

ventriculaires) [194],[203]. De façon intéressante, l’extrémité C-term tronquée dans cette étude 

contient les sites de fixation de la Cx43 à l’ezrine et les sites de phosphorylation de la Cx43 par la 

PKA. Ainsi, lors d’un IDM, la rupture du complexe Cx43-ezrine pourrait être à l’origine d’une 
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augmentation de la résistance intercellulaire. La PKA éloignée de la Cx43 du fait de la dissociation 

du complexe ne pourrait plus phosphoryler la Cx43 entrainant alors une diminution de la CIJG 

comme observé avec l’utilisation des peptides PKI et Ht31 mais également de la propagation du 

PA. 

E. Utilisation de peptides modulant la connexine 43 

comme traitement de l’infarctus du myocarde 

Du fait de son rôle clef dans la détermination de la ZI  et dans la survenue des arythmies après un 

IDM, la Cx43 apparait comme une cible thérapeutique privilégiée. 

1. Cibler la connexine 43 pour limiter l’expansion de la zone 

infarcie 

La sévérité de la dysfonction cardiaque post IDM est corrélée avec la taille de la ZI [225]. Ainsi, 

inhiber l’expansion de la ZI constitue un enjeu thérapeutique majeur.  

La découverte du complexe Cx43-ezrine-PKA permet d’envisager une alternative aux peptides 

mimétiques existants (voir chapitre introduction, section III.D.1.) afin de limiter l’expansion de la ZI 

en s’affranchissant des problèmes de spécificité. En effet, la séquence 366-RASSR-370 de la Cx43  est 

responsable de l’interaction avec la séquence 510-DDRNEEKR-517 de l’ezrine. Cette séquence est 

spécifique la Cx43 et ne se retrouve dans aucune autre Cx [282]. Ainsi,  l’utilisation d’un peptide 

inhibiteur d’interaction protéine-protéine (PPI) spécifique de l’interaction Cx43-ezrine permettrait 

de ralentir la propagation des DAMPs en cas d’IDM pour limiter la taille de la ZI. Des PPI ciblant 

l’interaction Cx43-ezrine ont été développés à partir de leur séquence d’interaction. Il s’agit des 

peptides mimétiques DQRPSSRASSRASSRPRP pour la Cx43 et SEGIRDDRNEEKRITEA pour l’ezrine. 

De façon intéressante, ces peptides inhibent la CIJG à travers les JG dans des lignées de cellules 

endothéliales de foie [282]. Nous prévoyons de tester ces peptides in vitro sur des CVRN pour 

étudier la phosphorylation de la Cx43 et la CIJG puis ex vivo sur cœur de rat isolé perfusé avant 

d’envisager une étude in vivo. 

De plus, l’utilisation d’un peptide inhibiteur de PPI de l’interaction CX43-ezrine couplé avec un 

agent de ciblage cardiaque tel que le CTP (Cardiac Targeting Peptide) ou le PCM (Primary 

Cardiomyocytes) permettrait d’avoir une distribution du composé actif (i.e., PPI) spécifiquement 

dans les cardiomyocytes. Il serait alors possible de limiter le ciblage indésiré sur les complexes Cx43-
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ezrine-PKA présents dans d’autres compartiments comme les cellules endothéliales de foie ou les 

trophoblastes [283],[284],[115],[268]. Un peptide CTP-PPI (Cx43-ezrine) ou PCM PPI (Cx43-ezrine) 

ciblant préférentiellement la Cx43 cardiaque constituerait une avancée thérapeutique majeure. 

Cependant, cibler la Cx43 pour limiter la taille de la ZI en diminuant la CIJG risque d'être au 

détriment de la survenue des arythmies. L’administration de PPI devrait donc idéalement être 

proposée rapidement suite à l’IDM et pour une durée limitée. De plus, l’inhibition de la PKA ancrée 

in vitro n’inhibe pas totalement la phosphorylation de la Cx43 ce qui sous-entend que des JG 

fonctionnelles seraient toujours présentes pour assurer la propagation du PA. 

2. Cibler la connexine 43 pour limiter la survenue des 

arythmies 

Une surexpression de la Cx43 suite à un IDM est connue pour limiter la survenue des arythmies 

[242],[243]. De même, des peptides antiarythmiques confèrent une cardioprotection en cas d’IDM 

en augmentant l’expression de la Cx43 dans la zone à risque de l’IDM, améliorant ainsi la CIJG, la 

conductance et maintenant la vitesse de conduction du PA [245],[285],[246],[246]. Nous avons 

observé une expression de la PKA et l’ezrine inchangée lors d’un IDM. Ainsi, en cas de 

rétablissement du niveau d’expression de la Cx43 suite à un IDM, de nouveaux complexes Cx43-

ezrine-PKA pourraient se former aux DI, permettant de rétablir la CIJG, la propagation du PA et ainsi 

de limiter les arythmies. Enfin, l’utilisation d’un PCM-PPI (Cx43-ezrine) ou CTP-PPI (Cx43-ezrine) 

dans les premières minutes de l’IDM pourrait limiter la survenue des arythmies à long terme malgré 

une inhibition temporaire de la CIJG. En effet, limiter l’expansion de la ZI pourrait également limiter 

le remodelage cellulaire arythmogène de l’IDM tel que la fibrose.  
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I. CONCLUSION 

Nous avons mis en évidence dans les cardiomyocytes que la Cx43 est largement phosphorylée à 

l’état basal par une PKA ancrée qui régule la CIJG. Cette phosphorylation serait indispensable à la 

propagation synchrone et homogène du PA par les JG. De plus, nous avons montré pour la première 

fois dans le cœur que la Cx43 est associée en complexe avec l’ezrine et la PKA au niveau des DI. 

Lors d’un IDM, nous avons observé une diminution d’expression et de phosphorylation de la Cx43 

dans la zone proximale de l’infarctus. Ceci est associé à une perte de proximité entre la Cx43 et 

l’ezrine et une relocalisation des protéines encore associées des DI vers la membrane latérale des 

cardiomyocytes. Cette perte de proximité des partenaires du complexe pourrait en partie expliquer 

la diminution de phosphorylation de la Cx43, provoquant un découplage des JG et la survenue des 

arythmies ventriculaires caractéristiques de l’IDM. De plus, la présence de complexes latéralisés 

permettrait une propagation anormale du PA et favoriserait la survenue d’athymies ventriculaires. 

En effet, les altérations d’expression et de localisation de la Cx43 sont connues pour être 

arythmogènes car elles permettent une propagation anormale du PA et favorisent la formation de 

boucles de ré-entrées. La découverte du complexe Cx43-ezrine-PKA constitue un premier pas vers 

l’amélioration de la compréhension des mécanismes moléculaires régulant Cx43 cardiaque (en 

situation physiologique et lors d’un IDM) pour la mise en place de nouvelles stratégies 

thérapeutiques. 

 

II. PERSPECTIVES 

Les résultats obtenus lors de notre étude sont encourageants et nécessitent d’être approfondis. Il 

est indispensable d’identifier le rôle fonctionnel du complexe (plus précisément de l’ezrine) dans la 

régulation de la phosphorylation de la Cx43, de la CIJG, de la propagation du PA, en condition 

physiologique et suite à un IDM. Afin de s’assurer du rôle direct de l’ezrine sur la phosphorylation 

de la Cx43, des western blot peuvent être réalisés à partir de lysats protéiques de CVRN soumis à 

un KD de l’expression de l’ezrine. Sur le même modèle, des expériences de GAP FLIP pourraient être 

effectuées pour déterminer le rôle de l’ezrine sur la CIJG. Enfin, la propagation du PA pourrait être 

étudiée par des expériences de MEA (Multi Electrode Array) sur ces CRVN soumis à un KD de 
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l’ezrine. Un modèle de souris KO conditionnel pour l’ezrine sous contrôle de la Cre recombinase a 

été généré afin de déterminer le rôle de la protéine dans le développement intestinal. Le couplage 

de ces souris avec des souris exprimant Cre sous contrôle d’un promoteur cardiaque comme MHC2 

(myosin heavy chain 2) permettrait d’obtenir une lignée présentant un KO de l’ezrine dans le cœur 

et de mieux appréhender le rôle de la protéine pour la fonction cardiaque.  

A l’échelle tissulaire, la propagation du PA pourrait être étudiée par MEA ou optical mapping sur 

cœur isolé perfusé en Langendorff. Ce modèle d’étude pourrait également être utilisé de façon 

intéressante en situation d’IDM pour évaluer la survenue des arythmies. Plusieurs options sont 

envisageables. Un IDM pourrait être réalisé in vivo pour une durée de 7 jours comme dans le 

modèle actuel puis ce cœur pourrait être monté sur un système de Langendorff ex vivo pour étudier 

la survenue des arythmies en présence de peptides inhibant la PKA, l’ancrage de la kinase et le 

complexe Cx43-ezrine (PPI Cx43-ezrine). Dans l’optique où la circulation coronaire serait trop 

endommagée pour le montage et la stabilisation du cœur en Langenforff, il est possible de mimer 

l’IDM sur un cœur ex vivo monté sur le système en réalisant une LAD ou en arrêtant la perfusion 

pour induire une ischémie. En parallèle de la survenue des arythmies, la taille de la ZI pourra 

également être déterminée sur les cœurs par coloration avec du Blue Evans. Il sera ainsi possible 

de mieux appréhender la dichotomie existante entre la limitation de l’extension de la ZI et la 

survenue des arythmies.  

Enfin, in vivo, le PPI Cx43-ezrine pourrait être administré préférentiellement au cœur en utilisant un 

AAV (Associated Adeno Virurs) avec un fort tropisme cardiaque tel que l’AAV9. Ensuite, l’étude de 

l’expression protéique du complexe et de sa localisation tissulaire pourra être réalisée suite à un 

IDM comme dans le modèle actuellement utilisé. De plus, il serait intéressant de regarder la 

susceptibilité aux arythmies chez ces animaux par télémétrie ECG. 

Au-delà de notre étude, il serait également intéressant d’étudier les différents rôles possibles de 

l’ezrine dans le cœur. L’ezrine est une protéine structurale capable de fixer les filaments d’actine et 

elle est en complexe avec la protéine ZO-1.  Il n’est pas à exclure qu’elle joue un rôle important 

pour la structure de la cellule, encore inexploré dans le cœur. 
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➢ ANNEXE 

 

 

Publication Colombe, Pidoux, 2021, Cells 

“Cardiac cAMP-PKA Signaling Compartimentalization in Myocardial Infarction” 
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