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Abstract: Voltage-gated Na+ (Nav) channels are expressed in arteries. However, their physiological role 

in vascular tone needs to be elucidated. Their activation induces distinct effects on resistance arteries: a 

vasoconstriction of rat mesenteric arteries (MA) and a vasodilation of mouse cremaster arteries. Thus, this 

thesis aimed to clarify the role of Nav channels in mesenteric arterial vascular tone by using selective 

toxins: tetrodotoxin (TTX), a blocker and veratridine (VTD), an activator of Nav channels.  

First, we characterized the Nav channel expression in intima and media of aorta and different MA branches 

from mice: first-order MA (FOMA) and cecocolic arteries (CA). These arteries mainly expressed Scn2a 

encoding the isoform Nav1.2. By myography, TTX induced a total relaxation of FOMA and CA, indicating 

that Nav channels participate to regulate the arterial contractility. Using arteriography, we showed that TTX 

potentiated the flow-mediated dilation of FOMA and CA, revealing the putative implication of Nav channel 

in the response induced by shear-stress. The expression levels of Scn2a were significantly reduced in the 

aorta from angiotensin II-induced hypertensive mice and old mice. To conclude, this first study proposes 

that Nav channels could be considered as an actor in vascular tone regulation and in mechanotransduction. 

Moreover, the modulation of Scn2a expression in aorta from hypertensive and aging models suggests that 

Nav channels could be involved in vascular physiopathological mechanisms. 

The second study aimed to characterize the effects of Nav channel activation by VTD on isolated FOMA and 

CA. In fact, myography experiments showed that VTD induced vasoconstriction in FOMA and vasorelaxation 

in CA. Prazosin, an ⍺1-adrenoceptor antagonist suppressed VTD-induced contraction of FOMA, indicating 

that VTD stimulates noradrenaline release by sympathetic nerves. The vasorelaxation of CA induced by 

VTD was resistant to prazosin, but abolished by atropine, a muscarinic  receptor antagonist. Consequently, 

VTD triggered  acetylcholine (Ach) release by parasympathetic nerve endings. These relaxation responses 

of CA were dependent on the NO pathway. In addition, VTD-induced vasorelaxant effects were strongly 

reduced by Na+/Ca2+ exchanger (NCX) antagonists, KB-R7943 and SEA0400. This is in agreement with the 

expression of NCX1 in endothelium of CA. Then, we investigated the involvement of NCX1 in NO production 

by using mouse endothelial cell line. Intracellular Ca2+ elevation induced by ach was significantly reduced 

by NCX antagonists and also by protein kinase C inhibition. To conclude the second study, VTD conversely 

modifies the contractility of FOMA and CA, by acting on their different vasomotor innervation. We 

hypothesize that FOMA present a sympathetic vasomotor innervation, while CA have a predominant 

parasympathetic vasomotor innervation. Moreover, endothelial NCX1 could be considered as an important 

element in intracellular Ca2+ elevation which leads to NO production, and PKC could activate NCX1.  
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ICAM-1 : molécule d’adhésion intercellulaire 1 

IP3 : inositol triphosphate 

IP3R : récepteur à l’IP3 

KATP : (canal) K+ sensible à l’ATP 
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KCa : (canal) K+ activé par le Ca2+ 

KIR : (canal) K+ à rectification entrante 

Kv : (canal) K+ dépendant du potentiel  

L-NAME : N(ω)-nitro-L-arginine methyl ester 

MA : artère mésentérique 

MLC : chaînes légères de la myosine 

MLCK : kinase des chaînes légères de la myosine 

MLCP : phosphatase des chaînes légères de la myosine 

MS1 : « Mile Sven1 » 

NADPH : nicotinamide adénine dinucléotide phosphate 

Nav : (canal) Na+ dépendant du potentiel 

NCX : échangeur de Na+/Ca2+   

NO : monoxyde d’azote 

NT : neurotransmetteur 

PA : pression artérielle 

PAS : pression artérielle systolique 

PAD : pression artérielle diastolique 

PbTX : brévétoxine 

PECAM1 : molécule d’adhésion cellulaire plaquettes-cellules endothéliales 1 

PGI2 : prostacycline 

Phe : phényléphrine 

PKG : protéine kinase G 

PoA : potentiel d’action 

PZ : prazosine 

RCPG : récepteur couplé aux protéines G 

RyR : récepteurs de la ryanodine 

SHR : rat hypertendu spontanément 

SOC : « store-operated Ca2+ channel »  

SOCE : « store-operated Ca2+ entry » 

SR : réticulum sarcoplasmique 

STIM1 : molécule d’interaction stromale 1 

SU ⍺ : sous-unité alpha 	

SU β : sous-unité béta 

SUR : suramine 

TM : tonus myogénique 

TN : terminaison nerveuse 

TRP : « transient receptor potential » 

TRPC : canal « transient receptor potential canonical » 

TRPM : canal « transient receptor potential melastatin » 

TRPV : canal « transient receptor potential vanilloid » 
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TTX : tétrodotoxine 

TTX-R : résistant à la tétrodotoxine 

TTX-S : sensible à la tétrodotoxine 

TXA2 : thromboxane A2 

VCAM-1 : molécule d’adhésion des cellules vasculaires 1 

VE-Cadhérine : cadhérine endothéliale vasculaire 

VEGF : facteur de croissance des cellules endothéliales vasculaires 

VEGFR : récepteur aux facteurs de croissance des cellules endothéliales vasculaires 

VTD : vératridine 
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1. Physiologie des artères de résistance  

1.1. Présentation générale des artères  

Aujourd’hui, les artères sont considérées comme un véritable organe actif à part entière en tant qu’acteur 

majeur de l’homéostasie. Cet appareil permet le transport du sang du cœur vers les organes périphériques afin 

d’apporter les éléments essentiels pour leur bon fonctionnement. Selon leur structure et leur fonction, les artères 

présentent deux types, à savoir les artères de conductance et les artères de résistance.  

Les artères de conductance, également appelées artères de « gros calibre », se trouvent principalement 

proches du cœur comme l’aorte, les carotides et les artères pulmonaires. Elles ont pour rôle d’amortir la pulsatilité 

du cœur et d’assurer un flux sanguin continu grâce à l’élasticité de leurs parois se comportant comme un réservoir 

par une dilatation passive lors de la systole ventriculaire. Les artères de résistance, appelées artères de « petit 

calibre », correspondent à une notion définie par Mulvany et Aalkjaer en 1990 pour des artères ayant un diamètre 

interne inférieur à 500 µm (Mulvany and Aalkjaer, 1990). Elles se trouvent à proximité des organes périphériques 

comme les artères mésentériques (MA), les artères coronaires, les artères cérébrales et les artérioles. 

Contrairement aux artères de conductance, elles ont la capacité de moduler leur diamètre très rapidement en 

réponse aux variations hémodynamiques telles que le flux et la pression. Ainsi, elles participent activement à la 

régulation de la résistance périphérique grâce à leur réactivité vasculaire importante.   

 

Figure 1 : Structure de la paroi artérielle 

La paroi artérielle se compose de trois tuniques de l’intérieur vers l’extérieur : l’intima ou endothélium, la média 

ou couche musculaire lisse et l’adventice, un tissu conjonctif. Chaque tunique est séparée de lame élastique 

interne et externe. 

 

Les artères de conductance et les artères de résistance partagent une structure générale commune, qui 

est composée de 3 tuniques organisées de façon concentrique : l’intima, la média et l’adventice (Figure 1). 

L’intima, appelée également l’endothélium, est la couche la plus interne composée d’une monocouche de cellules 

endothéliales (CE). Ces cellules ayant une forme plate sont en contact direct avec le sang et les facteurs circulants. 

Face à diverses molécules circulantes, elles constituent une barrière de communication entre les tissus et le sang. 

Intima

Media

Adventice

Internal elastic lamina

External elastic lamina
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Elles sont également soumises au flux sanguin capable d’entraîner lui-même des réponses biologiques au niveau 

des artères. La média, séparée de l’intima par une lame élastique interne, est composée principalement de 

multiples couches circulaires de cellules musculaires lisses vasculaires (CMLV). Cette tunique contient également 

les fibres d’élastine et de collagène dont la proportion varie selon le type d’artères. La média des artères de 

conductance contient beaucoup d’élastine, d’où son élasticité et sa capacité de réservoir. En revanche, les artères 

de résistance contiennent peu de composants élastiques. Leur tunique moyenne est essentiellement musculaire, 

ce qui leur permet d’avoir une capacité contractile importante. L’activité de la média est régulée en grande partie 

par les fibres nerveuses. Les CE, étroitement liées avec les CMLV, peuvent aussi y intervenir via la sécrétion des 

diverses molécules. Enfin, séparée de la média par une lame élastique externe, l’adventice est la couche la plus 

externe des artères. Elle est composée principalement de fibres de collagène, de fibroblastes et de la matrice 

extracellulaire, assurant la protection et le renforcement des vaisseaux. Les fibres nerveuses sont également 

présentes à ce niveau afin de réguler le tonus vasculaire. L’adventice peut contenir des vasa vasorum dans le but 

d’assurer l’apport du sang au niveau des parois des artères, en particulier, de « gros calibre ». 

 

1.2. Description des cellules vasculaires 

1.2.1. Les cellules endothéliales 

Les CE tapissant en monocouche la face interne des artères, présentent généralement une forme plate, 

fine et longue et sont alignées dans la direction du flux sanguin. Elles sont en contact direct avec le sang et les 

facteurs circulants. L’endothélium, considéré comme une membrane passive entre le sang et la structure 

vasculaire, est en fait constitué de cellules actives. En effet, les CE interviennent dans de nombreuses fonctions. 

En réponse à des facteurs circulants, les CE assurent un contrôle local du tonus vasculaire par la sécrétion des 

substances vasoactives qui agissent au niveau des CMLV (Furchgott and Zawadzki, 1980; Moncada et al., 1977; 

Palmer et al., 1988; Sim and Manjeet, 1990; Yanagisawa et al., 1998). Elles établissent alors un équilibre entre 

la vasoconstriction et la vasorelaxation. L’endothélium est exposé à des forces de cisaillement (ou « shear-

stress ») dues à l’écoulement du sang dans l’artère. Les CE stimulées par le flux laminaire synthétisent un gaz 

appelé monoxyde d’azote (NO), considéré comme un médiateur majeur de la vasodilatation (Xiao et al., 1997). 

Ce phénomène est appelé la dilatation dépendante du flux (DFD). Les récepteurs mécanosensibles ou 

mécanosenseurs exprimés à la membrane plasmique des CE sont responsables de ce mécanisme (Douguet et al., 

2019; Rode et al., 2017). En outre, les CE régulent l’activité des plaquettes. Dans les conditions physiologiques, 

les CE sécrètent de façon constitutive le NO et la prostacycline (PGI2) afin d’inhiber l’adhésion et l’agrégation 

plaquettaire (Cines et al., 1998; Moncada et al., 1977; Tailor et al., 2005). Lors d’une lésion vasculaire, les CE 

sont activées et stimulent l’hémostase et le processus d’angiogenèse (Krüger-Genge et al., 2019; Sturtzel, 2017). 

Ainsi, les CE ont une place cruciale dans l’homéostasie vasculaire.  

  

1.2.2. Cellules musculaires lisses vasculaires 

Les CMLV, contrairement aux CE, sont organisées en plusieurs couches. Localisées dans la média, elles 

sont au cœur de la capacité contractile des artères. En effet, les CMLV sont riches en fibres actine-myosine et en 

mitochondries qui sont les éléments essentiels pour la contractilité. La contraction et la relaxation des CMLV 
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induisent la vasoconstriction et la vasodilatation, respectivement. Ainsi, les CMLV assurent la vasomotricité, 

cruciale dans la régulation du débit sanguin et la perfusion des organes. Leur contractilité est finement régulée 

par les CE, qui sont étroitement liées avec les CMLV. En effet, les substances vasoactives produites par les CE, 

telles que le NO, le PIG2, l’endothéline-1 et le thromboxane A2 agissent au niveau des CMLV et conduisent à la 

phosphorylation ou à la déphosphorylation des chaînes légères de la myosine de type 2 (MLC), par la kinase des 

MLC (MLCK) ou par la phosphatase des MLC (MLCP). Ceci aboutit à la contraction ou à la relaxation des CMLV. 

Par ailleurs, la contractilité des CMLV est régulée par les fibres nerveuses sympathiques. Depuis les terminaisons 

nerveuses sympathiques présentes autour des CMLV, les neurotransmetteurs (NT) tels que la noradrénaline et 

l’adrénaline peuvent être sécrétés. Ces catécholamines se fixent aux récepteurs ⍺1-adrénergiques des CMLV puis 

entraînent la contraction.  

Quand les vasoconstricteurs se fixent sur leurs récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) correspondants 

(ici RCPGq), ils déclenchent une augmentation du Ca2+ intracellulaire ([Ca2+]i), entraînant une augmentation de 

la complexe Ca2+/Calmoduline qui à son tour active la MLCK. L’activation des RCPG12/13 stimulent la cascade 

RhoA/Rho-Kinase, inhibant la MLCP par phosphorylation (Seasholtz et al., 1999; Somlyo and Somlyo, 2000). 

Ainsi, l’activation de la MLCK et l’inhibition de la MLCP augmentent le degré de phosphorylation des MLC, 

aboutissant à une vasoconstriction. Au contraire, les vasodilatateurs comme le NO entraînent l’activation de la 

MLCP et l’inhibition des RhoA par la protéine kinase G (PKG) (Smolenski et al., 2000; Wu et al., 1998), donc la 

diminution des MLC phosphorylées. À travers des jonctions gap situées au niveau des jonctions myoendothéliales, 

les facteurs hyperpolarisants dérivés de l’endothélium (EDHF) agissent sur les CMLV et entraînent leur 

hyperpolarisation, donc une vasorelaxation (Straub et al., 2014). Par ailleurs, les CMLV ont une plasticité 

phénotypique importante. Dans des conditions pathologiques, elles sont capables de produire de nombreuses 

molécules comme des cytokines, des facteurs de croissance et des éléments de la matrice extracellulaire. Cette 

caractéristique leur confère une capacité de migration et de prolifération selon leur environnement et les 

conditions physiopathologiques. 

 

1.3. Description des propriétés intrinsèques des artères de résistance 

Les artères de résistance, se trouvant à proximité des organes périphériques, ont pour mission d’atténuer 

la pression artérielle (PA) afin d’assurer une bonne perfusion des organes sans les abîmer. La vasomotricité 

importante de ces artères permet de réguler la résistance périphérique. Les artères de résistance présentent ainsi 

certaines propriétés fonctionnelles intrinsèques.  

1.3.1. Les artères de résistance ont une grande vasomotricité 

La vasomotricité se traduit par l’équilibre entre la vasodilatation et la vasoconstriction. La vasodilatation 

est principalement contrôlée par l’endothélium soit en réponse aux forces de cisaillement, soit en réponse à des 

substances vasodilatatrices. La vasoconstriction est déclenchée de façon mécanique et/ou pharmacologique. La 

pression génère des forces pariétales exercées sur la paroi artérielle entraînant directement la contraction des 

CMLV. Les CE peuvent aussi produire des substances vasoconstrictrices agissant sur les CMLV. Par ailleurs, les 

fibres nerveuses présentes dans la paroi artérielle libèrent des molécules modulant le tonus vasculaire. Ainsi, les 
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forces mécaniques et les substances vasoactives libérées participent à la balance entre la relaxation et la 

contraction des artères. 

a) Les voies de vasodilatation dépendantes de l’endothélium 

 

Figure 2 : Les voies de vasodilatation dépendantes de l’endothélium 

Le schéma représente les 3 voies de vasodilatation induite par les CE (ou EC) : la voie du NO, la voie de l’EDHF 

et la voie de la PGI2 (de gauche à droite). La voie du NO, principalement induite par les forces de cisaillement, 

provoque la baisse de la [Ca2+]i des CMLV (ou VSMC) et favorise la déphosphorylations des MLC. La voie de 

l’EDHF et la voie de la PGI2 entraîne la baisse de la [Ca2+]i des VSMC par l’hyperpolarisation des VSMC et la 

recapture de Ca2+ dans le réticulum sarcoplasmique (SR), réciproquement. L’ensemble des voies aboutissent à 
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une vasorelaxation. BK : bradykinine ; BKR2 : récepteur à la bradykinine ; mAchR : récepteur muscarinique à 

l’Ach.  

 

La voie du monoxyde d’azote (voie majeure de la vasodilatation) 

Le NO est un gaz capable de diffuser librement au travers de la membrane plasmique. Son action comme 

vasodilatateur au niveau du système vasculaire a été décrite pour la 1ère fois en 1980 par Furchgott et Zawadski 

(Furchgott and Zawadzki, 1980). Comme décrit précédemment, les forces de cisaillement appliquées sur les CE 

favorisent la production de NO. En effet, le flux stimule des canaux mécanosensibles comme Piezo1 et certains 

canaux « transient receptor potential » (TRP) (Bavi et al., 2017), qui entraînent une entrée de Ca2+ dans les CE 

et la libération d’ATP. Ce dernier se fixe sur les récepteurs purinergiques P2Y2 des CE, induisant la formation d’IP3 

et la sortie de Ca2+ du réticulum endoplasmique. L’élévation de la [Ca2+]i conduit à la formation de complexes 

Ca2+/Calmoduline, qui activent la NO synthase endothéliale (eNOS) par phosphorylation de la Ser1177 (Wang et 

al., 2016, 2015).  La eNOS activée catalyse la transformation de la L-arginine en L-citrulline et NO en présence 

d’O2 et des co-facteurs tels que NADPH, FAD, FMN et BH4 (Förstermann and Sessa, 2012). Les forces de 

cisaillement stimulent également un complexe mécanosensible composé de PECAM1, VE-Cadhérine et VEGFR2, 

activant la voie de Src/PI3K/AKT qui phosphoryle la eNOS indépendamment du Ca2+ (Baratchi et al., 2017; Hurt 

et al., 2002; Michell et al., 1999). Les forces de cisaillement ne sont pas la seule modalité activatrice de la voie 

du NO. Les facteurs circulants comme l’acétylcholine (Ach) et la bradykinine se fixent sur leurs propres RCPG et 

activent la eNOS par l’élévation de la [Ca2+]i (Figure 2).  

Le NO synthétisé diffuse librement jusqu’aux CMLV. Au niveau des CMLV, le NO active la guanylate cyclase 

(GC) qui transforme la guanosine triphosphate (GTP) en guanosine monophosphate cyclique (GMPc). La GMPc 

active, par la suite, la PKG qui entraîne l’activation des MLCP. En outre, la PKG inhibe RhoA, ce qui lève l’inhibition 

des MLCP. Tout cela contribue donc à la déphosphorylation des MLC et aboutit à la relaxation des CMLV (Smolenski 

et al., 2000; Wu et al., 1998). La voie du NO est une voie vasorelaxante majeure par rapport aux autres voies 

décrites ci-après (Sandow Shaun L. et al., 2002). 

 

La voie de la prostacycline 

Les CE peut également générer de la PGI2, qui a une action vasodilatatrice (Fleming et al., 1996). La PGI2 

est synthétisée à partir de l’acide arachidonique grâce aux cyclo-oxygénases (COX). L’acide arachidonique, 

synthétisé à partir des phospholipides membranaires par la phospholipase A2, est transformé en prostaglandine 

G2 par l’activité cyclo-oxygénase des COX. Ensuite, par l’activité peroxydase de ces enzymes, la prostaglandine 

G2 est réduite en prostaglandine H2. La PGI2 synthase forme enfin la PGI2 par l’isomérisation et la réduction de la 

prostaglandine H2 (Figure 3). La PGI2 produite par les CE agit au niveau des CMLV en activant l’adénylate cyclase 

entraînant la production de l’adénosine monophosphate cyclique (AMPc). Ce dernier active par la suite la protéine 

kinase A (PKA) phosphorylant la phospholambane. Ainsi, la PKA lève l’inhibition de la pompe à Ca2+ membranaire 

du réticulum sarcoendoplasmique (SERCA) et entraîne la recapture et la diminution de la [Ca2+]i des CMLV (Figure 

2).  
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Parmi les deux COX les plus connues COX-1 et COX-2, la COX-1 est considérée comme une isoforme 

constitutive. La PGI2 est  donc synthétisée de façon continuelle par les CE en réponse au flux et impliquée dans 

le maintien du tonus vasculaire (Moncada et al., 1977). La COX-2, l’isoforme inductible, est exprimée dans un 

environnement pro-inflammatoire. En effet, il a été montré qu’en réponse à des substances comme la thrombine 

et l’histamine, la production de la PGI2 augmente (Krüger-Genge et al., 2019). La PGI2 a également des effets 

anti-plaquettaires (Moncada et al., 1977; Tailor et al., 2005). 

 

 

Figure 3 : Synthèse enzymatique de la PGI2 et du TXA2 

La PGI2 et le TXA2 sont tous deux synthétisés à partir des phospholipides membranaires. Par l’activité enzymatique 

de la phospholipase A2 (PLA2) et de la COX, les phospholipides sont transformés en acide arachidonique, 

prostaglandine G2 (PGG2) puis prostaglandine H2 (PGH2). La PGH2 est transformée en PGI2 par la PGI2 synthase 

ou en TXA2 par la TXA2 synthase.  

 

La voie de l’EDHF 

Il a été montré que lors de l’inhibition de la voie du NO et la voie de PGI2, une vasodilatation persistait 

(Wang et al., 2003) et que l’Ach pouvait provoquer une vasodilatation indépendante de la voie du NO (Chen et 

al., 1988; Huang et al., 2000). Ainsi, la voie de l’EDHF a été découverte. Comme son nom l’indique, les EDHF se 

caractérisent par leur capacité à entraîner une hyperpolarisation des CE puis des CMLV. Suite à un stimulus, 

l’élévation de la [Ca2+]i des CE activent les canaux K+ sensibles au Ca2+ (KCa) endothéliaux tels que SKCa (KCa2.3) 

et IKCa (KCa3.1). L’efflux du K+ agit sur les CMLV au niveau des jonctions myoendothéliales, qui sont des 

microdomaines constitués par une projection endothéliale, et activent les pompes Na+/K+-ATPase et les canaux 

K+ à rectification entrante (KIR). Les CMLV sont alors hyperpolarisées, par efflux de K+, ce qui réduit fortement 

l’activation des canaux Ca2+ dépendant du potentiel (Cav). Cette baisse d’entrée de Ca2+ entraînant une 

vasodilatation (Figure 2) (Garland et al., 2011). Au niveau des artères de résistance, en absence de NO, les EDHF 

deviennent la voie de dilatation prédominante (Tomioka et al., 1999). 

 

b) Les facteurs vasoconstricteurs dérivés de l’endothélium 

L’endothéline-1 

L’endothéline-1 (ET-1) est un peptide de 21 acides aminés identifié et décrit comme un vasoconstricteur 

dérivé de l’endothélium en 1988 (Yanagisawa et al., 1998). L’ET-1 est synthétisée par les CE à partir de la pré-

proendothéline qui est convertie en pré-endothéline puis en ET-1 par l’enzyme de conversion de l’endothéline. La 

synthèse est stimulée par différents facteurs tels que l’angiotensine II (AngII), le TNF-β et la thrombine (Krüger-
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Genge et al., 2019; Rubanyi and Polokoff, 1994). Elle peut être inhibée par le NO et la PGI2 (Davenport et al., 

2016). Les récepteurs à l’ET-1 sont des RCPGq et il en existe 2 types : ETA et ETB. Une fois synthétisée par les 

CE, l’ET-1 se fixe sur ses récepteurs ETA et ETB exprimés au niveau des CMLV et entraîne l’augmentation de la 

[Ca2+]i par l’intermédiaire de la phospholipase C et de l’IP3. Alors que la principale action de l’ET-1 est la 

vasoconstriction, elle peut également avoir un effet vasodilatateur (Warner et al., 1989). Les CE exprimant l’ETB, 

l’activation du récepteur par la fixation de l’ET-1 entraîne la production du NO et de la PGI2 par l’élévation de la 

[Ca2+]i (Houde et al., 2016).   

 

Figure 4 : Les facteurs vasoconstricteurs dérivés de l’endothélium 

Le schéma représente le mécanisme d’action de l’ET-1 et du TXA2 synthétisés par les CE (ou EC). L’AngII, la TNF-

β et la thrombine stimulent la synthèse de la pré-proendothéline qui sera transformée en ET-1 par l’enzyme de 
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conversion de l’endothéline (ECE). L’ET-1 agit sur ses récepteurs ETA et ETB des CMLV (ou VSMC), puis provoque 

la hausse de la [Ca2+]i via la voie de l’IP3. Le TXA2 produit par les EC stimule le récepteur thromboxane-

prostanoïde (TP receptor) induisant également l’augmentation de la [Ca2+]i. L’ensemble entraîne une 

vasoconstriction.  

 

Le thromboxane A2 

Le thromboxane A2 (TXA2) est une molécule synthétisée par les CE à partir de l’acide arachidonique grâce 

aux COX comme la PGI2. Après la formation de la prostaglandine H2, cette fois-ci, la TXA2 synthase catalyse la 

production du TXA2 (Figure 3). Le TXA2 a été décrit comme ayant des effets opposés à ceux de la PGI2 dans 

l’homéostasie du tonus vasculaire (Moncada et al., 1976). En effet, il entraîne une vasoconstriction par l’activation 

du récepteur thromboxane-prostanoïde sur les CMLV (Sellers and Stallone, 2008). Le TXA2 a également un effet 

pro-agrégant et peut aussi être synthétisé par les plaquettes. Sa synthèse est donc augmentée en cas de blessure, 

alors que la production de la PGI2 est importante dans les conditions physiologiques afin de réguler le tonus 

vasculaire (Simmons et al., 2004). L’analogue synthétique du TXA2, nommé l’U46619, est un agent 

pharmacologique utilisé très couramment dans les expérimentations afin d’induire une contraction vasculaire. 

 

c) Les artères de résistance développent un tonus myogénique  

Le tonus myogénique (TM) est défini comme la capacité des artères à se contracter en réponse à 

l’augmentation de la pression et à l’étirement pariétal indépendamment des influences nerveuses, hormonales ou 

métaboliques (Davis and Hill, 1999; Johansson, 1989). Le TM a été décrit pour la première fois par Bayliss en 

1902. Il a observé, lors de l’augmentation de la pression, une vasoconstriction d’une artère de chien isolée et 

dénervée (Bayliss, 1902). Le TM est une caractéristique exclusive des CMLV des artères de petit calibre, leur 

permettant de déterminer la résistance périphérique. Dans un organisme complexe, le changement brusque de 

la PA dû à un changement de posture ou aux activités sportives peut survenir à tout moment. Le TM est donc un 

mécanisme d’autorégulation important développé par les CMLV permettant de maintenir un débit périphérique 

constant.  

Les CMLV développent le TM dès l’augmentation de la pression. Le mécanisme du TM est caractérisé par 

1) la détection de l’étirement de la paroi artérielle dû à la pression puis 2) la dépolarisation membranaire des 

CMLV et enfin 3) l’augmentation de la perméabilité au Ca2+ par l’activation des canaux Cav aboutissant à 

l’activation des protéines contractiles (Figure 5) (Davis and Hill, 1999). Au niveau des CMLV, les canaux Cav de 

type-L (notamment l’isoforme CaV1.2) sont exprimés et sont responsables de la perméabilité au Ca2+ lors de la 

dépolarisation membranaire (Tykocki et al., 2017). L’entrée du Ca2+ via les canaux CaV mobilise également le 

stockage du Ca2+ du réticulum sarcoplasmique via les récepteurs à l’IP3 renforçant l’augmentation du [Ca2+]i. 

Cependant, les canaux Cav ne semblent pas être les acteurs de la dépolarisation membranaire initiant le TM (Davis 

et al., 1992; Wu and Davis, 2001). En effet, certains canaux TRP tels que TRPV2 et TRPM4 sont exprimés au 

niveau des CMLV et sont responsables de cette dépolarisation (Earley Scott et al., 2004, p. 4; Muraki Katsuhiko 

et al., 2003, p. 2). Ces canaux cationiques non sélectifs sont sensibles à l’étirement pariétal induit par 

l’augmentation de pression. Lors de l’ouverture, ils font entrer le Na+ et le Ca2+ qui entraînent la dépolarisation 
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membranaire. Par ailleurs, certains RCPG sont également décrits comme étant mécanosensibles. Par exemple, 

les CMLV expriment les récepteurs AT1 à l’AngII qui peuvent être activés par l’étirement pariétal sans la présence 

de l’AngII. L’activation de ces récepteurs entraîne l’activation de RhoA et la mobilisation du Ca2+ via d’autres 

canaux, aboutissant tous à la contraction par la phosphorylation des MLC (Kauffenstein et al., 2012; Mederos y 

Schnitzler et al., 2011). Le TM est donc un phénomène engendré par les stimuli mécaniques, ici la pression, pour 

protéger l’artère et les organes périphériques de l’augmentation de pression.  

 

Figure 5 : Le tonus myogénique généré par la pression et l’étirement pariétal 

Le tonus myogénique illustré par le schéma est généré par la pression et l’étirement pariétal. Ces forces stimulent 

les TRPV2 et TRPM4 dépolarisant la membrane des CMLV (ou VSMC). La dépolarisation entraîne l’entrée du Ca2+ 

à travers le canal Cav1.2. Les forces exercées sur les cellules activent également l’AT1 sans la présence de son 

ligand (AngII), et contribuent à l’augmentation de la [Ca2+]i. La hausse de la [Ca2+]i génère des réponses 

contractiles, donc le tonus myogénique.  
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d) La vasomotricité des artères de résistance est régulée par le système nerveux 

La vasomotricité des artères de résistance est régulée par différents métabolites et par des stimulations 

mécaniques, comme décrit précédemment. Le contrôle nerveux a également une part très importante dans cette 

régulation. On parle du contrôle neurogénique du tonus vasculaire. La paroi des artères, de façon générale, 

présente des plexus nerveux formés par les filets nerveux issus du système nerveux autonome. Ces plexus sont 

présents au niveau de l’adventice et s’enfoncent jusqu’à la couche externe de la média. Il a été rapporté que les 

fibres nerveuses sympathiques sont majeures au niveau des nerfs périvasculaires (Aalkjaer et al., 2020). La 

présence des terminaisons nerveuses (TN) adrénergiques et cholinergiques a été décrite dans les artères de 

résistance telles que les MA (Tangsucharit et al., 2012) et les artères cérébrales (Roloff et al., 2016). Alors que 

les TN sympathiques se trouvent uniquement dans la média, les TN parasympathiques sont localisées dans 

l’intima et la média (Amiya et al., 2014). En outre, les nerfs sensoriels efférents, qui sont non-adrénergiques et 

non-cholinergiques, participent à la régulation de la vasomotricité (Kawasaki et al., 2011). Ces différentes fibres 

nerveuses forment un réseau nerveux périvasculaire. 

 

Figure 6 : Régulation de la vasomotricité par le système nerveux 

Trois types de nerfs sont présents dans la paroi des artères à différents niveaux : CGRPergiques (adventice), 

sympathiques (adventice-média) et parasympathique (média-intima). Les nerfs CGRPergiques sont les nerfs 

sensoriels efférents. Ils peuvent libérer les CGRP. Les nerfs sympathiques produisent l’ATP et la noradrénaline 

(NA), et les nerfs parasympathiques libèrent l’Ach. En fonction de la localisation des récepteurs, ces 

neurotransmetteurs provoquent la vasorelaxation ou la vasoconstriction. Physiologiquement, les nerfs 

parasympathiques n’interviendraient pas dans la régulation de la vasomotricité. La photo de l’imagerie confocale 

illustre l’innervation sympathique périvasculaire au niveau de MA de rat (Tangsucharit et al., 2012). 
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Les NT, les molécules peptidiques ou non peptidiques libérées par les nerfs agissent non seulement sur les 

CMLV mais aussi sur les CE à travers de nombreux récepteurs. Les CMLV exprimant les récepteurs ⍺1-

adrénergiques interagissent avec la noradrénaline, le NT principal du système nerveux sympathique et 

développent une vasoconstriction. Cette vasoconstriction d’origine sympathique peut altérer de façon 

conséquente la DFD (Hijmering et al., 2002). Les nerfs périvasculaires sympathiques sécrètent aussi l’ATP 

(Burnstock and Ralevic, 1994) pouvant avoir des actions duales et opposées sur les artères. Les CE ainsi que les 

CMLV expriment les récepteurs purinergiques P2Y. L’activation des récepteurs P2Y des CE entraîne une 

vasodilatation, alors que celle des CMLV induit une vasoconstriction (Chistiakov et al., 2015). L’Ach libérée par 

les nerfs cholinergiques peut agir principalement sur les CE exprimant les récepteurs muscariniques M3. La 

fixation du ligand active la voie du NO et entraîne une vasodilatation. Les CMLV présentent les récepteurs 

muscariniques M2 et M3, mais la contraction a lieu lorsque la voie du NO est inhibée (Amiya et al., 2014).  Les 

nerfs sensoriels efférents sont capables de synthétiser et de sécréter le peptide relié au gène calcitonine (CGRP). 

Les MA de rat expriment ces nerfs CGRPergiques (Kawasaki et al., 2011). Depuis la découverte de ce peptide en 

1983 (Rosenfeld et al., 1983), sa capacité dilatatrice a été aussitôt reconnue (Brain et al., 1985). En effet, les 

CGRP sécrétés agissent sur les CE présentant les récepteurs du CGRP et induisent une vasodilatation (Chistiakov 

et al., 2015). Récemment, les études histologiques ont démontré l’expression de la NOS neuronale (nNOS) dans 

les réseaux nerveux périvasculaires des artères de petit calibre telles que les MA (Kawasaki et al., 2011) et les 

artères coronaires (Toda and Okamura, 2015). Ces nerfs sont localisés principalement dans l’adventice. La 

stimulation de ces TN entraîne la libération du NO neurogénique provoquant la relaxation des CMLV. Ainsi, le 

réseau nerveux périvasculaire complexe incluant différents types de nerfs participe à la régulation de la 

vasomotricité. Cependant, il s’est avéré que les nerfs parasympathiques ne participent pas physiologiquement à 

la régulation vasomotrice et que seuls les nerfs adrénergiques et les nerfs sensoriels efférents contrôlent le tonus 

vasculaire (Tangsucharit et al., 2012). 

 

1.3.2. Les autres fonctions physiologiques impliquant le système vasculaire  

La réactivité vasculaire importante est une caractéristique spécifique des artères de résistance et des 

artérioles. Mais comme tout autre vaisseau sanguin, ces artères ont d’autres fonctions vasculaires communes 

telles que l’hémostase et l’angiogenèse. Dans cette partie, ces fonctions seront décrites de façon générale. 

a) L’hémostase 

L’hémostase est un processus survenant lors d’une rupture des vaisseaux sanguins afin d’arrêter le 

saignement. C’est une réponse rapide, localisée et précise qui s’effectue en trois étapes successives : 1) le spasme 

vasculaire, 2) la formation du clou plaquettaire et 3) la coagulation formant un thrombus. Le spasme vasculaire 

consiste à la contraction intense des CMLV développant une vasoconstriction. Lors d’une lésion d’un vaisseau 

sanguin, les vasoconstricteurs puissants comme TXA2 sont produits par les plaquettes et les CE (Chen, 2018). Le 

mécanisme du spasme vasculaire augmente en efficacité proportionnellement à la gravité de la blessure et il est 

plus prononcé dans les artères de petit calibre. Cette vasoconstriction endigue l’hémorragie pendant le temps de 

la formation du clou plaquettaire. En règle générale, les CE intactes synthétisent en permanence le NO et la PGI2 

qui ont des effets vasodilatateurs et anti-agrégants. Lors d’une lésion vasculaire, l’endothélium synthétise le TXA2 
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ayant des effets vasoconstricteurs et pro-agrégants. En effet, le TXA2 synthétisé agit sur les CMLV en se fixant 

sur les récepteurs thromboxane-prostanoïdes entraînant la contraction intense (Sellers and Stallone, 2008) et 

accélère l’expression des protéines d’adhésion telles qu’ICAM-1, VCAM-1 et ELAM-1 au niveau des CE (Nakahata, 

2008). Ainsi, les plaquettes adhèrent sur l’endothélium et s’agrègent avec les fibres de collagène exposées. Les 

plaquettes agrégées libèrent davantage des substances chimiques renforçant l’agrégation et forment enfin le clou 

plaquettaire. Ensuite, afin de consolider cette masse plaquettaire, les différents facteurs de coagulation se 

trouvant dans la circulation s’activent et forment des filaments de fibrine polymérisées s’attachant aux plaquettes, 

et donc un thrombus. En temps normal, les CE libèrent l’activateur tissulaire du plasminogène catalysant la 

formation de plasmine qui favorise la fibrinolyse pour empêcher la formation du thrombus. En cas de lésion, le 

processus fibrinolytique est inhibé par l’inhibiteur de l’activateur tissulaire du plasminogène. Une fois le caillot 

stabilisé, les plaquettes se contractent pour l’expulser et sécrètent les facteurs de croissance dérivés des 

plaquettes pour favoriser la cicatrisation. Ces facteurs favorisent la prolifération des CMLV et de fibroblastes afin 

de reconstruire la paroi et les CE répondent aux facteurs de croissance des CE vasculaires (VEGF) pour réparer 

l’endothélium(Moore et al., 2015, 2014).  

 

b) L’angiogenèse  

L’angiogenèse est la formation de néovaisseaux à partir de vaisseaux pré-existants, par la migration et la 

prolifération des CE. Ce processus se déroule en plusieurs étapes séquentielles : 1) la vasodilatation et la 

dégradation de la membrane basale augmentant la perméabilité du vaisseau, 2) le bourgeonnement et la 

migration des CE, ensuite 3) la prolifération des CE et la formation d’une nouvelle lumière, et enfin 4) la 

stabilisation du néovaisseau par interaction des CE avec les péricytes et par la synthèse d’une nouvelle lame 

basale (Carmeliet, 2003). Dans un premier temps, les vaisseaux néoformés sont de type capillaires qui sont des 

vaisseaux sanguins composés de l’endothélium sans CMLV. L’apparition et le développement des CMLV assurant 

le tonus vasculaire et de la matrice extracellulaire consolidant les structures vasculaires finalisent la formation 

des vaisseaux de type artérioles et artères. Ainsi, un réseau vasculaire hiérarchisé se forme. L’angiogenèse se 

développe activement et physiologiquement durant la période embryonnaire. Chez l’adulte, il est plus rare 

d’observer ce phénomène en raison de la quiescence de la majorité des CE. Cependant, les CE maintiennent leur 

capacité à s’activer rapidement en réponse aux stress environnementaux (ischémie, inflammation, tumeur …) et 

à une lésion vasculaire pour procéder à la cicatrisation. L’angiogenèse est donc un processus complexe nécessitant 

une coordination et des régulations précises de nombreux facteurs activateurs (angiogéniques) et inhibiteurs 

(angiostatiques) tels que les facteurs de croissance, les cytokines, les protéines de la matrice extracellulaire, les 

protéases etc.  

Le VEGF joue un rôle essentiel dans la stimulation de l’angiogenèse dans les conditions physiologiques et 

pathologiques (Carmeliet, 2003). La production de VEGF est étroitement liée à l’oxygénation locale des tissus. En 

effet, l’hypoxie est un des facteurs importants stimulant la synthèse de VEGF. Dans cette condition, les facteurs 

de transcription induits par l’hypoxie (HIF) s’activent et stimulent la transcription des gènes Vegf. Selon le gradient 

du VEGF, les CE ayant un phénotype migratoire, appelées cellules « tip », se déplacent et forment un nouvel 

endothélium (Gerhardt, 2008; Sturtzel, 2017). A ce stade, la présence de flux est cruciale. Les forces de 

cisaillement induites par le flux sont perçues par les complexes mécanosensibles et permettent la survie et la 
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stabilisation de l’endothélium. Par la suite, le recrutement des CMLV et l’apparition de la matrice extracellulaire 

peuvent se faire, aboutissant à la formation d’une artère. En absence de flux, l’endothélium néoformé se dégénère 

(Carmeliet, 2003). Le processus angiogénique peut aussi être régulé par la signalisation Delta-like 4/Notch. Les 

cellules « tip », exprimant les récepteurs Notch, synthétisent les Delta-like 4, le ligand du récepteur Notch sous 

l’influence du VEGF. A travers cette voie de signalisation, les cellules « tip » abandonnent le phénotype migratoire 

(Gerhardt, 2008). Le VEGF n’est pas le seul facteur induisant l’angiogenèse. En cas de l’inflammation, les CE 

expriment les interleukines-19, les cytokines anti-inflammatoires. Ces dernières stimulent le facteur de 

transcription STAT3 et entraînent la migration des CE (Jain Surbhi et al., 2011).  

 

1.4. Le remodelage artérielle sous-jacent à l’hypertension artérielle 

1.4.1. Les généralités 

A chaque battement cardiaque, le sang est pompé par le cœur et exerce une force sur la paroi artérielle, 

déterminant ce que l’on appelle la PA. Celle-ci est composée de deux types de pression : 1) la PA systolique (PAS) 

correspondant à la pression s’exerçant au moment de la contraction cardiaque et 2) la PA diastolique (PAD) 

s’exerçant lors du relâchement cardiaque. Chez une personne en bonne santé, les valeurs normales de la PAS et 

de la PAD se situent aux alentours de 130 mmHg et de 80 mmHg, respectivement. Lorsque la PAS est supérieure 

ou égale à 140 mmHg et/ou la PAD est supérieure ou égale à 90 mmHg et que cette pression haute persiste, on 

considère que l’individu souffre d’hypertension artérielle (HTA) (Tableau 1). 

 

Catégorie PAS (mmHg)  PAD (mmHg) 

PA optimale < 120 et < 80 

PA normale 120 – 129  et/ou 80 – 84 

PA normale haute 130 – 139 et/ou 85 – 89 

HTA de grade 1 (légère) 140 – 159 et/ou 89 – 99 

HTA de grade 2 (modérée) 160 – 179 et/ou 100 – 109 

HTA de grade 3 (sévère) ≥ 180 et/ou ≥ 110 

HTA systolique isolée ≥ 140 et < 90 

 

Tableau 1 : Classification des différents grades d’HTA 

Les valeurs de PAS et PAD ainsi que les catégories ont été définies par la Société Européenne de la Cardiologie 

(ESC) et la Société Européenne de l’Hypertension (ESH) en 2018. 

 

L’HTA est l’une des premières causes de décès prématuré à l’échelle mondiale. Selon l’Organisation 

Mondiale de la Santé, actuellement, 1,28 milliard de personnes sont atteintes d’HTA dans le monde entier et chez 

moins d’une personne sur 5 seulement, l’HTA est maîtrisée. Les études de « Global Burden of Disease » ont 

montré que l’HTA entraîne environ 9,4 millions de morts chaque année dans le monde (GBD 2015 Risk Factors 

Collaborators, 2016). En raison de l’absence de symptômes et de signes cliniques, l’HTA est considérée comme 

un « tueur silencieux » et de nombreuses personnes ignorent qu’elles en souffrent. Celle-ci étant l’un des 
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principaux facteurs de risque dans la survenue de maladies cardiovasculaires, lorsque la haute pression n’est pas 

maîtrisée, plusieurs complications telles que l’insuffisance cardiaque, la coronaropathie, l’infarctus du myocarde, 

les accidents vasculaires cérébraux et l’artériopathie peuvent survenir.  

Pendant que 90% des HTA apparaissent spontanément sans savoir la cause et qu’elles sont classées 

comme « essentielles », d’autres facteurs liés au mode de vie peuvent favoriser le développement de l’HTA, dite 

secondaire. Il est donc important d’adopter une hygiène de vie adapté à chaque patient. Selon une revue 

scientifique publié dans Nature en 2018, le mise en place des mesures hygiéno-diététiques a des effets positifs 

sur la PA  (Oparil et al., 2018) : 

- Consommation modérée de l’alcool à diminution de 2 à 4 mmHg, 

- Activité phasique à diminution d’environ 6 mmHg, 

- Perte de poids chez les patient en surpoids à diminution de 2,7 mmHg, 

- Diminution des apports en sel (< à 5 g/j) à amélioration du contrôle de l’HTA. 

 

Ces mesures restent un traitement secondaire à faire respecter à tous les patients. Afin de traiter de façon 

efficace l’HTA, les traitements médicamenteux sont nécessaires. Il existe 5 classes de médicaments 

antihypertenseurs à savoir, les diurétiques, les β-bloquants, les inhibiteurs du système rénine-angiotensine-

aldostérone, les inhibiteurs calciques et les ⍺-bloquants. Lorsque ces traitements ne fonctionnent pas bien, il est 

possible de prescrire un antihypertenseur central.  

 

1.4.2. Le remodelage artériel dû à l’hypertension artérielle 

La pression étant la force exercée sur la paroi artérielle, une haute pression chronique peut engendrer un 

remodelage artériel. Par définition, le remodelage artériel désigne la modification structurale et fonctionnelle de 

la paroi des artères due aux changements hémodynamiques au cours de processus physiologiques ou 

pathologiques. Par exemple, dans le cas de la grossesse, un remodelage vasculaire utérin se met en place afin 

de répondre aux besoins fœtaux. Ce processus est complètement réversible. Cependant, dans des conditions 

pathologiques comme l’HTA chronique, les changements structuraux et fonctionnels des artères sont durables, 

voire définitifs afin de contrer et de normaliser la modification hémodynamique importante.  

Sur le plan structurel, le remodelage artériel est un processus actif impliquant des mécanismes cellulaires 

tels que la migration, la prolifération, la mort cellulaire et la synthèse/dégradation de la matrice extracellulaire 

(Gibbons and Dzau, 1994). Il se caractérise par une modification du diamètre et de l’épaisseur de la paroi. Lorsque 

le diamètre de la lumière diminue ou augmente, on parle du remodelage « concentrique/inward » ou 

« excentrique/outward ». Le grossissement ou le rétrécissement de l’épaisseur pariétale se nomment le 

remodelage « hypertrophique » ou « hypotrophique ». Quand l’épaisseur ne varie pas, on dit que le remodelage 

est « eutrophique » (Figure 7). Les conséquences de l’HTA sur les artères diffèrent selon le type d’artère. Les 

artères de conductance à composante élastique, développent un élargissement progressif du diamètre interne 

accompagné d’unépaississement de la paroi. L’hypertrophie pariétale est un mécanisme adaptatif à 

l’augmentation de la contrainte circonférentielle due à la haute pression. L’élargissement du diamètre est lié aux 

dommages des éléments structuraux, en particulier les lames élastiques. L’hypertension favorise la dégradation 

des élastines. Ainsi, les contraintes cycliques intenses entraînent une sorte de « fatigue » des biomatériaux des 
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artères et entraînent un remodelage excentrique et hypertrophique au niveau des artères de conductance. Les 

artères de résistance, en réponse à l’augmentation de la pression, se contractent et développent un remodelage 

concentrique afin de contrer la pression importante et d’assurer la perfusion des organes en aval sans les nuire. 

En fonction de la localisation des artères de résistance, le remodelage peut être hypertrophique ou eutrophique. 

Chez les rats hypertendus, les MA ont subi un épaississement pariétal (Korsgaard and Mulvany, 1988) dû à la 

prolifération des CMLV et à l’augmentation de la synthèse de la matrice extracellulaire (Touyz et al., 2001). 

Cependant, au niveau des artères cérébrales, le remodelage observé a été eutrophique chez les rats SHR 

(Baumbach and Heistad, 1989). 

 

Figure 7 : Les différents types de remodelage artériel dans les conditions physiologiques et 

pathologiques cardiovasculaires 

Le schéma illustre les différents types de remodelage structural de l’artère dans les différentes conditions 

physiopathologiques cardiovasculaires. Selon la variation du diamètre de la lumière, le remodelage est caractérisé 

comme « concentrique/inward » ou « excentrique/outward ». Le changement de l’épaisseur de la paroi se 

caractérise par hypotrophique, eutrophique ou hypertrophique. L’HTA n’entraîne pas le même remodelage en 

fonction du type d’artère (de conductance ou de résistance). Modifié à partir de (Mulvany et al., 1996) 

 

L’HTA n’entraîne pas uniquement un changement structural mais aussi fonctionnel des artères. Souvent, 

une dysfonction endothéliale accompagne les changements structuraux chez les individus hypertendus (Schiffrin, 

2004). Une dysfonction endothéliale, comme son nom l’indique, se caractérise par une altération phénotypique 

des CE. Dans un état physiologique normal, les CE ont des propriétés anti-agrégants, anti-plaquettaires, anti-

inflammatoires et assurent la vasodilatation en réponse au flux. Lorsqu’une dysfonction endothéliale se met en 

place, les CE présentent un profil pro-inflammatoire, favorisent l’agrégation plaquettaire et interagissent 

davantage avec des cellules immunitaires. De plus, les CE dysfonctionnelles deviennent insensibles au flux, 

altérant la production du NO. Ainsi, la DFD est mal assurée (Dharmashankar and Widlansky, 2010; Sturtzel, 

2017). Par conséquent, à long terme, la dysfonction endothéliale peut favoriser le développement de 
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l’athérosclérose, voire d’autres maladies cardiovasculaires (Kuhlencordt Peter J. et al., 2001). Par ailleurs, l’HTA 

provoque une dysfonction endothéliale qui peut elle-même à son tour aggraver l’HTA (Sander Mikael et al., 1999). 

Le traitement de la dysfonction endothéliale peut donc améliorer l’efficacité des traitements antihypertenseurs.  

 

2. Les canaux ioniques membranaires régulant le tonus 
vasculaire 

Le Ca2+ est un 2nd messager crucial dans la régulation de la vasomotricité. La variation de la [Ca2+]i peut 

aboutir à la relaxation (CE) ou à la contraction (CMLV). En raison de son importance, l’homéostasie du Ca2+ est 

régulée par de nombreux canaux et échangeurs ioniques induisant la mobilisation des autres ions comme Na+, 

K+ et Cl- (Figure 8). Dans cette partie, je décris les principaux acteurs participant à la régulation de la [Ca2+]i. 

 

Figure 8 : Les canaux ioniques membranaires régulant la vasomotricité 
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Le schéma illustre les canaux et les cotransporteurs ioniques qui participent directement ou indirectement à la 

régulation de la vasomotricité, à savoir : les canaux Cav, les canaux TRP, Piezo1, les canaux K+ (Kca, KV, KIR et 

KATP), les canaux ClCa, les NCX et la pompe Na+/K+-ATPase. Les canaux et les cotransporteurs ioniques des CE 

(ou EC) contribuent essentiellement à la vasorelaxation. Les acteurs des CMLV (ou VSMC) participent 

principalement à la vasoconstriction, à l’exception de certains canaux. Les canaux K+, TRPV4 et Cav3.2 présents 

dans les VSMC déclenchent plutôt la vasorelaxation. Le Ca2+ est l’acteur central du contrôle de la vasomotricité. 

Les canaux et les cotransporteurs ioniques régulent directement ou indirectement la [Ca2+]i pour modifier les 

réponses vasomotrices. 

 

 

2.1. Les canaux Ca2+ dépendants du potentiel des cellules vasculaires  

 

Figure 9 : Implication des canaux Cav dans la régulation de la vasomotricité 

Les canaux Cav des cellules endothéliales (EC) sont de type-T et entraînent la vasorelaxation. Les isoformes 

Cav1.2 (type-L) et Cav3.1 (type-T) des CMLV (ou VSMC) induisent la vasoconstriction. Cependant, l’isoforme 

Cav3.2 des VSMC stimule les récepteurs à la Ryanodine (RyR) et provoque la sortie Ca2+ du réticulum 

sarcoplasmique (SR). Ce « Ca2+ spark » active les canaux BKCa hyperpolarisant les VSMC, ce qui entraîne la 

vasorelaxation. 
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Une part de l’augmentation de la [Ca2+]i provient du milieu extracellulaire à travers les canaux Ca2+ 

dépendants du potentiel (Cav). Lors de la dépolarisation membranaire, les canaux Cav s’ouvrent et entraînent un 

influx important de Ca2+ du fait d’un fort gradient électrochimique. Ces canaux sont classés en six types selon 

leurs caractéristiques pharmacologiques et électrophysiologiques, à savoir, type-L, T, N, P/Q et R (Catterall, 

2011). Parmi eux, les canaux Cav de type-L caractérisés par le seuil d’activation élevé (-40 à -30 mV) sont les 

plus décrits au niveau des artères, en particulier dans les CMLV. En effet, l’isoforme Cav1.2 est exprimée dans les 

CMLV des différentes artères telles que les artères cérébrales, les aortes, les artères tibiales et les artérioles de 

muscles squelettiques (Jackson, 2000; Syed et al., 2019a; Tykocki et al., 2017). Au niveau des artères cérébrales 

de rat, les canaux Cav de type-L contribuent au développement du TM à travers la dépolarisation membranaire 

induite par l’augmentation de la pression intravasculaire (Knot and Nelson, 1998). L’inhibition de ces canaux 

entraîne une réduction du TM dans les artérioles désendothélialisées de muscles squelettiques de rat (Kotecha 

and Hill, 2005). L’extinction ciblée du gène codant Cav1.2 (isoforme de Cav type-L) au niveau des CMLV (modèle 

murin SMAKO) induit une perte de TM de la microcirculation (Moosmang et al., 2003). Ainsi, les canaux Cav de 

type-L jouent un rôle important dans le maintien de la résistance périphérique par le développement du TM des 

artères (Figure 9). Les courants Ca2+ de type-L ont également été observés dans les CE microvasculaires de la 

glande médullosurrénale de bœuf (Bossu et al., 1989, 1992; Vinet and Vargas, 1999). Le transcrit CACNA1C 

(Cav1.2) a été mis en évidence dans les CE de l’artère coronaire humaine. Son niveau d’expression est 

significativement augmenté lorsque les cellules sont soumises au flux (Kefaloyianni and Coetzee, 2011). 

Cependant, le rôle de l’isoforme Cav1.2 endothéliale n’est pas élucidé.  

Les canaux Cav de type-T ayant le seuil d’activation plus négatif (-70 à -60 mV) sont exprimés dans les 

différentes artères, par exemple, les artérioles crémastériques (VanBavel et al., 2002), les artérioles rénales 

(Hansen et al., 2001), les MA (Braunstein et al., 2009; Svenningsen et al., 2014), les artères pulmonaires (Gilbert 

et al., 2017), les artères cérébrales (Kuo et al., 2010) et les artères coronaires (Kefaloyianni and Coetzee, 2011). 

Contrairement à Cav1.2, les canaux Cav de type-T sont davantage décrits dans les CE. En effet, les Cav3.1 et 

Cav3.2 (les isoformes de Cav type-T) sont localisés dans les CE des artères cérébrales, des MA et des artères 

coronaires (Braunstein et al., 2009; Kefaloyianni and Coetzee, 2011; Kuo et al., 2010). Au niveau de 

l’endothélium, les canaux Cav semblent être impliqués dans la réponse vasodilatatrice. Gilbert et al. ont montré 

que chez les souris Cav3.1-/-, la dilatation des artères pulmonaires induite par l’Ach a été réduite (Gilbert et al., 

2017). Sur les artères crémastériques isolées, l’extinction du gène codant Cav3.2 a induit une diminution de la 

vasodilatation (Figueroa et al., 2007). En parallèle, l’implication des canaux Cav de type-T dans le TM est discutée. 

VanBavel et al. proposent que le sous-type Cav3.1 participerait au développement du TM des artères 

crémastériques de rat (VanBavel et al., 2002). En revanche, l’isoforme Cav3.2 est proposée pour jouer un rôle 

dans le rétrocontrôle négatif  la contraction vasculaire (Harraz et al., 2014). L’entrée de Ca2+ par Cav3.2 active 

les récepteurs à la Ryanodine (RyR) du réticulum sarcoplasmique entraînant une augmentation importante de la 

[Ca2+]i. Le Ca2+ stimule les canaux K+ activés par le Ca2+ (BKCa) induisant un efflux du K+ et donc 

l’hyperpolarisation membranaire. Par conséquent, cela inactive les canaux Cav et limite le TM. Ainsi, les canaux 

Cav de type-T entraînent la vasodilatation ou la vasoconstriction selon leur localisation, mais ils ont également un 

rôle régulateur du tonus vasculaire (Figure 9). 
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2.2. Les canaux cationiques non-sélectifs (TRP et Piezo) des cellules 
vasculaires 

En outre des canaux Cav, les canaux cationiques non-sélectifs perméables au Ca2+ et au Na+ tels que les 

canaux TRP et Piezo1 contribuent à la régulation du Ca2+ intracellulaire dans les artères. 

 

Figure 10 : Régulation de la vasomotricité par les canaux TRP et Piezo1 

Les canaux TRP contribuent à l’augmentation de la [Ca2+]i des CE (ou EC) ou des CMLV (ou VSMC) en fonction 

de leur localisation et régule la réponse vasomotrice. TRPC3 et TRPC6 sont principalement stimulés par les GPCR. 

Certains TRPC (1, 4 et 5) se comportent comme des SOC (« Store-Operated Ca2+ Channel ») et interagissent 

avec STIM. Le sous-type TRPV4 est capable de provoquer le « Ca2+ spark » activant les canaux KCa (IKCa, SKCa et 

BKCa). Ces canaux K+ entraînent l’hyperpolarisation des VSMC, donc la vasorelaxation. Le canal Piezo1, sensible 

aux forces de cisaillement, contribue à la réponse dilatatrice. En revanche, sous un flux intense, il peut entraîner 

la vasoconstriction. 
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Les canaux TRP des cellules vasculaires 

Les canaux « transient receptor potential » (TRP) représentent une grande famille de canaux cationiques 

perméables au Na+ et Ca2+. Sur la base des homologies de séquences d’acides aminés, ils sont divisés en 6 sous-

familles chez les mammifères : canonical (TRPC), vanilloïde (TRPV), mélastatine (TRPM), ankyrine (TRPA), 

polycystine (TRPP) et mucolipine (TRPML) (Wu et al., 2010). Leur activation conduit à l’entrée des cations suivie 

d’une dépolarisation membranaire. Les canaux TRP sont principalement exprimés au niveau des cellules 

épithéliales, mais se trouvent également dans les cellules vasculaires (Earley and Brayden, 2015; Yao and 

Garland, 2005).  

Les isoformes TRPC1 et TRPC4 sont décrits dans les CE des artères pulmonaires humaines, de souris et 

d’aorte de souris (Freichel et al., 2001; Kwiatek et al., 2006; Sundivakkam et al., 2012). TRPC1, TRPC4 et TRPC5 

sont connus comme étant capables de former des homo/hétéro-polymères et d’agir comme un « store-operated 

Ca2+ channels » (SOC) (Hofmann et al., 2002). Lors de la déplétion du stock interne de Ca2+, ils interagissent 

avec les « stromal interaction molecules 1 » (STIM1) et provoquent l’entrée du Ca2+ (Figure 10). Dans les CE 

isolées d’aorte de souris TRPC4-/-, le courant Ca2+ « store-operated » a été fortement diminué (Freichel et al., 

2001). Lorsque l’expression de TRPC1 ou de TRPC4 a été inhibée par siRNA, la fonction « store-operated Ca2+ 

entry » (SOCE) a été réduite dans les CE pulmonaires isolées de souris. De plus, leur fonction SOCE a été 

supprimée quand les STIM1 ont été réprimées (Sundivakkam et al., 2012). Contrairement aux TRPC1 et 4, les 

TRPC3 et TRPC6 peuvent interagir avec les RPCG et être activés par le diacylglycérol (DAG) (Figure 10) (Hofmann 

et al., 1999). Ils semblent être impliqués dans la dilatation endothélium-dépendante. En effet, il a été rapporté 

que l’inhibition de TRPC3 a réduit la DFD des MA de rat (Liu et al., 2006). L’extinction du gène codant TRPC6 a 

entraîné une diminution du signal Ca2+ dans les CE, ainsi que la relaxation endothélium-dépendante de l’aorte de 

souris (Loga et al., 2013). L’expression de TRPV4 est également décrite dans les différentes artères de souris, à 

savoir l’aorte, les carotides et les MA (Zhang et al., 2009; Sonkusare et al., 2012, 2014). L’extinction de TRPV4 

entraîne la diminution de la [Ca2+]i des CE des MA, donc la réduction de la vasodilatation (Zhang et al., 2009). 

L’équipe de Sonkusare a décrit la fonction du TRPV4 au niveau des jonctions myo-endothéliales. Il est activé par 

l’interaction avec les RCPG, ici, couplés aux Gq, puis induit une entrée du Ca2+ locale appelée « Ca2+ spark ». Ce 

dernier active les canaux KCa provoquant une vasodilatation importante (Figure 10) (Sonkusare et al., 2014, 

2012).  

Comme dans les CE, les SOC tels que TRPC1 et 5 sont également décrits dans les CML microvasculaires 

cérébrales de rat. Ils participent à l’entrée du Ca2+ lors de la déplétion du stock interne du Ca2+ (Xu et al., 2006). 

Par ailleurs, les TRPC3 et 6 interagissant avec les RCPG sont aussi décrits dans les myocytes artériels. Il a été 

rapporté que TRPC3 joue un rôle important dans la vasoconstriction induite par les RCPG comme les récepteurs 

purinergiques et les récepteurs à l’ET-1 (Reading et al., 2005; Earley and Brayden, 2015). Dans les myocytes 

artériels cérébraux, le TRPC3 peut être activé par l’interaction avec les récepteurs à l’IP3 (IP3R) et entraîne l’entrée 

de Ca2+. Cette interaction TRPC3-IP3R est favorisée par l’ET-1 (Adebiyi et al., 2010). Welsh et al. ont montré que 

l’inhibition de TRPC6 par les oligonucléotides anti-sens a réduit le TM des artères cérébrales de rat (Welsh et al., 

2002). L’accouplement de TRPC6 avec TRPM4 est aussi décrit pour le développement du TM. Précisément, les 

récepteurs AT1 stimulés par l’étirement ou par l’AngII activent TRPC6. L’entrée du Ca2+ par ce canal provoque la 

sortie du Ca2+ du réticulum sarcoplasmique, ce qui active le canal TRPM4. Tout l’ensemble participe à 

l’augmentation de la [Ca2+]i aboutissant à la contraction des CMLV (Figure 10) (Gonzales et al., 2014). 
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Contrairement aux autres canaux TRP, le canal TRPV4 contribue à la relaxation des myocytes via le « Ca2+ spark » 

comme décrit dans les CE. L’entrée du Ca2+ par TRPV4 stimule les RyR générant le « Ca2+ spark ». Ce dernier 

active les BKCa qui hyperpolarisent les CMLV, entraînant ainsi une vasorelaxation (Figure 10) (Earley and Brayden, 

2015; Nelson et al., 1995).  

Finalement, plusieurs sous-familles des canaux TRP, en particulier les TRPC et TRPV sont décrits à la fois 

dans les CE et CMLV de différentes artères. Ils contribuent à la régulation du Ca2+ intracellulaire. En fonction de 

leur localisation, ils participent soit à la vasorelaxation, soit au développement du TM.  

 

Le canal Piezo1 

Les canaux Piezo perméables au Ca2+, Na+ et K+ sont activables par des stimulations mécaniques. Il en 

existe 2 types : Piezo1 et Piezo2. Le canal Piezo1 est principalement présent dans les tissus périphériques incluant 

les cellules vasculaires, alors que Piezo2 est davantage exprimé dans les neurones sensoriels. Piezo1 est essentiel 

pour le développement du système cardiovasculaire durant l’embryogénèse. En effet, chez les embryons de souris 

Piezo1-/-, l’alignement des CE en réponse aux forces de cisaillement est fortement perturbé (Li et al., 2014; 

Ranade et al., 2014). Chez les individus adultes, le rôle de Piezo1 est davantage décrit dans la dilatation 

endothélium-dépendante. Le canal étant sensible aux forces de cisaillement, il répond différemment en fonction 

du flux. Sous un flux laminaire, Piezo1 contribue au développement de la DFD via la production du NO, qui a aussi 

un rôle athéroprotecteur. Wang et al. ont démontré que l’invalidation de Piezo1 endothéliale empêche la 

phosphorylation de la eNOS par le flux, ce qui réduit la production du NO (Wang et al., 2016). En revanche, au 

niveau de la crosse aortique qui est sujette à un flux turbulent, l’activation de Piezo1 entraîne une inflammation 

endothéliale pouvant aboutir au développement de l’athérosclérose (Hahn and Schwartz, 2009; Chiu and Chien, 

2011). L’activation de Piezo1 peut aussi entraîner une réponse contractile. Lors d’un effort physique, le canal 

Piezo1 activé par l’augmentation importante du flux dépolarise les CE des MA de souris. Cette dépolarisation est 

transmise aux CMLV à travers les jonctions gap, induisant une vasoconstriction (Rode et al., 2017). Ainsi, Piezo1 

contribue, par l’entrée des cations notamment du Ca2+, à la régulation du tonus vasculaire en réponse au flux 

(Figure 10).  

 

2.3. Les canaux K+ des cellules vasculaires 

Les canaux K+ ne sont pas perméables au Ca2+, mais sont connus pour leur rôle dans le contrôle du 

potentiel de membrane en hyperpolarisant les cellules par la sortie du K+. De ce fait, ils peuvent influencer la 

régulation de la [Ca2+]i, par conséquent, la vasomotricité. Les cellules vasculaires présentent plusieurs types de 

canaux K+, à savoir les canaux K+ activés par le Ca2+ (KCa), les canaux K+
 dépendants du potentiel (Kv), les canaux 

K+ à rectification entrante (KIR) et les canaux K+ sensibles à l’ATP (KATP). 

. 
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Figure 11 : Contribution des canaux K+ dans la vasorelaxation 

L’activité des différents canaux K+ (KCa, KV, KIR, KATP) entraîne principalement la vasorelaxation. Les canaux KIR 

des CE (ou EC) sont impliqués dans la voie du NO. Ceux des CMLV (ou VSMC) ayant des courants sortants sont 

stimulés par l’hyperpolarisation et la renforce en retour. L’activité des canaux KV est favorisée par la PKA, alors 

que la PKC les inhibe. Les IKCa et SKCa des EC sont les principaux acteurs de la voie de l’EDHF. Le canal BKCa des 

VSMC peut être activé par le Ca2+ accru pendant la vasoconstriction et hyperpolarise les cellules. Il joue le rôle 

de rétrocontrôle négatif. L’activation des canaux KATP entraîne la vasorelaxation, tandis que sa répression participe 

à la vasoconstriction.  
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Les canaux K+ activés par le Ca2+ 

Comme leur nom l’indique, les canaux KCa sont sensibles au Ca2+ et activés par l’élévation de la [Ca2+]i. Ils 

sont classifiés en 3 types : les canaux KCa de large conductance (BKCa), de conductance intermédiaire (IKCa) et de 

petite conductance (SKCa). Pendant que les CE expriment principalement les SKCa et IKCa, l’expression du BKCa est 

davantage décrite dans les CMLV (Félétou, 2009; Goto et al., 2018; Jackson, 2022; Ledoux et al., 2006; Tykocki 

et al., 2017). Les SKCa et IKCa endothéliaux sont essentiels dans la voie vasodilatatrice de l’EDHF (Ledoux et al., 

2006; Garland et al., 2011; Goto et al., 2018; Severino et al., 2020). Les SKCa et IKCa présentent un domaine 

d’interaction avec la calmoduline en C-terminal intracellulaire. Lors de l’augmentation de la [Ca2+]i dans CE, la 

calmoduline couplée au Ca2+ interagit et active les IKCa et SKCa
 (Ledoux et al., 2006). La sortie du K+ par ces KCa 

agissent sur le KIR et la pompe Na+/K+-ATPase des CMLV. En parallèle, ce courant K+ se propage vers les CMLV à 

travers les jonctions gap. En somme, cela entraîne une hyperpolarisation des CMLV, donc une relaxation (Garland 

et al., 2011). Il a été observé que l’inhibition de KCa2.3 (isoforme de SKCa) a défavorisé l’hyperpolarisation de 

l’endothélium des MA de souris (Taylor et al., 2003). L’extinction génétique de KCa2.3 et/ou de KCa3.1 (isoforme 

de IKCa) a entraîné une forte diminution de la dilatation des MA, des artérioles crémastériques et des carotides 

de souris. Par ailleurs, ces modèles murins ont développé une augmentation de la PA (Taylor et al., 2003; Brähler 

et al., 2009). Dans les modèles SHR, la réduction de la voie de l’EDHF a été traduite par une baisse de l’expression 

de SKCa endothélial dans les MA (Seki et al., 2017; Weston et al., 2010). L’expression de BKCa dans les CE est 

quant à elle, discutée.  

Le BKCa, essentiellement exprimé dans les CMLV, est décrit pour sa fonction de rétrocontrôle négatif dans 

la régulation du TM. Plusieurs études ont montré que son inhibition pharmacologique a entraîné une dépolarisation 

membranaire des CMLV et une contraction des artères pressurisées. Ces résultats ont été observés sur de 

nombreuses artères de résistance telles que les artères caudales, mésentériques, épigastriques et crémastériques 

de rongeurs (Hayoz et al., 2014; Jackson-Weaver et al., 2011; Kotecha and Hill, 2005; Lucchesi et al., 2005; 

Schubert et al., 1997; Westcott et al., 2012). Le BKCa est localisé à proximité du RyR (Pérez et al., 1999). Le 

canal peut donc être exposé à l’augmentation locale et aiguë du Ca2+. Contrairement aux SKCa et IKCa, le BKCa est 

sensible au Ca2+ indépendamment de la calmoduline et présente une activité dépendante du potentiel. Par 

conséquent, le canal est activé pendant la contraction qui est accompagnée de la dépolarisation membranaire et 

l’augmentation de la [Ca2+]i. Son ouverture entraîne une hyperpolarisation des CMLV, donc une relaxation. Ainsi, 

le BKCa possède une fonction de rétrocontrôle négatif régulant le tonus vasculaire en agissant sur le potentiel de 

membrane (Figure 11) (Brayden and Nelson, 1992; Félétou, 2009; Ledoux et al., 2006; Syed et al., 2019b). 

 

Les canaux K+ dépendants du potentiel 

Les canaux Kv, par définition, sont sensibles au potentiel de membrane. Ils s’activent par une dépolarisation 

membranaire puis entraînent une hyperpolarisation. Ces canaux sont essentiellement présents dans les CMLV de 

multiples artères (Figure 11) (Cox, 2005; Jackson, 2005; Tykocki et al., 2017). Des courants K+ dépendants du 

potentiel ont été caractérisés dans des CE d’artères et de capillaires (Dittrich and Daut, 1999; Millar et al., 2008; 

Quignard et al., 2000). Cependant, le rôle des canaux KV endothéliaux dans la vasomotricité reste indéfini. Au 

niveau des CMLV, les Kv1, Kv2 et Kv7 sont présents (Tykocki et al., 2017) et sont responsables de 

l’hyperpolarisation membranaire (Park et al., 2015; Yuill et al., 2011). Comme le BKCa, les canaux Kv contribuent 
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au rétrocontrôle négatif régulant le potentiel de membrane en limitant la dépolarisation membranaire des CMLV 

(Jackson, 2005; Syed et al., 2019a; Tykocki et al., 2017). L’inhibition de ces canaux peut même provoquer une 

contraction (Cook, 1989; Uchida et al., 1986). Certains agents vasoactifs semblent réguler indirectement leur 

activité. Par exemple, les agents vasoconstricteurs comme l’AngII et la sérotonine réduisent le courant K+ 

dépendant du potentiel au niveau des CMLV des MA de rat (Bae et al., 2006; Hayabuchi et al., 2001b). Ce 

mécanisme d’inhibition se traduit par la fermeture des canaux Kv induite par la protéine kinase C qui est activée 

par la protéine Gq/11 couplée aux récepteurs de l’AngII et de la sérotonine (Clément-Chomienne et al., 1996; 

Hayabuchi et al., 2001b; Ko et al., 2010; Mackie et al., 2008). Il a été rapporté que la tyrosine kinase activée 

par la sérotonine peut également inhiber les canaux Kv (Sung et al., 2013). De plus, la hausse de la [Ca2+]i réduit 

le courant K+ sensible à la 4-aminopyridine, un bloqueur des canaux Kv (Gelband et al., 1993; Ishikawa et al., 

1993). Lorsque les substances vasoconstrictrices déclenchent l’augmentation Ca2+ intracellulaire dans les CMLV, 

l’activité de la PKC et le Ca2+ amplifieraient l’inhibition des canaux Kv. Ceci pourrait être un mécanisme de 

rétrocontrôle positif afin de renforcer la vasoconstriction. En parallèle, l’activité de ces canaux peut être favorisée 

par la PKA. Dans les artères cérébrales de rat, les récepteurs β-adrénergiques couplés aux protéines Gs activent 

la PKA, qui phosphoryle le Kv1 à l’aide d’une protéine d’échafaudage PSD95 (Moore et al., 2015, 2014). Les 

vasodilatateurs comme la PGI2 et l’adénosine stimulent la protéine Gs activant la PKA, mais cette fois-ci, par 

l’augmentation de la production d’AMPc (Dong et al., 1998; Li et al., 2003). Par la suite, la PKA activée 

phosphoryle les canaux Kv, ce qui favorise le flux sortant K+ (Figure 11). Par ailleurs, la PKA est capable de lever 

l’inhibition des canaux Kv induite par la RhoA (Luykenaar and Welsh, 2007). L’implication de ces canaux dans la 

vasodilatation peut être justifiée par la réduction des effets vasorelaxants par la 4-aminopyridine (Dick et al., 

2008; Heaps et al., 2005; Sobey and Faraci, 1999). Ainsi, les canaux Kv participent à la régulation du tonus 

vasculaire, soit par son ouverture favorisant la relaxation, soit par sa fermeture renforçant la contraction.     

 

Les canaux K+ à rectification entrante 

Les canaux KIR permettent l’entrée de K+ lorsque le potentiel de membrane est plus négatif qu’au potentiel 

d’équilibre à l’ion K+ pour le retour du potentiel de membrane au repos (Hibino et al., 2010). Ils sont également 

capables d’induire de faibles courants sortants. C’est le cas dans les CMLV artérielles. L’hyperpolarisation des 

CMLV, suite à une vasoconstriction, active les canaux KIR qui renforcent l’hyperpolarisation (Figure 11) (Tykocki 

et al., 2017). Ces canaux présentent une sensibilité à la concentration K+ extracellulaire. À l’augmentation de 

cette dernière, les canaux KIR s’activent et contribuent à l’hyperpolarisation des CMLV des petites artères (edwards 

1988, Knot 1996, quayle 1993). Comme les canaux Kv, l’activité des canaux KIR peut être modulée par des agents 

vasoactifs. Les vasoconstricteurs comme l’AngII et l’ET-1 inhibent les canaux KIR via la protéine kinase C (Park et 

al., 2006, 2005). Hein et al. ont montré que l’inhibition des canaux KIR a réduit la vasodilatation induite par 

l’adénosine dans les artérioles cérébrales, indiquant leur implication dans ces effets vasodilatateurs (Hein et al., 

2013). Ainsi, les canaux KIR contribuent à la régulation du potentiel de membrane et leur activation participe à la 

relaxation des CMLV. 

Au niveau des CE, les canaux KIR ont été identifiés dans les artères de conductance (l’aorte, les artères 

pulmonaires) et de résistance (les MA, les artères crémastériques) (Fancher and Levitan, 2020; Nilius and 

Droogmans, 2001). Leur rôle a été suggéré dans la régulation du potentiel de membrane des CE (Nilius and 
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Droogmans, 2001). Récemment, Fancher et Levitan ont rapporté plusieurs études montrant que les forces de 

cisaillement activent les canaux KIR des CE. Par ailleurs, l’extinction des canaux KIR réduit la production du NO 

dans le MA de souris (Fancher and Levitan, 2020). Ainsi, ces canaux seraient non seulement un des composants 

de la mécanotransduction dans les CE en réponse au flux, mais aussi un acteur dans la voie vasodilatatrice du 

NO (Figure 11). Dans l’ensemble, les canaux KIR des CE et des CMLV participent à la régulation de la vasomotricité 

et leur activation tend les artères à se dilater.  

 

Les canaux K+ sensibles à l’ATP 

Les canaux KATP appartiennent à la famille des canaux KIR. Ces canaux participent également au retour du 

potentiel de membrane au repos par l’entrée de K+. Les canaux KATP sont caractérisés par la diminution de leur 

activité lorsque le taux intracellulaire d’ATP augmente. Leur expression est décrite dans plusieurs types cellulaires, 

y compris les CE et les CMLV et ils participeraient à la régulation du tonus vasculaire (Foster and Coetzee, 2016; 

Jackson, 2005; Tykocki et al., 2017). 

Au niveau des CMLV, l’activité des canaux KATP peut être influencée par les différentes substances 

vasoactives. Il s’est avéré que certains vasoconstricteurs comme l’AngII, l’ET-1, la sérotonine (5-HT) et la 

phényléphrine (Phe) inhibent les canaux KATP (Standen, 2003; Tykocki et al., 2017). L’AngII, à travers son 

récepteur AT1, inhibe d’une part l’adénylate cyclase réduisant l’activité de la PKA qui contribue à l’ouverture des 

canaux KATP (Hayabuchi et al., 2001a; Quayle et al., 1997). D’autre part, il active la PKC qui peut être responsable 

de l’internalisation des canaux (Hayabuchi et al., 2001a; Jiao et al., 2008). Le blocage des canaux KATP contribue 

à la dépolarisation membranaire, ce qui stimule les canaux Cav augmentant la [Ca2+]i dans les CMVL, donc une 

vasoconstriction (Standen, 2003). A contrario, les substances vasodilatatrices telles que le CGRP et la PGI2 sont 

décrites comme activatrices des canaux KATP par la signalisation AMPc-PKA (Tykocki et al., 2017). Ces molécules 

stimulent l’adénylate cyclase produisant l’AMPc, qui active à son tour la PKA. La PKA est connue pour activer les 

canaux KATP par phosphorylation (Quinn et al., 2004). L’ouverture de ces canaux contribue à l’hyperpolarisation 

membranaire des CMLV, aboutissant à la vasorelaxation. En outre, le NO semble également modifier l’activité des 

canaux. Dans les MA de rat et de lapin, il a été rapporté que l’hyperpolarisation des CMLV induite par le NO a 

nécessité l’ouverture des canaux KATP (Murphy and Brayden, 1995; Wu et al., 2004). Dans les myocytes 

vasculaires, la régulation des canaux KATP est très active pour le contrôle du tonus vasculaire soit dans un sens 

(fermeture – vasoconstriction) ou dans l’autre (ouverture – vasorelaxation) en fonction des substances 

vasoactives (Figure 11).  

Bien que les canaux KATP vasculaires soient davantage décrits et étudiés au niveau des CMLV, leur 

expression a également été rapportée dans les CE, par exemple de MA, d’aorte et de microcirculation cérébrale 

et coronaire (Aziz et al., 2017; Jackson, 2005). L’activité des canaux KATP endothéliaux serait liée à la 

vasodilatation. Kuo et al. ont observé que l’adénosine favorise la DFD des artères coronaires et que ces effets 

sont supprimés par la désendothélialisation ou le glibenclamide, bloqueur des canaux KATP. Ils suggèrent donc 

que l’adénosine potentialise la FMD en faisant intervenir les canaux KATP endothéliaux (Kuo and Chancellor, 1995). 

Les résultats similaires ont été constatés chez les souris où les canaux KATP endothéliaux ont été génétiquement 

déplétés (Aziz et al., 2017). Les effets vasodilatateurs induits par l’adénosine étant supprimés par les inhibiteurs 

de la eNOS (Kuo and Chancellor, 1995; Leipert et al., 1992), le lien entre la production du NO et les canaux KATP 
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endothéliaux pourrait s’établir. Aziz et al. proposent que contrairement aux CMLV où l’entrée de Ca2+ se fait en 

grande partie par les canaux Cav, l’entrée de Ca2+ dans les CE se fait principalement par les canaux TRP et Piezo1. 

Donc, cette entrée ionique dépendrait plutôt du gradient électrochimique, ce qui expliquerait l’entrée de Ca2+ lors 

d’une hyperpolarisation (Aziz et al., 2018). En effet, ils ont démontré l’augmentation de la [Ca2+]i par l’activation 

des canaux KATP (Aziz et al., 2017).  

En somme, les canaux KATP des CE et des CMLV participent à la régulation du tonus vasculaire à travers 

l’homéostasie Ca2+. Leur ouverture conduit à la vasodilatation à la fois par la hausse de la [Ca2+]i des CE et par 

l’hyperpolarisation des CMLV. En revanche, leur fermeture favorise la vasoconstriction par l’entrée de Ca2+ dans 

les CMLV.  

 

2.4. Le canal Cl- et les transporteurs ioniques des cellules vasculaires 

En plus de canaux cationiques, d’autres acteurs peuvent intervenir dans la régulation du tonus vasculaire.  

C’est le cas des canaux Cl- activés par le Ca2+ (ClCa). En outre, les cotransporteurs ioniques actifs ou passifs 

comme la pompe Na+/K+-ATPase et l’échangeur Na+/Ca2+ (NCX) peuvent y contribuer.  

 

Les canaux Cl- activés par le Ca2+  

Les canaux ClCa sont, comme leur nom l’indique, sensibles au Ca2+, mas aussi à la variation du potentiel 

de membrane. La dépolarisation membranaire augmente leur sensibilité au Ca2+ (Pedemonte and Galietta, 2014). 

Ces canaux, exprimés de façon ubiquitaire dans de nombreux types cellulaires, sont également présents dans les 

CMLV des artères auriculaires, cérébrales, mésentériques, rétiniennes, pulmonaires et de muscle squelettique 

(Bulley and Jaggar, 2014; Hübner et al., 2015) et dans les CE des artères pulmonaires, mésentériques, de l’aorte 

et de la microcirculation cardiaque (Ma et al., 2017; Nilius et al., 1997; Nilius and Droogmans, 2002; Skofic 

Maurer et al., 2020; Wu et al., 2014; Yamamoto and Suzuki, 2007). 

Au niveau des CMLV, il y a une accumulation intracellulaire de Cl- grâce au cotranspoteur Na+/K+/Cl- 

(Chipperfield and Harper, 2000; Kitamura and Yamazaki, 2001). De ce fait, l’ouverture des canaux ClCa entraîne 

la sortie de Cl- et favorise la dépolarisation membranaire, donc une vasoconstriction dans ce type cellulaire (Dulin, 

2020). En effet, une répression de l’expression des canaux ClCa a entraîné une diminution de la dépolarisation 

membranaire en réponse à la noradrénaline dans les CMLV des MA de rat. De plus, cette répression a induit une 

réduction significative des effets contractiles de la noradrénaline dans les mêmes artères (Dam et al., 2014). Par 

ailleurs, les canaux ClCa présenteraient une mécanosensibilité. Bulley et al. ont démontré que ces canaux sont 

activables par étirement membranaire induit par la pression dans les CMLV d’artères cérébrales de rat (Bulley 

and Jaggar, 2014), ce qui montre l’implication des canaux ClCa dans le développement du TM. Plus récemment, il 

a été rapporté que l’inhibition des canaux ClCa favorise la dilatation des artérioles en réponse à la pression, donc 

une perte du TM (Jackson, 2020). Au niveau des CMLV, l’activité des canaux ClCa contribue à la dépolarisation 

membranaire provoquant une vasoconstriction et au développement du TM par leur propriété mécanosensible 

(Figure 8).  

Les canaux ClCa dans les CE sont plutôt étudiés dans le contexte de l’hypertension accompagnée d’une 

dysfonction endothéliale (Ma et al., 2017; Skofic Maurer et al., 2020). Par exemple, leur expression a augmenté 
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dans les CE d’artères pulmonaires provenant des patients souffrant d’une hypertension pulmonaire. Cette 

augmentation a bien entraîné une hausse d’activité, puisque les courants ClCa ont également été accrus (Skofic 

Maurer et al., 2020). Les résultats similaires ont été observés dans les CE de veine ombilicale humaine (HUVEC) 

traitées à l’AngII mimant l’hypertension et dans l’endothélium de l’aorte de souris hypertendues par l’AngII (Ma 

et al., 2017). La surexpression ou l’extinction des canaux ClCa endothéliaux chez les souris normotendues n’altère 

pas la fonction endothéliale. Cependant, dans un modèle d’hypertension, leur surexpression potentialise la 

dysfonction endothéliale et leur extinction la réduit (Ma et al., 2017). Par ailleurs, Goto et al. ont observé une 

dépolarisation rapide des MA induite par l’Ach uniquement chez les rats SHR et non chez les contrôles (Goto et 

al., 2007). D’après leur étude, cette dépolarisation serait responsable de l’altération de la voie vasodilatatrice de 

l’EDHF dans l’hypertension. Lorsque la dépolarisation est supprimée par les bloqueurs des canaux ClCa, les auteurs 

suggèrent également l’implication des canaux dans ce processus pathologique (Goto et al., 2007).  

En somme, l’activité des canaux ClCa des CMLV contribue au développement du TM via leur participation à 

la dépolarisation membranaire. En revanche, les canaux ClCa endothéliaux semblent jouer un rôle plutôt dans un 

contexte pathologique, comme l’HTA, en favorisant la dysfonction endothéliale.  

 

La pompe Na+/K+-ATPase  

La pompe Na+/K+-ATPase est capable d’échanger les ions Na+ et K+ contre leurs gradients de concentration 

respectifs grâce à une activité ATPasique. Elle induit la sortie de 3 ions Na+ et l’entrée de 2 ions K+. Parmi ses 4 

isoformes (⍺1-⍺4), ⍺1 présente une expression ubiquitaire, ce qui justifie son rôle rudimentaire dans le maintien 

de l’homéostasie ionique dans la cellule. Les autres isoformes ont une expression plutôt tissu-spécifique, nous 

laissant suggérer un rôle particulier (Clausen et al., 2017). Au sein du système vasculaire, en plus de l’isoforme 

⍺1, la pompe Na+/K+-ATPase ⍺2 a été identifiée essentiellement dans les CMLV (Zhang et al., 2019) et jouerait 

un rôle dans la régulation du tonus vasculaire (Chen et al., 2015; Shelly et al., 2004; Zhang et al., 2005). Les 

souris transgéniques surexprimant la pompe Na+/K+-ATPase ⍺2 dans les CML ont développé une PA plus basse 

que les contrôles. Cette baisse de la PA par rapport aux contrôles a également été observée lorsque ces souris 

transgéniques sont rendues hypertendues à l’AngII (Chen et al., 2015). À l’inverse, l’invalidation de l’expression 

d’Atp1a2 a induit une augmentation de la PA chez les souris (Chen et al., 2015; Zhang et al., 2005). Par ailleurs, 

chez les souris Atp1a2-/-, l’aorte a développé une contraction en réponse à l’U46619 plus rapide par rapport aux 

souris contrôles et une relaxation moins importante en réponse aux substances vasodilatatrices (l’Ach et le 

nitroprussiate de sodium) (Shelly et al., 2004). Zhang et al. ont obtenu des résultats similaires au niveau des 

MA. En effet, les MA des souris Atp1a2+/- ont développé le TM plus important en réponse à la PA. De façon 

intéressante, l’inhibition de la pompe Na+/K+-ATPase ⍺2 par l’ouabaïne a également provoqué l’augmentation du 

TM, mais également la hausse de la [Ca2+]i des CMLV des MA (Zhang et al., 2005). Ainsi, la pompe Na+/K+-

ATPase, en particulier l’isoforme ⍺2 contribuerait à la régulation du tonus vasculaire, en modulant l’homéostasie 

Na+ et indirectement celle du Ca2+ (Figure 8). 
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Les échangeurs Na+/Ca2+  

Les NCX sont des antiports perméables aux ions Na+ et Ca2+. Ils fonctionnent avec les gradients 

électrochimiques des ions Na+ et Ca2+. De plus, comme ils échangent 3 ions Na+ contre 1 ion Ca2+, les NCX ont 

un rôle électrogénique. Il existe 3 isoformes NCX1 à 3 codées par les gènes SLC8A1-SLC8A3 et une isoforme 

mitochondriale nommée NCLX (SLC8B1). Les isoformes NCX2 et NCX3 sont exprimées au niveau des systèmes 

nerveux central et périphérique et dans les muscles squelettiques (Verkhratsky et al., 2018). Quant à NCX1, il a 

une expression ubiquitaire, mais son importance est particulièrement bien décrite dans le couplage excitation-

contraction des cardiomyocytes (Shattock et al., 2015). Les NCX sont bidirectionnels et fonctionnent en 2 modes, 

à savoir, le mode de sortie de Ca2+ (sens) et d’entrée de Ca2+ (anti-sens). La sortie de Ca2+ est le mode 

prédominant des NCX pour l’homéostasie Ca2+ (Khananshvili, 2014; Zhang, 2013). Ces 2 modes de 

fonctionnement leur permet d’avoir un rôle majeur dans la régulation de la [Ca2+]i. La présence de l’isoforme 

NCX1 est décrite dans les CMLV et les CE (Figure 8) (Santos-Gomes et al., 2022; Zhang, 2013). 

Dans les CMLV, NCX1 a une localisation spécifique au niveau de la jonction membrane plasmique-réticulum 

sarcoplasmique, en colocalisation avec le canal TRPC6 (Khananshvili, 2014; Poburko et al., 2008; Zulian et al., 

2010). Ceci pourrait indiquer un couplage entre le NCX1 et le canal TRPC6 contribuant à la restauration du stock 

interne Ca2+ sarcoplasmique où l’entrée de Ca2+ se ferait par le canal TRPC6 et NCX1 (mode d’entrée de Ca2+) 

(Poburko et al., 2008). En particulier, le rôle de NCX1 dans la régulation du tonus vasculaire a été mis en évidence. 

Dans les CMLV humaines, le niveau de phosphorylation des MLC qui est augmenté par l’AngII, retrouve son niveau 

basal en présence de KB-R7943, un antagoniste de référence des NCX (Alves-Lopes et al., 2020). Par ailleurs, 

chez les souris KO pour Slc8a1 spécifique dans les CMLV, les MA développent un TM plus faible par rapport aux 

contrôles. De même, l’inhibiteur sélectif des NCX1, le SEA0400 entraîne aussi une baisse du TM. De plus, les MA 

prélevées sur des souris Slc8a1-/- se contractent moins bien en comparaison à de MA issues de souris WT (Zhang 

et al., 2010). Ainsi, NCX1 des CMLV apparaît comme un acteur moléculaire modulant la [Ca2+]i, impliquée dans 

le développement du TM des artères de résistance. 

Les NCX des CE ont également été décrits comme étant impliqués dans la régulation du tonus vasculaire, 

en particulier dans la relaxation dépendante de l’endothélium. Cependant, il existe beaucoup moins d’études dans 

la littérature sur les NCX endothéliaux en comparaison avec les NCX des CMLV. Quelques études ont parfaitement 

démontré l’expression des NCX dans les CE artérielles (Kefaloyianni and Coetzee, 2011; Lillo et al., 2018; Mizuno 

et al., 2002; Teubl et al., 1999). Plus récemment, Lillo et al. (2018) ont pu prouver que l’isoforme de NCX1 était 

d’une part exprimée dans l’endothélium des MA, mais également colocalisée avec eNOS (Lillo et al., 2018; Teubl 

et al., 1999), suggérant une interaction probable entre ces deux protéines. En effet, les inhibiteurs de NCX 

réduisent la production du NO dans les CE d’aorte, d’artère pulmonaire et de MA (Lillo et al., 2018; Mizuno et al., 

2002; Schneider et al., 2002; Teubl et al., 1999). De plus,  les inhibiteurs de NCX réduisent également 

l’augmentation de la [Ca2+]i induite par l’Ach dans les CE (Lillo et al., 2018), conduisant à une réduction de la 

vasorelaxation (Lillo et al., 2018; Schneider et al., 2002). Des résultats similaires ont été observés dans les CE, 

lorsque l’expression de NCX a été réprimée par les petits ARN interférants (Lillo et al., 2018). En plus de la voie 

du NO, Lillo et al. proposent la participation de NCX1 dans la voie de l’EDHF. Ils ont montré que l’hyperpolarisation 

membranaire des CE induite par l’Ach a été atténuée par le KB-R7943 (Lillo et al., 2018). Au niveau de 

l’endothélium, le NCX serait un acteur des voies de dilatation des artères de résistance. 



    35 

Les NCX sont aussi impliqués dans des mécanismes physiopathologiques vasculaires, telle que l’HTA. Chez 

les rats hypertendus, le niveau de l’expression de NCX1 dans les MA a fortement augmenté. De plus, le signal 

Ca2+ en réponse à l’Ach est accentué dans les CMLV des MA de souris hypertendues par rapport aux contrôles 

(Zulian et al., 2010). Il a été rapporté que l’entrée de Ca2+ induite par l’AngII est plus importante dans les cellules 

provenant des individus hypertendus que celle de contrôles, et cette augmentation a été réduite par le KB-R7943 

(Alves-Lopes et al., 2020). Ces résultats pourraient indiquer que les NCX des CMLV sont impliqués dans 

l’augmentation de la contractilité des artères en cas d’HTA. 

En somme, NCX1 participe à la régulation du tonus vasculaire avec des actions opposées, selon sa 

localisation endothéliale ou dans la CMLV. Si le NCX1 endothélial contribue à la dilatation des artères en réponse 

à des substances vasorelaxantes, dans la musculature vasculaire, il participe au développement du TM. Par 

ailleurs, en cas d’HTA, il participerait au processus pathologique en renforçant la contractilité artérielle.  

 

3. Les canaux Nav dans la fonction vasculaire  

J’ai précédemment développé le fait que le Ca2+ est un 2nd messager crucial dans le contrôle du tonus 

vasculaire et que sa concentration intracellulaire est finement régulée par de nombreux acteurs. Cette régulation 

se fait à travers le mouvement d’autres ions de part et d’autre de la membrane, en particulier, le Na+. À travers 

des canaux et échangeurs perméables au Na+ tels que les canaux TRP, les Piezo, la pompe Na+/K+-ATPase et les 

NCX, l’importance du Na+ a fréquemment été évoquée. En plus de ces acteurs, les canaux Na+ dépendant du 

potentiel (Nav) ont été retrouvés dans les vaisseaux sanguins, notamment les artères de résistance. Dans cette 

partie, les connaissances actuelles sur la place des canaux Nav dans la fonction vasculaire physiologique et 

pathologique seront décrites.  

3.1. Les généralités des canaux Nav 

Les canaux Nav sont des glycoprotéines hétéromultimériques perméables aux Na+. L’ouverture de ces 

canaux permet aux ions Na+ de traverser la membrane en fonction du gradient électrochimique du Na+ (ici l’entrée 

de Na+). L’activité des canaux Nav est dépendante du potentiel de membrane et permet la genèse et la 

propagation du potentiel d’action (PoA) dans les cellules excitables comme les neurones, les cellules musculaires 

et les cardiomyocytes. Le PoA est un signal électrique unidirectionnel permettant, en fonction du territoire, la 

propagation des messages nerveux, la libération de substance ou la contraction musculaire. Ce PoA est un 

changement transitoire du potentiel de membrane composé de quatre phases successives : 1) la dépolarisation, 

2) la repolarisation, 3) l’hyperpolarisation et 4) le retour au potentiel de membrane au repos (Figure 12.A). Ces 

différentes phases sont dues à l’activité de deux canaux principaux : les canaux Nav et les canaux Kv. Dans un 

premier temps, la dépolarisation membranaire entraîne une ouverture rapide de la porte d’activation des canaux 

Nav. L’entrée massive de Na+ induit la première phase du PoA. Ensuite, les canaux Nav deviennent inactifs par la 

fermeture rapide de la porte d’inactivation et les canaux Kv s’ouvrent dans le même temps. L’arrêt de l’entrée de 

Na+ et l’efflux de K+ sont responsables de la phase de repolarisation du PoA. La fermeture lente des canaux Kv 

entraîne l’hyperpolarisation post-PoA, puis le retour progressif du potentiel de membrane au repos, et les canaux 

Nav retrouvent leur état fermé réactivable (Barnett and Larkman, 2007) (Figure 12). 
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Les canaux Nav ont la particularité d’avoir deux portes structurelles et fonctionnelles : la porte d’activation 

et la porte d’inactivation. Ceci leur permet d’avoir trois conformations : 1) ouvert, 2) inactivé et 3) fermé (Figure 

12.B). Au repos, le canal se trouve à l’état fermé où seule la porte d’activation est fermée. Lors d’une 

dépolarisation membranaire, le canal s’active par l’ouverture de la porte d’activation pour laisser passer les ions 

Na+. Après quelques millisecondes, la porte d’inactivation se ferme et le canal passe à l’état inactivé. L’inactivation 

rapide est l’une des caractéristiques des canaux Nav. Ensuite, la porte d’activation se ferme et la porte 

d’inactivation s’ouvre afin de rendre le canal réactivable. Cette réactivation permet de préparer le canal pour une 

prochaine dépolarisation (Figure 12.B). 

 

Figure 12 : Présentation du potentiel d’action 

(A) Le diagramme représente l’allure du potentiel d’action. Le tableau récapitule l’état des canaux Nav et des 

canaux Kv responsables des différentes phases du potentiel d’action. (B) Les schémas illustrent les états des 

canaux Nav (gauche) et des canaux Kv (droite). La porte d’inactivation des canaux Nav leur permet d’avoir 3 

configurations : fermé, ouvert et inactivé. Les canaux Kv sont à l’état fermé ou ouvert en fonction de la variation 

du potentiel de membrane. L’ouverture des canaux Nav entraîne l’entrée de Na+, pendant que l’activation des 

canaux Kv fait sortir du K+ de la cellule. Adapté à partir de Barnett and Larkman 2007. 
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3.1.1. La structure des canaux Nav   

Les canaux Nav sont structurellement composés de deux sous-unités, à savoir une sous-unité principale de 

260 kDa, dite alpha (SU ⍺) et une sous-unité auxiliaire de 30 à 40 kDa, nommée beta (SU β) (Catterall et al., 

2020). La SU ⍺ constitue le pore et représente la partie fonctionnelle du canal. Elle est composée de quatre 

domaines homologues (I à IV) (Figure 13). Chaque domaine est constitué de six segments transmembranaires 

(S1 à S6) organisés en hélice ⍺. Le S4 se comporte comme un senseur du potentiel grâce aux acides aminés 

chargés positivement. Lors d’une dépolarisation membranaire, le S4 entraîne un changement conformationnel du 

canal puis son ouverture. Les S5 et S6 de chaque domaine sont reliés par la boucle P, possédant quatre acides 

aminés à motif DEKA (Asp-Glu-Lys-Ala). Celle-ci forme le filtre de sélectivité pour les ions Na+ à l’extrémité 

extracellulaire du pore. Entre le S6 du domaine III et le segment S1 du domaine IV, la boucle intracellulaire avec 

le motif IFM (Ile-Phe-Met) constitue la porte d’inactivation, permettant de bloquer l’influx Na+ très rapidement, 

en quelques millisecondes, avant la fermeture du canal. Les parties N-terminale et C-terminale du canal sont 

situées dans le compartiment intracellulaire (Yu and Catterall, 2003). La SU ⍺ est codée par 9 gènes chez les 

mammifères : SCN1A à SCN5A et SCN8A à SCN11A, ce qui définit les neuf isoformes du canal (Nav1.1 à Nav1.9). 

Ces neuf isoformes peuvent être catégorisées en deux types selon leur sensibilité au bloqueur spécifique, la 

tétrodotoxine (TTX). Les isoformes Nav1.1 à Nav1.4, Nav1.6 et Nav1.7 sont sensibles à la TTX (TTX-S, IC50 environ 

1-30nM), tandis que Nav1.5, Nav1.8 et Nav1.9 sont résistants (TTX-R, IC50 environ 1-60µM) (Catterall et al., 2005) 

(Tableau 2). Ces neuf isoformes des canaux Nav ont une expression tissu-spécifique, qui sera développée 

ultérieurement. 

La SU β est une glycoprotéine transmembranaire unique avec un petit domaine C-terminal intracellulaire 

et un domaine N-terminal extracellulaire de type immunoglobuline (Ig-like domaine) (Figure 13). L’Ig-like 

domaine de la partie N-terminale permet à la SU β de se comporter comme une molécule d’adhésion cellulaire. 

Sa capacité d’adhésion est cruciale dans le développement neuronal, le processus d’excroissance des neurites et 

la migration cellulaire à travers l’interaction avec les cytosquelettes et la matrice extracellulaire (Chahine and 

O’Leary, 2011; O’Malley and Isom, 2015). Étant associée à la SU ⍺, la SU β est capable de moduler les propriétés 

biophysiques du canal comme la cinétique d’activation et la dépendance au potentiel. Elle régule également 

l’adressage du canal à la membrane (Catterall et al., 2020). Cette sous-unité auxiliaire est codée par 4 gènes : 

SCN1B à SCN4B (β1 à β4). β1 et β3 partagent 57% de séquence homologue et s’associent de façon non covalente 

avec la SU ⍺. En revanche, β2 et β4 forment une interaction covalente avec la sous-unité principale par des ponts 

disulfures. Ainsi, l’assemblage d’une SU ⍺ et d’une ou deux SU β forme les canaux Nav. 
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Figure 13 : Structure du canal Nav 

Le schéma illustre la structure du canal Nav transmembranaire (gauche) et la structure primaire des deux SU ⍺ 

et β (droite). Les cylindres représentent les segments en hélice ⍺. Les traits noirs reliant les cylindres sont les 

chaînes polypetidiques. La SU ⍺ du canal Nav est constituée de quatre domaines composés de six segments. Le 

S4 de tous les domaines est le senseur du potentiel. Les quatre boucles P situées entre les S5 et S6 de chaque 

domaine de la SU ⍺ comportent le motif DEKA et forment la porte d’activation du canal. La boucle intracellulaire 

L3 ayant le motif IFM (cercle h) constitue la porte d’inactivation. La SU β du canal est composée d’une seule 

glycoprotéine transmembranaire. Le domaine N-terminal extracellulaire de la SU β est de type immunoglobuline 

(Ig-like domain). Modifié à partir de la revue en préparation. 

 

3.1.2. La pharmacologie des canaux Nav   

L’activité des canaux Nav peut être régulée par un grand nombre de molécules naturelles ou synthétiques. 

En effet, plusieurs toxines produites par les animaux venimeux et les plantes vénéneuses agissent sur l’activité 

des canaux Nav. Certains médicaments mis sur le marché ciblent aussi les canaux.  

 

Figure 14 : Structures chimiques des molécules ciblant les canaux Nav  
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La structure chimique des bloqueurs (A), des activateurs (B) et des médicaments (C) interagissant avec les 

canaux Nav. 

 

Les bloqueurs des canaux Nav 

La TTX est une neurotoxine alcaloïde non peptidique connue à l’origine pour son intoxication chez l’Homme 

lors d’une mauvaise consommation des poissons-globes, qui contiennent la toxine dans de multiples organes. La 

TTX se trouve également dans d’autres espèces marines telles que les poissons porc-épic, les poules à anneaux 

bleus et certains vers, coquillages, crustacés, ou encore dans certains amphibiens (Miyazawa and Noguchi, 2001). 

Certaines bactéries sont aussi capables de produire la TTX (Do et al., 1990). Comme indiqué précédemment, la 

TTX est le bloqueur de référence présentant une grande spécificité aux canaux Nav et permettant de discriminer 

les neufs isoformes en fonction de leur sensibilité.  

La saxitoxine, comme la TTX, est une neurotoxine de type alcaloïdes d’origine marine. Elle est 

principalement produite par des algues dinoflagellées unicellulaires, mais également par des cyanobactéries d’eau 

douce (Llewellyn, 2006). Elle est connue pour une des principales causes de l’intoxication paralytique par les 

mollusques et les crustacés, pouvant être mortelle à forte dose. Les canaux Nav présentent une sensibilité à la 

saxitoxine. Cependant, contrairement à la TTX, les canaux Nav ne sont pas leurs seules cibles. La toxine peut 

aussi agir avec les canaux K+ et les canaux Cav de type-L (Llewellyn, 2006).  

La TTX et la saxitoxine ont toutes les deux une structure chimique à base de guanidinium et possèdent 

une activité fonctionnelle semblable (Figure 14.A). Sur le canal Nav, le site de liaison du guanidinium est situé au 

niveau de la boucle P formant le pore du canal, nommé le site 1 (Figure 15). Les groupes chargés positivement 

de guanidinium interagissent avec les groupes carboxylates chargés négativement de la boucle. La molécule 

forme une sorte de bouchon bloquant complètement le passage de Na+ à travers le canal. Les deux toxines se 

comportent donc comme un bloqueur des canaux.  

 

Les activateurs des canaux Nav 

La vératridine (VTD) est une neurotoxine alcaloïde stéroïdienne non peptidique, d’origine végétale (Figure 

14.B). Elle est extraite à partir des plantes du genre Veratrum (Schep et al., 2006; Seale and McDougal, 2022). 

Lors d’une intoxication de ces plantes, la VTD fait partie des principaux éléments responsables des effets toxiques 

gastro-intestinaux tels que les nausées et les vomissements, mais également des effets cardiotoxiques 

provoquant la bradycardie et l’hypotension systémique (Schep et al., 2006).  

La batrachotoxine (BTX) est une autre neurotoxine alcaloïde stéroïdienne non peptidique (Figure 14.B).  

Comme son nom l’indique, elle a été isolée des amphibiens (anciennement appelés batraciens) du genre 

Phyllobates se trouvant en Amérique du Sud (Daly et al., 1965). La BTX est peu connue pour l’empoisonnement 

chez l’Homme. En revanche, certaines tribus d’Amériques du Sud l’utilisait pour fabriquer des dars dans le but de 

chasser les animaux (de Lera Ruiz and Kraus, 2015). 

Par la similitude de la structure chimique, la VTD et la BTX partagent le même site de fixation sur le canal 

Na+. Elles interagissent avec le S6 du domaine I et du domaine IV, au niveau de l’intérieur du pore (site 2) (Figure 

15) et leur fixation est facilitée à l’état ouvert du canal (de Lera Ruiz and Kraus, 2015). En cas de fixation, les 
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toxines entraînent une hyperpolarisation du seuil d’activation, augmentent la perméabilité des canaux aux Na+ et 

bloquent l’inactivation, ce qui prolonge l’ouverture et rehausse la conductance Na+ du canal (Wang and Wang, 

2003). Elles ont donc été identifiées comme des activateurs des canaux Nav. En revanche, la VTD est considérée 

comme un activateur partiel, alors que la BTX est reconnue comme un activateur total. La conductance Na+ 

provoquée par la VTD est environ la moitié de celle par la BTX (Garber and Miller, 1987). La BTX présente une 

meilleure affinité que la VTD. Par ailleurs, l’inactivation est quasi totalement bloquée par la BTX, tandis que le 

blocage de l’inactivation par la VTD est incomplète (Wang and Wang, 2003). Cependant, la BTX se fixe de façon 

irréversible au canal, pendant que la fixation de la VTD est réversible (Ulbricht, 1998).   

La brévétoxine (PbTX) est une neurotoxine polyéther non peptidique, produite par des microalgues 

dinoflagellées se trouvant dans des régions tropicales et subtropicales du bassin indo-pacifique (Figure 14.B). La 

PbTx est connue pour être responsable des marées rouges des côtes de la Floride et du golfe du Mexique (de Lera 

Ruiz and Kraus, 2015). Par ailleurs, elle est une des causes principales de la mortalité massive des oiseaux et des 

espèces marines. La toxine peut être accumulée dans les tissus des poissons et dans les mollusques. La 

consommation des produits de la mer contaminés provoque une intoxication humaine entraînant une dysesthésie 

(Friedman et al., 2008). La PbTX interagit avec le site 5 du canal situé sur le S6 du domaine I et le S5 du domaine 

IV (Figure 15) (de Lera Ruiz and Kraus, 2015). Les effets de la PbTX sont similaires à ceux de la VTD et de la 

BTX. Sa fixation conduit au déplacement du seuil d’activation vers le potentiel plus négatif et à l’inhibition de 

l’inactivation (Stevens et al., 2011; Wang and Wang, 2003). Elle est donc considérée comme un activateur du 

canal.  

 

En outre des toxines citées, il existe encore de multiples toxines d’origine naturelle interagissant avec les 

six sites de fixation des canaux Nav. Une espèce peut produire plusieurs toxines ayant des sites de fixation 

multiples avec des effets différents (Figure 15). Deux revues scientifiques ont bien développé et présenté les 

différentes toxines naturelles (de Lera Ruiz and Kraus, 2015; Mattei and Legros, 2014). Brièvement, par exemple, 

certaines conotoxines extraites de cône peuvent avoir une forme δ se fixant sur le site 6 et potentialisant l’activité 

du canal. La forme µ se lie sur le site 1 et provoque le blocage. Les scorpions sont également capables de produire 

des toxines peptidiques, dont l’une se fixe sur le site 3 (toxine de scorpion-⍺) et l’autre se lie sur le site 4 (toxine 

de scorpion-β). Quelle que soit la forme, les deux toxines favorisent l’activité du canal. Dans le venin des mygales, 

les molécules toxiques interagissent avec le site 4. Cependant, contrairement à la toxine des scorpions, les toxines 

de mygales inhibent l’activité du canal. La ciguatoxine responsable de la maladie alimentaire Ciguatera, est 

extraite de microalgues dinoflagellées. Elle a des effets similaires à ceux de la PbTX. Ainsi, plusieurs animaux 

possèdent des venins dont les molécules ciblent les canaux Nav. En raison d’une grande expression des canaux 

Nav dans le système nerveux et de leur rôle dans l’influx nerveux, de multiples organismes venimeux ciblent ces 

canaux pour neutraliser les proies ou pour se protéger des prédateurs.  

	

Les médicaments ciblant les canaux Nav 

Les canaux Nav ont une distribution tissulaire très large chez l’Homme (Cf. partie 3.1.3 distribution 

tissulaire des canaux Nav). Chaque isoforme possède une ou des fonctions spécifiques en fonction de leur 

localisation tissulaire et leur dysfonction peut être responsable de pathologies. De ce fait, ils sont la cible de 



    41 

certains médicaments mis sur le marché (Figure 14.C). Par exemple, les anti-arythmiques de classe I (quinidine, 

flécaïnide, lidocaïne, etc.), les anesthésiques locaux (lidocaïne, benzocaïne, etc.) et certains anti-épileptiques 

(carbamazépine, lamotrigine, etc.) interagissent avec les canaux Nav cardiaques et/ou du système nerveux afin 

de prévenir les arythmies, les douleurs et les crises épileptiques, respectivement (Catterall and Swanson, 2015; 

de Lera Ruiz and Kraus, 2015). Ces médicaments se fixent dans la cavité centrale du pore au niveau du S6 des 

domaines I, III et IV (site LA) (Figure 15). Cette fixation diminue la conductance Na+ et stabilise les canaux à 

l’état inactivé (Körner et al., 2022; Wisedchaisri and Gamal El-Din, 2022). Bien qu’ils partagent le même site de 

fixation, ces molécules ne nécessitent pas la même conformation du canal pour pouvoir se fixer. Par exemple, la 

quinidine (anti-arythmique) peut se lier uniquement à l’état ouvert du canal en passant par la porte d’activation 

depuis le milieu intracellulaire. L’effet inhibiteur de la molécule augmente donc avec la stimulation des canaux 

Nav. En revanche, la lidocaïne (anti-arythmique et anesthésique local) ne nécessite pas l’ouverture du canal et 

peut se fixer même à l’état fermé ou inactivé. Elle pénètre dans la cavité centrale par une fenestration latérale 

du canal en passant par la phase lipidique de la membrane plasmique. Ces différentes possibilités de liaison 

proviendraient de la propriété chimique des molécules (hydrophile vs hydrophobe) (Courtney, 1975; Hille, 1977; 

Körner et al., 2022; Wisedchaisri and Gamal El-Din, 2022).  

La dysfonction des canaux Nav pouvant être responsable de d’autres pathologies, en particulier les troubles 

de la douleur (Cheng et al., 2021), les molécules synthétiques ciblant les canaux sont en projet de recherche 

pour en faire des traitements. Par exemple, une équipe du laboratoire Pfizer a développé la molécule PF-01247324 

ciblant Nav1.8. Elle a montré les effets favorables contre la douleur inflammatoire et neuropathique chez le rat 

(Payne et al., 2015). Goldberg et al. ont rapporté que la molécule XEN402 ciblant Nav1.7 a permis d’atténuer la 

douleur liée à l’érythromélalgie héréditaire dans les essais cliniques (Goldberg et al., 2012). Plusieurs laboratoires 

pharmaceutiques tentent de développer les molécules synthétiques inhibant les canaux Nav (Bagal et al., 2014; 

de Lera Ruiz and Kraus, 2015). Cependant, à cause de la complexité structurale et le degré d’homologie important 

des 9 isoformes, la sélectivité de la molécule reste un grand défi.  

 

Figure 15 : Sites de fixation des toxines sur le canal Nav 
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Le canal Nav présente six sites de fixation des toxines naturelles (site 1-6) et le site des anesthésiques locaux 

(site LA). Le site 1 (rouge) est formé par les quatre boucles P où les bloqueurs des Nav se fixent. Les activateurs 

des canaux Nav se fixent sur le site 2 (vert) constitué du S6 des DI et DIV. La toxine de scorpion ⍺ interagit avec 

la boucle extracellulaire entre S3 et S4 du DIV (site 3, bleu ciel). Les boucles extracellulaires entre S1-S2 et S3-

S4 du DII forment le site 4 (bleu foncé). La brévétoxine se fixe sur le site 5 (rose) composé du S6 du D1 et du 

S5 de DIV. La conotoxine-δ interagit avec le S4 du DIV formant le site 6 (orange). Les médicaments ciblant les 

canaux Nav se fixent sur le site d’anesthésiques locaux (LA, violet). Adapté à partir de Mattei et al. 2014, De lera 

ruiz et al. 2015.   

 

3.1.3. La distribution tissulaire des canaux Nav et leurs fonctions 

Les canaux Nav des cellules excitables 

Historiquement, les canaux Nav ont été découverts par la détection des courants Na+ dépendants du 

potentiel enregistrés dans les axones de calamar géant (Hodgkin and Huxley, 1952, p. 195). L’expression des 

canaux Nav et leur fonction ont d’abord été étudiées au niveau des cellules excitables.  

Parmi les 9 isoformes des canaux Nav, Nav1.1, Nav1.2, Nav1.3 et Nav1.6 sont les formes principales du 

système nerveux central. Nav1.1 se trouve en particulier dans les neurones de type GABAergique, permettant 

de réguler l’activité cérébrale par la sécrétion de l’acide ɣ-aminobutyrique (GABA), le principal neurotransmetteur 

inhibiteur. La mutation du gène SCN1A est une des causes majeures du syndrome de Dravet, une forme 

d’épilepsie sévère chez l’enfant. Cette mutation a également été identifiée chez les patients souffrant d’épilepsie 

généralisée accompagnée de fièvre et des crises myocloniques de courte durée (de Lera Ruiz and Kraus, 2015). 

Comme Nav1.1, l’isoforme Nav1.2 est préférentiellement exprimée dans les neurones GABAergiques. Elle est 

également abondamment présente au niveau des nœuds de Ranvier dans le cortex et l’hippocampe durant le 

développement embryonnaire et néonatal, qui sera ensuite remplacée par Nav1.6. Nav1.2 joue donc un rôle 

important dans l’excitabilité neuronale (Wood and Iseppon, 2018). Sa mutation provoquant un gain de fonction 

cause une forme d’épilepsie moins sévère comparée à la mutation de Nav1.1. Elle peut entraîner un syndrome 

épileptique léger comme des convulsions néonatales bénignes, qui répond de façon favorable aux médicaments 

(Catterall, 2014). La perte de fonction de Nav1.2 par mutation entraîne d’autres troubles neurologiques comme 

une déficience intellectuelle ou trouble du spectre de l’autisme (Sanders et al., 2018). Quant à Nav1.3, il est 

abondamment exprimé dans le cerveau durant le développement fœtal, mais son expression diminue 

considérablement après la naissance. Dans le cerveau adulte, seulement une quantité très faible de Nav1.3 est 

détectée (Smith et al., 2018). Il fait donc partie des isoformes essentielles dans le développement cérébral 

prénatal. En raison de son expression cérébrale, sa mutation entraîne également une épilepsie comme celle de 

Nav1.1 et Nav1.2, avec une malformation du cortex. Dans ce contexte, cette pathologie est liée au gain de fonction 

de Nav1.3 avec une augmentation de courant Na+ continu et une inactivation lente (Liao et al., 2022). Malgré son 

faible taux d’expression chez l’adulte, Nav1.3 peut augmenter en cas de lésion nerveuse. Par exemple, en cas de 

lésion des ganglions de la racine dorsale de la moëlle épinière (DRG) chez les rats, la quantité de transcrit Scn3a 

a augmenté à cet endroit (Yin et al., 2016). Cette hausse pourrait entraîner une hyperexcitabilité des neurones, 

causant une douleur neuropathique. Enfin, l’isoforme Nav1.6 est l’un des canaux Nav les plus exprimés du cerveau 

adulte humain. Il est principalement localisé au niveau du segment initial de l’axone et des nœuds de Ranvier des 
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neurones myélinisés, assurant l’influx nerveux (Talwar and Hammer, 2021). Comme les précédents, sa mutation 

est également une des causes des encéphalopathies épileptiques infantiles. Chez les patients, l’ouverture 

prématurée et l’inactivation altérée de Nav1.6 ont été identifiées. En revanche, la mutation menant à une perte 

de fonction se trouve plutôt chez les gens développant une déficience intellectuelle ou un trouble du spectre de 

l’autisme (Meisler et al., 2021).  

Les isoformes Nav1.7, Nav1.8 et Nav1.9 sont considérées comme celles du système nerveux périphérique. 

Ils sont exprimés abondamment en particulier dans les neurones des DRG et important dans la nociception et 

dans la douleur inflammatoire (Emery et al., 2016). En effet, la mutation de Nav1.7 a été identifiée chez les 

patients souffrant d’érythromélalgie héréditaire, qui est une maladie chronique inflammatoire accompagnée de 

crises de douleur brûlant souvent dans les extrémités (Yang et al., 2004). Une autre forme de mutation de Nav1.7 

a été rapportée dans le syndrome de douleur extrême paroxystique. Ce syndrome est caractérisé par les douleurs 

péri-rectales sévères chez les enfants, qui évoluent aux douleurs péri-oculaires et péri-mandibulaires (Fertleman 

et al., 2006). Ces maladies génétiques sont dues au gain de fonction de Nav1.7 améliorant l’activation (cas 

d’érythromélalgie) ou altérant l’inactivation (cas de syndrome de douleur extrême paroxystique) (Estacion et al., 

2008). Tandis que le gain de fonction entraîne des douleurs neuropathiques, la perte de fonction de Nav1.7 

provoque une forme d’insensibilité à la douleur. Étonnamment, ces sujets ne ressentent pas de douleur lors d’une 

fracture, d’une brûlure, d’une extraction dentaire ou encore durant l’accouchement (Waxman, 2013). Quant à 

Nav1.8, il est préférentiellement exprimé dans les neurones sensoriels nociceptifs. Il joue un rôle important dans 

la perception de la douleur à basse température inférieure à 10°C. D’après la littérature, son mauvais 

fonctionnement est également une des causes des douleurs inflammatoires et neuropathiques. Un gain de 

fonction de Nav1.8 a été détecté chez certains patients développant des douleurs neuropathiques idiopathiques 

sans la mutation de Nav1.7 (Faber et al., 2012). Outre sa fonction dans la nociception, Nav1.8 a également été 

décrite au niveau des neurones intracardiaques, sans être présent dans les cardiomyocytes (Emery et al., 2016). 

D’après Verkerk et al., ce Nav1.8 est fonctionnel et régule le motif de la fréquence des PoA des interneurones 

cardiaques isolées de souris. Ils supposent donc son rôle dans le contrôle de l’activité électrophysiologique 

cardiaque (Verkerk et al., 2012). Enfin, comme les deux autres isoformes, Nav1.9 est abondamment exprimée 

dans les neurones des DRG, les nocicepteurs mais aussi dans les neurones sensoriels entériques (Rugiero et al., 

2003). Par ailleurs, il a des caractéristiques biophysiques distinctes. Il est capable de s’activer à un potentiel plus 

hyperpolarisant par rapport aux autres canaux Nav neuronaux. Il a également une cinétique très lente 

d’inactivation et entraîne un courant Na+ persistant. Ces propriétés biophysiques lui permettent d’avoir un courant 

de fenêtre très large (un intervalle de potentiel où les canaux peuvent s’ouvrir) (Dib-Hajj et al., 2015; Wood and 

Iseppon, 2018). Nav1.9 est donc suggéré comme un canal de seuil. En effet, il prolonge la réponse dépolarisante 

afin de déclencher le PoA en réponse à des stimuli inférieurs au seuil et augmente la fréquence du PoA (Dib-Hajj 

et al., 2015). Son implication dans les douleurs inflammatoires est également relevée par la genèse d’hyperalgésie 

(Wood and Iseppon, 2018). Par ailleurs, les mutations de SCN11A se trouvent chez les patients souffrant de 

douleurs neuropathiques. Un abaissement de seuil d’activation augmentant l’excitabilité neuronale nociceptive a 

été observé (Huang et al., 2014).  

En dehors du système nerveux, les canaux Nav sont présents dans d’autres types de cellules excitables 

comme les cellules musculaires. Par exemple, Nav1.4 est reconnue en tant qu’une isoforme des muscles 

squelettiques. La genèse et la propagation de PoA par Nav1.4 initient donc la contraction musculaire squelettique 
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et la mutation du canal provoque des troubles de ces muscles. La mutation causant un gain de fonction est 

responsable de la paramyotonie congénitale, caractérisée par la rigidité et contraction musculaire involontaire du 

visage et des membres suite à des efforts musculaires volontaires (Cannon, 2018). La paralysie périodique 

hyperkaliémique est également une des canalopathies de Nav1.4. Elle est caractérisée par le taux élevé de K+ 

sérique (supérieur à 5 mM) durant les épisodes paralysiques. Les patients de cette paralysie peut avoir une 

myotonie après un épisode de faiblesse musculaire (Cannon, 2018). D’un point de vue électrophysiologique, les 

deux canalopathies précédentes sont dues à un défaut d’inactivation (Hayward et al., 1997) ou à une activation 

accrue (Cummins et al., 1993), qui augmentent par conséquent le flux Na+. En cas de myotonie, une salve de 

PoA dans les myocytes serait responsable de contraction accentuée, pendant que la paralysie serait provoquée 

par une inactivation maintenue des canaux Nav due à une dépolarisation membranaire anormalement stable, ce 

qui rend les fibres musculaires inexcitables (Cannon et al., 1993). La perte de fonction de Nav1.4 peut engendrer 

d’autres canalopathies musculaires telles que les syndromes myasthéniques congénitaux et la myopathie 

congénitale. Dans les cas sévères, elle peut entraîner la mort du fœtus. Autrement, les enfants naissent avec un 

tonus musculaire affaibli mais tout en gardant la capacité à se déplacer indépendamment. Les patients souffrant 

de la myopathie congénitale développent la fatigue musculaire très rapidement avec les épisodes de faiblesse. 

Chez ces patients, la mutation de Nav1.4 a entraîné une augmentation du seuil d’activation de Nav1.4, une 

réduction importante de la densité de courant Na+ ou une absence de courant Na+ (Zaharieva et al., 2015). 

Quant au sous-type Nav1.5, il est le principal du cœur et génère la majorité du courant Na+ des 

cardiomyocytes. Sa place est donc cruciale dans l’excitabilité et la conduction cardiaque. Du fait de cette 

importance, sa mutation est critique pour le bon fonctionnement cardiaque. En effet, elle peut être responsable 

d’arythmie ou de cardiomyopathie (Wilde et al., 2011). Par exemple, le syndrome de Brugada est une maladie 

héréditaire caractérisée par des anomalies de conduction ventriculaire droite causant une arythmie cardiaque. Il 

peut être responsable de fibrillation ventriculaire et de mort subite. Environ 25% de patients souffrant de ce 

syndrome possède les mutations du gène SCN5A menant à une perte de fonction (Kapplinger et al., 2010). Cette 

perte est traduite par une diminution du pic de courant Na+ due à l’augmentation de seuil d’activation ou au 

retour lent de l’état inactivé à l’état activable, ce qui entraîne une diminution du nombre des canaux disponibles 

(Wilde et al., 2011). Le gain de fonction de Nav1.5 entraîne un autre type d’arythmie cardiaque. C’est le cas du 

syndrome de QT long. Ce gain de fonction est dû à l’inactivation incomplète du canal ou au décalage de la courbe 

d’inactivation vers la droite. Dans les deux, cela entraîne un courant Na+ persistant dans les cardiomyocytes, par 

conséquent l’augmentation de l’intervalle QT de l’activité cardiaque. D’un point de vue clinique, les patients 

présentent une tachycardie ventriculaire qui peut être responsable des syncopes cardiaques, voire une mort 

subite (Loussouarn et al., 2016; Wilde et al., 2011). Ainsi, les canaux Nav ont une distribution très large mais 

spécifique dans les cellules excitables (Tableau 2) et présentent une grande importance dans l’excitabilité 

cellulaire.  

 

Les canaux Nav des cellules non excitables 

Les cellules excitables ne sont pas les seuls types de cellules où les canaux Nav y jouent un rôle important. 

Les cellules dites non excitables ne générant pas de PoA expriment également plusieurs isoformes des canaux 

Nav (Tableau 2). Dans ces types cellulaires, les canaux présentent d’autres fonctions que la genèse et la 
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propagation de PoA. 

Au niveau du système nerveux central, certaines cellules gliales telles que les astrocytes, les cellules 

microgliales et les cellules de Müller expriment les canaux sodiques. Il a été rapporté que les astrocytes présentent 

les isoformes Nav1.2, Nav1.3, Nav1.5 et Nav1.6 (Black et al., 1998, 1995; Reese and Caldwell, 1999). Tandis que 

leur niveau d’expression est relativement faible dans les conditions de contrôle, celui de Nav1.5 est fortement 

régulé lors d’une lésion cérébrale. Black et al. ont démontré une surexpression de Nav1.5 dans les astrocytes 

actifs des tissus cérébraux des patients de sclérose en plaque. Des résultats similaires ont été observés dans les 

astrocytes adjacents aux accidents vasculaires cérébraux (Black et al., 2010). L’augmentation de l’expression des 

canaux Nav a également été constatée au niveau des cellules de Müller lors des lésions rétiniennes (Francke et 

al., 1996). Les cellules microgliales, qui sont les macrophages se trouvant dans le système nerveux central, 

expriment Nav1.1, Nav1.5 et Nav1.6 (Black et al., 2009; Craner et al., 2005). Elles contribuent aux réponses 

immunitaires par la phagocytose et la libération des cytokines pro-inflammatoires. Le blocage des canaux Nav par 

la TTX a entraîné une réduction significative de l’activité phagocytaire et de la sécrétion des interleukines 1-⍺	et 

-β. Par ailleurs, les cellules microgliales dépourvues de Nav1.6 ont perdu leur capacité à migrer lors de l’activation 

par l’ATP (Black et al., 2009). Les canaux Nav joueraient donc un rôle important dans l’activité des cellules 

microgliales et leur migration.  

Les canaux Nav sont aussi décrits dans les cellules immunitaires. Les cellules dendritiques expriment Nav1.7. 

Son niveau d’expression est dynamique au cours de la différenciation des cellules dendritiques. Lors de la 

transition des monocytes en cellules dendritiques immatures, le taux de transcrit de Nav1.7 augmente, alors que 

durant le passage vers les cellules dendritiques matures le taux diminue considérablement (Kis-Toth et al., 2011; 

Zsiros et al., 2009). Le traitement des cellules dendritiques à la TTX a entraîné une diminution significative de la 

migration cellulaire et a atténué l’activation des cellules dendritiques (Kis-Toth et al., 2011). Kis-Toth et al. ont 

suggéré que la fonction des canaux Nav est liée au maintien de l’état immature des cellules dendritiques afin 

d’éviter une activation inutile. Les macrophages, un des éléments importants de la défense immunitaire, 

expriment Nav1.5 (Carrithers et al., 2007). Contrairement aux autres cellules, Nav1.5 a été localisé au niveau des 

endosomes tardifs des macrophages et non à la membrane plasmique. Lors de l’activation des macrophages par 

lipopolysaccharides, le blocage de Nav1.5 a réduit la phagocytose d’environ 50%. De plus, l’activation de ce canal 

a provoqué une sortie de Na+ et une entrée de proton dans l’endosome (Carrithers et al., 2007). Ces données 

démontrent l’implication de Nav1.5 dans le processus de phagocytose, en particulier dans l’acidification des 

endosomes.  

 En outre des cellules saines, la présence des canaux Nav est décrite dans les cellules cancéreuses (Tableau 

2). Les courant Na+ dépendants du potentiel ont été détectés dans de nombreux types de cancer tels que cancer 

colorectal, de l’ovaire, du sein, leucémie etc. (Lopez-Charcas et al., 2021). Par exemple, Nav1.5 est l’isoforme 

majeure qui a été identifiée dans le cancer du sein. Son niveau d’expression est particulièrement accru dans les 

tissus cancéreux métastatiques (Fraser et al., 2005). Ceci est en accord avec les résultats obtenus dans les 

lignées cellulaires fortement métastatiques de cancer du sein humain, où la TTX a significativement réduit le taux 

d’invasion (Fraser et al., 2005; Roger et al., 2003). Le taux d’expression de Nav1.5 semble être corrélé avec le 

phénotype invasif et métastatique du cancer, voire la survie des patients (Yang et al., 2012). House et al. a 

rapporté que Nav1.5 a également été identifié comme un élément figurant dans le processus d’invasion du cancer 

colorectal (House et al., 2010). D’autres isoformes comme Nav1.6 et Nav1.7 ont été décrites comme étant 
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corrélées avec la gravité du cancer du col de l’utérus et de la prostate, respectivement, puisque leur taux 

d’expression est élevé dans les tissus cancéreux (Diss et al., 2005; Lopez-Charcas et al., 2018). Par ailleurs, le 

traitement par TTX a diminué le taux d’invasion des cancers (Lopez-Charcas et al., 2018; Yildirim et al., 2012). 

Dans ce contexte cancéreux, les canaux Nav sont globalement liés à la progression de la maladie vers des stades 

plus graves, voire métastatiques. 

Ainsi, les canaux Nav sont fonctionnels et interviennent dans la physiologie et physiopathologie des cellules 

excitables. En outre des cellules mentionnées précédemment, les canaux ont aussi été décrits dans les tissus 

artériels, également composés des cellules non excitables. Ceci sera développé dans la partie suivante.  

 

Tableau 2 : Distribution tissulaire des canaux Nav et leur sensibilité à la TTX 

 

3.2. Les canaux Nav du tissu vasculaire  

Dans cette partie, je fais un bref état des lieux de la littérature sur l’implication des canaux Nav dans la 

fonction vasculaire qui a conduit aux hypothèse de travail de mes travaux de thèse. Il s’agit des études montrant 

l’expression et parfois la fonction des canaux Nav dans les CE, d’une part et dans les CMLV, d’autre part. Ainsi, 

j’ai qualifié ces canaux ioniques, de « vasculaires », avec une distinction pour ceux exprimés dans les CE (canaux 

Nav endothéliaux) et ceux exprimés dans les CMLV (canaux Nav du myocyte). Historiquement, William R Keatinge 

a mis en évidence pour la 1ère fois par électrophysiologie des PoA dans des bandes de muscles lisses de carotides 

de mouton qui pourraient être liés à des canaux Nav de CMLV (Keatinge, 1968). Cependant, si W.R. Keatinge 

 Tissu expression 

Nav subtype (gene) TTX sensitivity (IC50) Excitable  Non excitable  

Nav1.1 (SCN1A) TTX-S (6 nM) CNS Microglia 

Nav1.2 (SCN2A) TTX-S (12 nM) CNS Astrocytes 

Nav1.3 (SCN3A) TTX-S (4 nM) CNS Astrocytes 

Nav1.4 (SCN4A) TTX-S (5 nM) Skeletal muscle  

Nav1.5 (SCN5A) TTX-R (1-2 µM) 
Heart 

(cardiomyocytes) 

Astrocytes 

Microglia 

Macrophages 

Cancer (breast, colorectal, ovarian, 

leukemia) 

Nav1.6 (SCN8A) TTX-S (1 nM) Nodes of Ranvier 

Astrocytes 

Microglia 

Cancer (cervix,  leukemia) 

Nav1.7 (SCN9A) TTX-S (4 nM) PNS 
Dendritic cells 

Cancer (prostate, lung) 

Nav1.8 (SCN10A) TTX-R (60 µM) 
PNS 

(sensory neurons) 
 

Nav1.9 (SCN11A) TTX-R (40 µM) PNS  
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avait montré que les ions Na+ étaient indispensables aux PoA enregistrés, il n’avait pas utilisé le terme de canaux 

Nav et n’a pas pu les bloquer avec de la TTX (~33 µM), ce qui n’exclue pas d’éventuels canaux Nav TTX-R. Environ 

20 ans plus tard, que Sturek et Hermsmeyer décrivent des courants Na+ dépendants du potentiel dans des CMLV 

isolées de la veine azygos de rat, probablement produits par des canaux Nav TTX-R (Sturek and Hermsmeyer, 

1986). En 2015, Rice et al. publient une caractérisation par imagerie, montrant l’expression de canaux Nav dans 

les artérioles cutanées humaines au niveau de l’endothélium et de la media (Gordienko and Tsukahara, 1994). 

Au regard de la littérature, les canaux Nav sont présents à la fois au niveau de l’intima et de la media, et pourraient 

jouer des rôles dans différentes fonctions, telles que la régulation de la vasomotricité, l’angiogénèse et les 

contractions spontanées de l’artère. 

3.2.1. Les canaux Nav dits « endothéliaux » 

Types de 
vaisseaux sanguins 

ou de CE 

Isoformes 
de canaux 

Nav 
Rôle - Fonction Principales observations Références 

CE isolées 
d'artères rénales 

interlobaires (rat); 
HUVEC 

TTX-R ND 
Courants Na+ dépendants du potentiel  

V1/2 activation : -38 mV et V1/2 
inactivation : -82 mV  

(Gordienko and 
Tsukahara, 

1994) 

CE isolées de 
microvaisseaux de 

cœur (rat) 
TTX-S ND 

Courants Na+ dépendants du 
potentiel ; V1/2  activation : -45 mV 

(Walsh et al., 
1998) 

CE isolées de 
veines saphènes 

(Homme)  
Nav1.5 ND 

Courants Na+ dépendants du potentiel; 
V1/2 activation : -30 mV et  
V1/2 inactivation : -75 mV ; 

Identification de SCN5A par RT-PCR; 
canaux Nav détectés par WB et 

histoimmunochimie (Anti-PanNav)  

(Gosling et al., 
1998) 

HUVEC 
Nav1.4 
Nav1.6 

Contrôle de l'activation de la 
voie ERK1/2 par les forces de 

cisaillement 

La TTX potentialise l'activation de la 
voie ERK1/2 par les forces de 

cisaillement, alors que la VTD l'inhibe 

(Traub et al., 
1999) 

HUVEC 
Nav1.5 
Nav1.7 

Rôle dans différents aspects de 
l'angiogenèse déclenchée par le 

VEGF 

Courants Na+ dépendants du potentiel 
; La TTX inhibe la tubulogénèse, la 

migration cellulaire et la prolifération, 
mais stimule l'adhésion; Nav1.5 

module l'activation par le VEGF de la 
voie ERK1/2; Nav1.7 est impliquée 

dans le chimiotaxisme cellulaire 

(Andrikopoulos 
et al., 2011b) 

aorte (souris) Nav1.6 ND Détection immunohistochimique 
(Figueroa et al., 

2007) 

artérioles 
crémastériques 

(souris) 

Nav1.2 
Nav1.6 
Nav1.9 

Vasodilatation dépendante 
d’endothélium 

Détection immunohistochimique; Effets 
vasodilatateurs de la VTD 

(Figueroa et al., 
2007) 

Intima d'artérioles 
cutanées et de 
valves artério-

veineuses 
cutanées humaines  

Nav1.7 ND 
Détection immunohistochimique avec 

des anticorps anti-Nav1.7 
(Frank L. Rice 
et al., 2015) 

ND : non déterminé 

 Tableau 3 : Les canaux Nav endothéliaux 
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Plusieurs publications décrivent l’expression de canaux Nav dans l’endothélium et ceci dans différents types 

de vaisseaux sanguins, cependant peu d’études abordent leur fonction (Tableau 3). Les canaux Nav sont ainsi 

exprimés dans l’endothélium de veine, d’artère de conductance (l’aorte, les artères fémorales) et de résistance 

(la microcirculation cardiaque, les artérioles sous-cutanées et crémastériques). Les études moléculaires ne 

permettent pas de distinguer un sous-type particulier pour l’endothélium, car les deux types de canaux Nav (TTX-

S et TTX-R) ont été mis en évidence. Par exemple, Figueroa et al. ont identifié Nav1.2, Nav1.6 et Nav1.9 dans 

l’endothélium des artères crémastériques de souris, avec une plus forte expression pour Nav1.2 (Figueroa et al., 

2007). L’isoforme cardiaque Nav1.5 a été détectée dans les CE des veines saphènes et ombilicales (HSVEC et 

HUVEC) (Andrikopoulos et al., 2011b; Gosling et al., 1998). Nav1.7 a été détecté dans l’intima des artérioles 

intracutanées humaines, mais l’étude concernée ne fait pas mention de recherche d’autres sous-types (Frank L. 

Rice et al., 2015). En conclusion, des sous-types TTX-S (Nav1.2, Nav1.4, Nav1.6, et Nav1.7) et TTX-R (Nav1.5 et 

Nav1.9) ont été identifiés dans les CE.  

 

Figure 16 : Les canaux Nav endothéliaux comme acteurs de signalisation 

Les canaux Nav sont exprimés dans les CE (ou EC) et exerceraient différents rôles. A) Ils auraient un rôle de 

régulateur négatif des effets du shear-stress sur l’activation de ERK1/2 dans les HUVEC (Traub et al., 1999). B) 

Au contraire, lors de l’activation de l’angiogenèse par le VEGF, ils auraient un rôle potentialisateur (Andrikopoulos 

et al., 2011b). C) Dans les artères crémastériques, leur activation stimulerait les voies de signalisation dilatatrice 

(Figueroa et al., 2007). Dans les trois situations, ils activeraient le NCX en mode d’entrée de Ca2+. 
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La fonctionnalité des canaux Nav endothéliaux a d’abord été mise en évidence par patch-clamp. Les 

courants Na+ dépendant du potentiel ont été enregistrés dans les CE d’artères interlobulaires, de microvaisseaux 

de cœur, d’HSVEC et d’HUVEC (Tableau 3). Cependant, au global, il y a peu de données sur les propriétés 

électrophysiologiques de ces courants. Il apparait que dans les CE de veines, les V1/2 d’inactivation soient très 

négatifs (-75 à -82 mV), et au regard des potentiels de repos (-28 à -38 mV), on peut se poser la question de la 

disponibilité de ces canaux dans les conditions physiologiques (Tableau 3). Il faudrait notamment que la 

membrane soit hyperpolarisée pour qu’ils puissent être activés (Andrikopoulos et al., 2011b; Gosling et al., 1998; 

Traub et al., 1999; Walsh et al., 1998). L’étude de Traub et al. révèle que les canaux Nav des HUVEC interviennent 

comme régulateur négatif de l’activation de la voie ERK1/2 par le shear-stress (Traub et al., 1999). On pourrait 

donc imaginer la possibilité d’une certaine mécanosensibilité des canaux Nav endothéliaux comme cela a été 

démontré dans les cardiomyocytes (Strege et al., 2019). Cependant, il a été montré que la TTX inhibe certains 

aspects de l’angiogenèse (la tubulogénèse, la migration cellulaire et la prolifération) et stimule l'adhésion des 

HUVEC en présence de VEGF (Andrikopoulos et al., 2011b). En fait, cette étude particulièrement étayées, montre 

que contrairement à ce qu’avait montré Traub et al., les canaux Nav endothéliaux potentialiseraient la voie ERK1/2 

activée par le VEGF. Ainsi, ces deux études montrent que les canaux Nav endothéliaux auraient un rôle non 

canonique, d’acteur de signalisation cellulaire. Par ailleurs, la VTD déclenche une vasodilatation des artères 

crémastériques, suggérant le rôle des canaux Nav endothéliaux dans les voies dilatatrices. Il est notable, que ces 

différents rôles des canaux Nav endothéliaux ont été rapportées de façon isolée, c’est-à-dire qu’il n’y a pas d’autres 

études qui les corroborent. Par contre, l’ensemble des études publiées convergent sur l’hypothèse que les canaux 

Nav endothéliaux pourraient influencer la signalisation intracellulaire du Ca2+, en coordination avec les NCX en 

mode d’entrée de Ca2+ (Andrikopoulos et al., 2011b; Gosling et al., 1998; Walsh et al., 1998) (Figure 16) 

 

 

3.2.2. Les canaux Nav des myocytes vasculaires 

 

La mise en évidence de l’expression des canaux Nav dans les CMLV est démontrée par plus d’une vingtaine 

de publications. Ils ont été initialement caractérisés par patch-clamp par Sturek et Hermeyer en 1986. Par la 

suite, des courants Na+ dépendants du potentiel ont été enregistrés dans les myocytes de différents types de 

vaisseaux sanguins, tels que les veines (Tableau 4), les artères de conductance (Tableau 5) et des artères de 

résistance (Tableau 6). Concernant les myocytes de veines, les canaux Nav contribueraient avec les canaux Cav 

à la genèse des PoA (Tableau 4). Les études électrophysiologiques menées sur des cellules dissociées montrent 

des amplitudes de courants variables en fonction du type de veine et les V1/2 d’inactivation se situent autour de -

50 mV. Ces canaux Nav sont soit TTX-S, soit TTX-R, et il n’est pas possible de faire ressortir un sous-type 

particulier pour les veines. 
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Types de veines 
Isoformes 
de canaux 

Nav 

Rôle - Fonction Principales observations Références 

veine azygos (rat) TTX-R 
Contribution à l'activité 
pace-maker avec les 

canaux Cav 

Courants Na+ complètement 
inactivés à -50 mV 

(Sturek and 
Hermsmeyer, 1986) 

veine porte (rat, 
souris) 

Nav1.6 
Nav1.7 

L'activation des canaux Nav 
contribuerait à la 

stimulation des canaux Cav; 
Genèse des PoA 

déclenchés, mais pas des 
PoA spontanés; Couplage 

fonctionnel avec NCX 

Courants Na+ TTX-S; Fixation 
spécifique de la saxitoxine 
radiomarquée, montrant 

l'expression protéique des 
canaux Nav; 

Courants Na+;  
V1/2 activation : +10 mV;  

V1/2 inactivation : -52,5 mV; 
PoA TTX-S; myographie 

montrant des effets 
contracturants de la VTD  

(Mironneau et al., 
1990; Saleh et al., 

2005) 

veines pulmonaires 
(chien) 

Nav1.5 

Genèse des poA; 
contribution à la mise en 

place d'arythmie cardiaque 
avec fibrillation atriale 

faibles densités de courants 
Na+ en comparaison avec 

l'oreillette;  
V1/2 activation : -44 mV;  

V1/2 inactivation : -82 mV; 
courant Na+ persistants 

(Barajas-Martinez et 
al., 2017) 

 

Tableau 4 : Les canaux Nav des myocytes des veines 

 

 

En ce qui concerne les myocytes d’artères, j’ai trouvé intéressant de diviser les différentes études en 

fonction du type de vaisseaux, à savoir, artères de conductance (essentiellement l’aorte et les artères 

pulmonaires, Tableau 5) et les artères avec un TM et/ou une vasomotricité important, telles que les artères de 

résistance (les MA, les artères coronaires et utérines, Tableau 6). Pour les artères de conductance, une 

caractéristique commune qui se dégage des études est que les canaux Nav pourraient être ouverts au repos 

(courant de fenêtre) et contribuer modérément à la dépolarisation du myocyte (régulation du potentiel de repos) 

et ainsi, à l’activité pace-maker, dans des conditions physiopathologiques qui seront abordées un peu plus loin. 

Les amplitudes de courants sont par contre, très variables d’un article à l’autre (quelques dizaines de pA à plus 

d’un nA), les V1/2 d’activation sont souvent proches de -20 mV, et les V1/2 d’inactivation entre -44 mV et -75 mV. 

Ils participeraient surtout au potentiel de repos, mais pas à la genèse de PoA, qui dans les myocytes vasculaires, 

sont médiés par les canaux Cav (Borysova et al., 2018; Hirst et al., 1986; Kotecha and Hill, 2005; Sturek and 

Hermsmeyer, 1986). 
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Types d'artères 
de conductance 

Isoformes de 
canaux Nav 

Rôle - Fonction Principales observations Références 

aorte (rat) 
Nav1.2 
Nav1.5 
Nav1.6 

 Contribution à la réponse 
contractile de l'aorte; 

L'activation des canaux Nav 
contribuerait à la stimulation 

des canaux Cav et/ou des 
NCX; physiopathologie de 

l’aorte 

La VTD induit une vasoconstriction 
qui est potentialisée par le L-

NAME, suggérant la libération de 
NO; Cet effet est abolit par la PZ; 
Les contractions déclenchées par 

de faibles dépolarisations (KCl : 1-
5 mM) sont réduites par la TTX ou 

le KB-R7943 

(Fort et al., 2009; 
Shinjoh et al., 1991) 

aorte (Homme) Nav1.7 

Contribution au potentiel de 
repos et impact sur 

l'activation des canaux Cav; 
migration cellulaire, 

endocytose, sécrétion; 
physiopathologie de l'aorte  

Courants Na+; Courants Na+ 
persistants;  

V1/2 activation : autour de -20 mV; 
V1/2 inactivation : autour -50 mV; 

Courants de fenêtre; Cellules 
dédifférenciées et prolifératives; 

Pas de courant Na+ dans des 
CMLV fraichement dissociées 

(Choby et al., 2000; Cox 
et al., 1998; Meguro et 

al., 2009) 

artères 
pulmonaires 

(lapin) 
TTX-S 

Petite contribution dans le 
potentiel de repos et 

également dans le PoA 

Courants Na+;  
V1/2 activation : -40 mV;  
V1/2 inactivation : -65 mV 

(Okabe et al., 1988) 

artères 
pulmonaires 
(Homme) 

Nav1.2 
Nav1.3 
Nav1.4 
Nav1.7 
Nav1.9 

Contribution au potentiel de 
repos et impact sur 

l'activation des canaux Cav; 
Couplage fonctionnel putatif 

avec NCX; Responsables 
d'une vasoconstriction 

permanente des artères 
pulmonaires; physiopathologie 

(HTA pulmonaire) 

Courants Na+;  
V1/2 activation : -16 à -17 mV;  

V1/2 inactivation : -40 à -75 mV; 
courant de fenêtre; Profil 

d'expression transcriptionnel des 
Nav par RT-PCR; Augmentation de 

l'expression des transcrits chez 
des patients atteints d'HTA 

pulmonaire 

(Jo et al., 2004; 
Platoshyn et al., 2005) 

 

Tableau 5 : Les canaux Nav des myocytes des artères de conductance 

 

 

Pour les artères de résistance, qui se caractérisent par une réactivité vasculaire plus importante, le 

couplage fonctionnel entre les canaux Nav et les NCX a été montré dans les MA et les artères coronaires (Tableau 

6) (Boccara et al., 1999; Ho et al., 2013), donc un rôle indirect sur la régulation de la [Ca2+]i. Ainsi, les canaux 

Nav pourraient permettre d’accentuer la contraction artérielle dans des conditions qui restent à définir. De façon 

intéressante, dans les artérioles, les canaux Nav participeraient aux contractions spontanées (ou « vasomotion ») 

qui notamment peuvent être accentuées dans des conditions d’hypoxie (Virsolvy et al., 2021). 
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Types d'artères 
de résistance 

isoformes 
de canaux 

Nav 
Rôle - Fonction Principales observations Références 

MA  
(souris et rat) 

Nav1.2 
Nav1.3 
Nav1.5 
Nav1.6 
Nav1.7 

Implication dans le couplage 
excitation-contraction du 

myocyte; Couplage fonctionnel 
avec les NCX et les canaux ClCa; 
Ils permettraient d'augmenter le 

niveau des contractions 
artérielles 

Courants Na+; Courants Na+ 
persistants ; Courant de fenêtre 

entre -40 et 20 mV; 
V1/2 activation : -16 mV; 

V1/2 inactivation : -53 mV; 
Contractions induites par la VTD 
partiellement inhibées par la PZ 
et le KBR7943; Colocalisation 

avec les NCX et la pompe 
Na+/K+-ATPase 

(Berra-Romani et 
al., 2005; Ho et al., 

2013) 

artérioles sous-
cutanées 
(Homme) 

Nav1.7 
Hypothèse proposée d'une 
implication dans le tonus 

vasculaire 

Localisation par immunochimie 
de l'expression de Nav1.7 

(Frank L. Rice et al., 
2015) 

artérioles de 
muscle 

squelettique (rat) 
ND 

Participation à la genèse des 
PoA et dans les contractions 

spontanées des artères 
(Vasomotion) 

La TTX altère les PoA; Courants 
Na+ régulés négativement par le 

Ca2+ 

(Ulyanova and 
Shirokov, 2018) 

artères coronaires 
(Homme, patients 

en cours de 
transplantation 

cardiaque; biopsie 
après ischémie) 

TTX-S 

Contribution à la dépolarisation 
des myocytes ; Dédifférenciation 

et prolifération cellulaire; 
Couplage fonctionnel avec les 

canaux Cav et les NCX; 
Physiopathologie de l'artère 

Courants Na+; Courants Na+ 
persistants;  

V1/2 activation : -25 mV;  
V1/2 inactivation : -44 à -46 mV; 
Courants de fenêtre entre -50 et 
-10 mV; preuves expérimentales 

du couplage avec les NCX 

(Boccara et al., 
1999; Quignard et 

al., 1997) 

artères utérines 
(Homme) 

Nav1.2 
Nav1.3 
Nav1.5 
Nav1.7 

Participation aux contractions 
spontanées des artères 

(Vasomotion) en conditions 
d'hypoxie 

La contribution des canaux Nav 
du myocyte n'apparaît que dans 

des conditions hypoxiques  

(Virsolvy et al., 
2021) 

ND : non déterminé 

 Tableau 6 : Les canaux Nav dans le myocyte des artères de résistance 

 

Au niveau moléculaire, les canaux Nav TTX-S (Nav1.2, Nav1.3, Nav1.4, Nav1.6 et Nav1.7) et TTX-R (Nav1.5 

et Nav1.9) ont été mis en évidence et donc là encore, ce n’est pas possible d’affirmer qu’un sous-type particulier 

soit exprimé dans le myocyte vasculaire (Tableau 5 et 6). Concernant les SU β, leur expression dans les artères 

a été beaucoup moins caractérisée. Les transcrits SNC1B-SCN4B ont été identifiés dans l’aorte de rat et les artères 

utérines humaines (Fort et al., 2009; Virsolvy et al., 2021). La média de l’aorte de rat exprime les transcrits de 

SU β1-3 (Fort et al., 2009), alors que les transcrits des SU β1-4 sont détectés dans les artères utérines humaines 

(Virsolvy et al., 2021). Les CMLV cultivées des artères pulmonaires humaines expriment les transcrits SCN1B et 

SCN2B (Platoshyn et al., 2005). Par ailleurs, le rôle de ces SU β dans les cellules vasculaires n’a jamais été 

investigué.  
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Figure 17 : Les canaux Nav du myocyte artériel, des acteurs du couplage excitation-

contraction 

Les canaux Nav sont exprimés dans les myocytes et exerceraient différents rôles. 1) Ils seraient des acteurs du 

couplage stimulation-contraction, en modulant la [Ca2+]i (couplage avec les NCX et les canaux Cav) (Tableau 5 

et 6). 2) Ils interviendraient dans des processus cellulaires, tels que la migration, l’endocytose et la sécrétion 

(Meguro et al., 2009). 3) Les canaux Nav participeraient dans l’induction de contraction spontanée dans les 

conditions d’hypoxie (vasomotion) (Virsolvy et al., 2021).  

 

3.2.3. Les canaux Nav et l’implication physiopathologique 

Si les canaux Nav sont impliqués dans de nombreuses canalopathies, leur implication dans les mécanismes 

physiopathologiques vasculaire restent hypothétiques. Dans les études sur les CMLV dissociées, on retrouve des 

changements phénotypiques des cellules en culture tels qu’une dédifférenciation ou encore un phénotype 

prolifératif (Boccara et al., 1999; Fort et al., 2009; Meguro et al., 2009). Par ailleurs, une augmentation de 

l’expression des canaux Nav et un gain de fonction ont été corrélées à ces changements phénotypiques du myocyte 

de l’aorte, ce qui justifieraient la contribution de ces canaux dans le remodelage et l’hyperplasie (Meguro et al., 

2009). Dans des conditions d’hypoxie, l’étude sur les artères utérines humaines (Virsolvy et al., 2021) est la seule 

qui révèle une augmentation d’activité des canaux Nav en relation avec une augmentation des contractions 

artérielle spontanée. Aucune étude n’a exploré les effets de certains variants des canaux Nav sur la fonction 

vasculaire, comme par exemple des variants conduisant à une perte de fonction ou un gain de fonction du Nav1.5 

qui est exprimé dans le myocyte vasculaire.  
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Au regard de la littérature, il s’avère que les connaissances sur l’expression des canaux Nav dans le tissu 

artériel et sur leur contribution dans la vasomotricité sont incomplètes et contradictoires. De plus, aucune donnée 

n’était disponible au début de ma thèse sur leur statut dans le contexte de l’hypertension artérielle. Dans ce 

contexte, l’objectif de ma thèse a été de préciser l’expression des canaux Nav chez la souris, dans différentes 

artères et notamment dans les CE et CMLV, en caractérisant les différentes isoformes. Nous avons également 

cherché à déterminer la variation de l’expression des canaux Nav dans des conditions physiopathologiques. Étant 

exprimés au niveau des artères, dans l’endothélium, la média, mais aussi dans les terminaisons nerveuses, nous 

avons voulu décrypter l’implication des canaux Nav dans la vasomotricité des artères de résistance, telles que les 

MA, par des approches pharmacologiques. 

Dans un premier temps, le niveau d’expression de chaque isoforme des canaux Nav n’étant pas évalué au 

niveau des artères de souris, nous avons envisagé de réaliser une RT-qPCR avec une méthode de quantification 

absolue sur différentes artères à savoir l’aorte, les MA et les artères fémorales. Cette technique permet de définir 

précisément le nombre de copies de gènes dans une quantité d’échantillon donnée et de comparer le niveau 

d’expression entre les gènes, les artères et les différentes conditions. Les artères étant composées de différentes 

couches, la distribution des canaux Nav peut y être différente. Dans le but de déterminer les isoformes exprimées 

dans les CE et CMLV des MA, la technique d’isolement cellulaire a été réalisée. Dans des conditions pathologiques 

vasculaires comme l’HTA et le vieillissement, les artères sont sujettes au remodelage et l’expression de certains 

canaux ioniques est modulée. Afin d’évaluer la variation de l’expression des canaux Nav dans ce contexte, nous 

souhaitions utiliser un modèle de souris hypertendues par infusion d’AngII et des souris âgées.  

Ensuite, l’expression des canaux Nav dans les différentes couches des MA nous a mené à nous concentrer sur 

leur rôle dans la vasomotricité. À l’aide des techniques de myographie et d’artériographie évaluant la réactivité 

vasculaire, nous avons étudié l’impact de l’activité des canaux Nav sur la vasomotricité des MA par l’utilisation 

des toxines spécifiques de ces canaux, à savoir la VTD (activateur) et la TTX (bloqueur). Cependant, les artères 

sont des organes innervés présentant des terminaisons nerveuses périvasculaires. Afin de s’affranchir des effets 

neuronaux et d’évaluer uniquement les effets des canaux Nav vasculaires, nous avions tenté d’appliquer un 

mélange de substances inhibitrices des neurotransmetteurs. Au niveau des MA de souris, l’étude du rôle des 

canaux Nav dans la vasomotricité nous a permis d’identifier le NCX endothélial en tant que médiateur important 

des effets observés. Pour mieux comprendre le mécanisme de la réponse obtenue, nous avions envisagé de 

réaliser des expériences sur un modèle cellulaire endothélial avec l’utilisation des différentes molécules, 

notamment les inhibiteurs spécifiques des NCX.  

Enfin, cette thèse a pour but de comprendre le rôle des canaux Nav dans la vasomotricité dans des conditions 

physiopathologiques à des échelles tissulaires et cellulaires par des approches pharmacologiques. Cette étude 

pourrait nous permettre d’évaluer les canaux Nav en tant que cible thérapeutique potentielle dans un contexte 

pathologique vasculaire.  

  



    56 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

MATÉRIELS  

et 

 MÉTHODES 



    57 

1. Modèle animal 

Les expériences sur les animaux ont été réalisées en accord avec les directives 2020/63/UE du Parlement 

européen et du Conseil sur la protection des animaux utilisés à des fins scientifiques. Le protocole a été approuvé 

par le Comité d’Éthique de la région Pays de la Loire (APAFIS #24014-202001311653562).  

Dans cette étude, nous avons utilisé des souris C57BL6/J mâles et femelles âgées de 5 à 6 mois. Elles ont 

été hébergées dans des pièces dont la température et l’humidité sont contrôlées, avec un cycle jour/nuit de 

12h/12h. Les animaux ont un accès ad libitum à la nourriture et à l’eau de boisson. 

Le rôle des canaux Nav dans les MA a été étudié principalement sur les souris contrôles. En parallèle, nous 

avons mis en place un modèle d’HTA murin afin d’exploiter la variation transcriptionnelle des canaux Nav entre 

ces différentes conditions 

 

1.1. Modèle d’hypertension artérielle induite par l’angiotensine II 

1.1.1. Préparation des pompes osmotiques 

L’HTA a été induite par une diffusion d’AngII, à l’aide de pompes osmotiques (modèle 2002, 0,5 µL/h, 

Alzet®). La solution d’AngII et la pompe ont été préparées selon le poids de l’animal afin que chacun reçoive une 

dose de 1 mg/kg/jour pendant 14 jours. Pour ce faire, l’AngII (#4006473, Bachem) a été pesée puis dissoute 

dans du NaCl 0,9% stérile. La solution a été injectée à l’aide d’une seringue dans les pompes dans des conditions 

stériles. Les pompes ont ensuite été plongées dans une solution de NaCl 0,9% puis incubées à 37°C toute la nuit. 

Cette étape a pour but d’activer la diffusion passive de l’AngII avant de les implanter chez l’animal.        

1.1.2. Chirurgie d’implantation des pompes osmotiques 

Le lendemain de la préparation des pompes osmotiques, les souris C57BL6/J mâles âgées de 4 mois et 

demi ont été anesthésiées par inhalation d’isoflurane (5% dans la boîte puis 2% dans le masque). Une dose 

d’analgésique (0,1 mg/kg, Temgésic®) a été injectée en sous-cutané afin de prévenir la douleur per- et post-

chirurgicale. Dans un premier temps, la nuque de l’animal a été rasée puis nettoyée avec une solution de 

Bétadine® scrub puis de Bétadine® dermique. Après l’incision de la peau, la peau du dos a été décollée pour 

permettre l’introduction de la pompe osmotique en sous-cutané. La peau incisée a été suturée à l’aide d’un fil de 

suture 5.0 non-résorbable. Les souris ont ensuite été placées dans une couveuse à 28°C pendant le réveil. Pour 

le groupe sham, les animaux ont subi les mêmes gestes chirurgicaux sans l’introduction de la pompe. Au bout de 

14 jours de traitement, les animaux ont été sacrifiés pour le prélèvement des artères d’intérêt. 

 

1.1.3. Mesure de pression artérielle par photopléthysmographie 

La photopléthysmographie (Visitech Systems, BP-2000®) est une technique de mesure non-invasive de la 

PAS (Figure 17). Une contention de la souris a été réalisée à l’aide d’une cage noire métallique placée sur une 

plaque chauffante. La queue de l’animal a été positionnée dans un brassard caudal gonflable et est immobilisée 

avec un ruban adhésif. L’enregistrement de la PAS est composé de 5 premières mesures, permettant d’habituer 
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les animaux, suivies de 15 mesures successives. Chaque mesure a été espacée de 1,5 secondes. Seules les 15 

dernières valeurs ont été prises en compte pour l’évaluation de la PAS. 

Avant l’opération, les mesures ont été réalisées quotidiennement pendant une semaine pour habituer les 

animaux à la mesure de la PA. La semaine suivante, la PAS basale des animaux a été mesurée pendant 5 jours. 

A partir du lendemain de l’opération, les mesures de la PAS ont été prises 5 jours par semaine jusqu’au sacrifice 

(14 jours de traitement). L’évolution de la PAS et la comparaison entre le groupe sham et le groupe AngII ont 

été représentées sous forme de courbes.  

 

Figure 18 : Dispositif de photopléthysmographie adapté pour les souris 

L’image illustre, à gauche, l’unité centrale permettant d’enregistrer les valeurs de la pression artérielle systolique 

et l’unité contrôlant la photopléthysmographie. À droite, les cages de contention sont placées sur une plaque 

chauffante et sont accompagnées d’un manchon gonflable et d’un capteur de pression. 

 

1.2. Sacrifice et prélèvement 

Les souris contrôles (mâles et femelles, 5 mois) ont été sacrifiées par inhalation de CO2 (appareil 

automatisé, TemSega). Plusieurs types artériels tels que l’aorte, les artères fémorales et les MA ont été prélevés. 

Ces différentes artères ont été utilisées pour caractériser l’expression des canaux Nav et des NCX dans les tissus 

artériels et également pour étudier leur implication dans la vasomotricité, en particulier des MA. Il faut noter que 

dans cette étude, nous avons travaillé sur les différents types de MA nommées 1er ordre de MA (FOMA) et artère 

cécocolique (CA) (Figure 18). Elles diffèrent par la zone d’irrigation des intestins. Les FOMA irriguent le jéjunum 

et l’iléon, alors que la CA irrigue le caecum, partie la plus proche du côlon. La CA a un diamètre plus important 

(environ 300 µm) que les FOMA (environ 200 µm).  

Les souris normotendues et hypertendues (mâles, 5 mois) ont été euthanasiées de la même façon et les 

mêmes artères ont été prélevées afin d’étudier la variation transcriptionnelle des canaux Nav.  

Les tissus artériels prélevés ont été placés dans une solution physiologique froide à pH 7,4 (en mM : NaCl 

130 ; KCl 3,7 ; MgSO4(7H2O) 1,2 ; NaHCO3 14,9 ; CaCl2(2H2O) 1,6 ; HEPES 5 ; KH2PO4 1,2 ; D-glucose 11). 

Après avoir retiré la graisse périvasculaire, les artères ont été soit utilisées pour les études de réactivité vasculaire, 

Cage de contention
Capteur
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soit conservées dans un milieu de protection nommé Allprotect tissue reagent (#76405, Qiagen), permettant de 

préserver les protéines et les ARN pour la caractérisation de l’expression des canaux Nav et des échangeurs NCX. 

Les segments artériels ont également été placés à -80°C dans le milieu de cryoconservation OCT (Optimal Cutting 

Temperature, Thermo Fisher Scientific) pour l’étude immunohistochimique.  

Figure 19 : Présentation des artères mésentériques de souris et ses branches 

À gauche, l’image illustre les MA de souris reliées au jéjunum et à l’iléon, après avoir retiré la graisse périvasculaire. 

Les intestins sont sectionnés en aval du duodénum et en amont du caecum. À droite, les deux types de branches 

des MA : l’artère cécocolique (CA) et les MA de 1er ordre (FOMA) sont représentées. Les CA irriguent le caecum, 

et les FOMA irriguent le jéjunum et l’iléon. 

 

2. Isolement des cellules endothéliales et musculaires lisses 

Afin de caractériser les isoformes des canaux Nav dans les CE et les CMLV des MA, un isolement cellulaire 

a été réalisé. Dans un premier temps, deux souris mâles ont été euthanasiées par inhalation de CO2 (appareil 

automatisé, TemSega). L’abdomen de l’animal a été nettoyé soigneusement avec de la Bétadine® scrub, puis de 

la Bétadine® dermique. Après avoir rincé l’excédent de Bétadine avec une solution de NaCl 0,9% stérile, la peau 

de l’abdomen a été incisée avec les instruments stérilisés au préalable. Les MA ont été prélevées puis placées 

dans une coupelle désinfectée contenant du NaCl 0,9% stérile. Après avoir disséqué l’ensemble des MA du premier 

au quatrième ordre, les artères ont été placées dans une solution de digestion enzymatique composée 

d’Endothelial Cell Growth Basal medium 2 (EBM-2, #CC-3156, Lonza) supplémentée de 1000 UI de collagénase 

de type 2. À l’aide de microciseaux désinfectés, les artères ont été découpées en morceaux puis ont été mises en 

douce agitation pendant 45 min dans l’incubateur à 37°C, 5% CO2. Après la digestion, la suspension a été 

dilacérée plusieurs fois à l’aide d’une pipette P1000 jusqu’à ce qu’il n’y ait plus de morceaux d’artères visibles. 

Cette suspension cellulaire obtenue a été filtrée sur un filtre de 30 µm (Miltenyi biotec) puis centrifugée 10 min 

à 300g. Après avoir dénombré les cellules, le culot cellulaire a été resuspendu dans un tampon contenant une 

quantité adaptée de microbilles conjuguées au CD146 (marqueur spécifique des CE) (Microbeads, Miltenyi biotec), 

puis incubé pendant 15 min à 4°C. Les cellules ont été lavées avec du tampon physiologique (PBS, EDTA 2 mM, 

SVF 0,5%, pH 7,2) avant de procéder à la séparation magnétique sur colonne MS (Miltenyi biotec). Lors de la 

séparation magnétique, les cellules non retenues par la colonne MS ont d’abord été récupérées. Après lavage, 

elles ont été ensemencées dans du milieu DMEM/F12 (PAN Biotech) supplémenté de 10% de SVF (Eurobio 
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Scientific) dans un puit de plaque 6 puits. Ces cellules ont été identifiées comme étant les CMLV des MA. Ensuite, 

les cellules retenues par la colonne ont été collectées puis lavées. Elles ont été ensemencées dans un puit de 

plaque 12 puits avec du milieu Endothelial Growth medium-2 (EGM-2, Lonza) supplémenté de 20% de SVF. Les 

cellules marquées par CD146 ont été identifiées comme les CE. Après 48h d’adhésion, les deux types de cellules 

collectées ont été lavés puis laissés en prolifération jusqu’à confluence dans leur milieu adapté (pour les CE : 

EGM-2 avec 5% de SVF ; pour les CMLV : DMEM/F12 avec 10% de SVF) dans l’incubateur à 37°C, 5% CO2. Après 

10 à 13 jours de croissance, les ARN des cellules ont été extraits pour une analyse transcriptionnelle.      

 

Gènes Numéro d’accession Protéines Fournisseurs Vecteurs 

Scn1a NM_018733.2 Nav1.1 GeneCust pUC57 

Scn2a NM_001099298.2 Nav1.2 Promega pGEMTEasy 

Scn3a NM_018732.3 Nav1.3 Promega pGEMTEasy 

Scn4a NM_133199.2 Nav1.4 GeneCust pUC57 

Scn5a NM_021544.4 Nav1.5 Promega pGEMTEasy 

Scn8a NM_001077499.2 Nav1.6 GeneCust pUC57 

Scn9a NM_001290674.1 Nav1.7 New England BioLabs pMiniT2.0 

Scn10a NM_001205321.1 Nav1.8 Promega pGEMTEasy 

Scn11a NM_011887.3 Nav1.9 Promega pGEMTEasy 

Scn1b NM_011322.3 Navβ1 Genomics pCMV-SPORT6 

Scn2b NM_001014761.2 Navβ2 Genomics pYX-Asc 

Scn3b NM_178227.4 Navβ3 Genomics pCMV-SPORT6 

Scn4b NM_001013390.2 Navβ4 Genomics pCR4-TOPO 

Slc8a1 NM_001112798.2 NCX1 Genomics pYX-Asc 

Slc8a2 NM_148946.2 NCX2 Genomics pYX-Asc 

Slc8a3 NM_080440.3 NCX3 Genomics pYX-Asc 

Nos3 NM_008713.4 eNOS GeneCust pUC57 

Desmin NM_010043.2 Desmin GeneCust pUC57 

 

Tableau 7 : Liste des vecteurs plasmidiques utilisés pour la RT-qPCR absolue 

 

3. Etude moléculaire par RT-qPCR avec une méthode de 
quantification absolue 

À partir des tissus artériels prélevés et conservés dans le Allprotect tissue reagent (Qiagen) à -20°C, les 

ARN ont été extraits par broyage tissulaire avec du Qiazol (#79306, Qiagen), du chloroforme (Sigma-Aldrich) et 

le miRNeasy Micro Kit (#74004, Qiagen), selon les recommandations du fabricant. Les ARN des différents modèles 

cellulaires tels que les cellules primaires isolées des MA et Mile Sven 1 (MS1, lignée de CE microvasculaires des 

îlots de Langerhans de souris, ATCC©) ont également été extraits utilisant les mêmes réactifs. Une quantité 

comprise entre 300-500 ng a été transformée en ADN complémentaire (ADNc) avec le QuantiTect Reverse 

Transcription Kit (#205314, Qiagen). La PCR quantitative en temps réel a été réalisée avec 6 ng d’ADNc/point en 

utilisant le SYBR select master mix (#4472908, Applied Biosystems) sur le Light cycler 480 (Real Time PCR 
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system). Pour pouvoir quantifier le nombre de copies, les vecteurs plasmidiques spécifiques à chaque gène et 

dont on connaît la taille en pb ont été utilisés. Les concentrations des vecteurs comprises entre 2*10-5 et 2*102 

amol/µL ont été utilisées afin d’établir les gammes étalons pour chaque gène. Le nombre précis de copies pour 

chaque quantité de vecteur a été calculé grâce à la formule suivante (Lee et al., 2006) :  

 

ADN	(copie) = 	
6,02 × 10!"(copie. mol#$) × 	quantité	d%ADN(g)

Taille	d%ADN(pb) × 	660	(g. mol#$. pb#$)
 

 

Ainsi, les courbes de Ct (cycle threshold) en fonction de nombre de copies ont été établies pour chaque 

gène. Celles-ci ont été utilisées pour déterminer le nombre de copies d’un gène se trouvant dans les échantillons 

(Lee et al., 2006). Les vecteurs plasmidiques possédant les inserts ont été commandés chez différents 

fournisseurs (Tableau 5). La liste des oligonucléotides utilisés est représentée dans le tableau 6.  

 

Gènes Numéro d’accession Protèines Amorces sens (5'-3') Amoces anti-sens (5'-3') 

scn1a NM_018733.2 Nav1.1 ttgcaaggggcttctgttta aggtccacaaactccgtcac 

scn2a NM_001099298.2 Nav1.2 gggttgcatatggtttccaa cccaaggcatttgcagtta 

scn3a NM_018732.3 Nav1.3 tcctcagtagtggtgctttgg gatgtaagtgaagactttgtcagca 

scn4a NM_133199.2 Nav1.4 gaaaaccatcacggtcatcc tccgagagctttttcacagac 

scn5a NM_021544.4 Nav1.5 gccagatctctatggcaacc ttgcccttattcagcacgat 

scn8a NM_001077499.2 Nav1.6 ctggtgctggttggacttc gcccagggcattagctataa 

scn9a NM_001290674.1 Nav1.7 gctgagcctatcaatgcaga acttggcagcatggaaatct 

scn10a NM_001205321.1 Nav1.8 tgggtagcttatggcttcaaa ctatgaggcttgtgagggaga 

scn11a NM_011887.3 Nav1.9 ttcataatgtgtggcaactgg ttattgcacgtggaaccatc 

scn1b NM_011322.3 Navβ1 tgctacaagaagattgctgctg aatggccaggtattctgagg 

scn2b NM_001014761.2 Navβ2 caggagtgtaacaattgcacaga gggttccctgagaactccac 

scn3b NM_178227.4 Navβ3 cccctagcttctctagtgctca ctgtctccgagggtacttctaca 

scn4b NM_001013390.2 Navβ4 tgaagaagacccgagagaaga acccgttctctgtgttgtca 

slc8a1 NM_001112798.2 NCX1 ccatcctaggcgagcaca tcgtcttcttaatgagtttgtcca 

slc8a2 NM_148946.2 NCX2 cattacgaggatgcttgtgg catcatccactatcttgacctga 

slc8a3 NM_080440.3 NCX3 ggaagccatcactgttagtgc tgcatgacgtagtcaaagcag 

nos3 NM_008713.4 eNOS ccagtgccctgcttcatc gcagggcaagttaggatcag 

desmin NM_010043.2 Desmin gccacctaccggaagctact gcagagaaggtctggataggaa 

 

Tableau 8 : Liste des amorces nucélotidiques utilisées pour la RT-qPCR absolue 

4. Immunohistochimie  

4.1. Western blot 

Afin de vérifier l’expression protéique de NCX1 des cellules Mile Sven 1 (MS1, #CRL-2279, ATCC©), les 

protéines de cette lignée cellulaire ont été extraites avec du tampon RIPA froid à pH 8 (Tris-HCl 50 mM, NaCl 150 

mM, Na deoxycholate 12 mM, SDS 0,1%, Triton X-100 1%) supplémenté d’un cocktail d’inhibiteurs de protéases 

et d’EDTA (1:100, #87786, Thermo Fisher Scientific). Après avoir laissé le tampon d’extraction agir pendant 30 
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min à 4°C, l’homogénat a été centrifugé à 14 000 g pendant 20 min à 8°C. Les protéines présentes dans le 

surnageant ont été quantifiées à l’aide du Micro BCA Protein Assay Kit (Thermo Fisher Scientific). Les échantillons 

de 10 ou 30 µg de protéines ont été préparés dans une solution de Laemmli diluée au 1/5ème. Après la dénaturation 

pendant 5 min à 90°C, les protéines ont été déposées et migrées sur un gel de polyacrylamide 10% puis 

transférées sur une membrane de nitrocellulose. La présence des protéines a été vérifiée à l’aide d’une solution 

de rouge Ponceau. La membrane a été rincée trois fois avec une solution de TBS-Tween 0,1% puis a été saturée 

pendant 1h30 dans une solution de TBS-Tween 0,1% contenant BSA 5%. Ensuite, la membrane a été incubée 

pendant une nuit à 4°C avec l’anticorps primaire anti-NCX1 obtenu chez le lapin (1/500, #ANX-011, Alomone) 

ou anti-HSC70 obtenu chez la souris (1/10000, #SC-7298, Santa Cruz), utilisée comme témoin de charge. 

L’anticorps secondaire a été incubé pendant 1h, puis les protéines ont été révélées à l’aide du kit Pierce ECL 

Western Blotting Substrate (Thermo Fisher Scientific). La révélation des membranes a été effectuée par l’appareil 

de lecture LAS-3000 Imaging System.  

 

4.2. Immunomarquage 

Pour localiser les canaux Nav et les NCX1 dans les différentes tuniques artérielles, un immunomarquage a 

été réalisé. Les artères cryoconservées dans l’OCT ont été coupées transversalement avec une épaisseur de 10 

ou 12 µm à -25°C à l’aide d’un Cryostat (Leica). Les coupes d’artères ont été placées sur des lames SuperFrost 

Plus. Après avoir séché les lames 20 min à température ambiante, les coupes ont été réhydratées avec 500 µL 

de PBS pendant 10 min. Les coupes d’artères ont été perméabilisées avec 200 µL de PBS-BSA 10%-Triton 0,1% 

pendant 40 min, puis ont été saturées avec 200 µL de PBS-BSA 10% pendant 40 min. Les anticorps primaires 

dirigés contre les canaux Nav (anti-PanNav obtenu chez le lapin, 1/200, #ASC-003, Alomone Labs) ou le NCX1 

(anti-NCX1 obtenu chez la souris, 1/500, #R3F1, Swant) ont été incubés toute la nuit à 4°C à l’abri de la lumière. 

Les anticorps anti-CD31 couplé au FITC (1/50, #10-0311-85, eBiosciences) et le DAPI (1/500, Molecular probes, 

Invitrogen) ont été utilisés pour localiser respectivement l’endothélium et les noyaux. Après plusieurs lavages au 

PBS, les coupes d’artères ont été incubées avec l’anticorps secondaire conjugué Alexa Fluor 568 anti-lapin (1/200, 

#A10042, Invitrogen) ou anti-souris (1/200, #A11004, Invitrogen) pendant 3h à 4°C à l’abri de la lumière. Après 

le lavage, les coupes d’artères ont été montées entre lame et lamelle avec une goutte de milieu de montage 

Fluoromount G (#F4686, Sigma-Aldrich Merck) et ont été laissées pour sécher pendant 1h à l’abri de la lumière. 

La révélation a été effectuée à l’aide d’un microscope confocal Nikon Eclipse TE2000-S. L’acquisition des images 

a été réalisée par le logiciel Metamorph. Afin de vérifier la spécificité de l’immunomarquage, un contrôle négatif 

de la fluorescence a été réalisé sans les anticorps primaires.  

 

5. Étude de la réactivité vasculaire des artères 

5.1. Myographie 

La myographie permet d’évaluer les forces contractiles induites par les segments d’artères en réponse à 

des molécules pharmacologiques. Pour réaliser cette technique, les deux types de MA, à savoir les FOMA et la CA 

ont été prélevés à partir des souris C57BL6/J mâles et femelles âgées de 5 mois. Après avoir disséqué le tissu 
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adipeux périvasculaire, les segments d’artères de 2 mm ont été montés entre 2 fils de Tungstène de 40 µm de 

diamètre dans une cuve du myographe contenant 5 mL de solution physiologique (en mM : NaCl 130 ; KCl 3,7 ; 

MgSO4(7H2O) 1,2 ; NaHCO3 14,9 ; CaCl2(2H2O) 1,6 ; HEPES 5 ; KH2PO4 1,2 ; D-glucose 11) avec un pH maintenu 

à 7,4 grâce au bullage (pO2 160 mmHg et pCO2 37 mmHg) (Figure 19.A). Le myographe est relié, d’un côté, à 

un micromètre permettant d’étirer les artères jusqu’à les aplanir afin d’appliquer une tension sur celles-ci et, de 

l’autre côté, à un transducteur de force permettant de mesurer la force contractile générée par les artères. Après 

avoir stabilisé la température du milieu à 37°C grâce à la plaque chauffante, les artères ont été prétendues de 

façon progressive jusqu’à 90 mmHg, puis laissées se stabiliser pendant 40 min. Le niveau de contraction maximale 

de chaque segment d’artère a été évalué par une solution riche en KCl (même composition que solution 

physiologique sauf NaCl 55,8 mM et KCl 78,8 mM) supplémentée de 3 µM de Phe (#P6126, Sigma-Aldrich). Afin 

de vérifier l’intégrité de l’endothélium, les artères ont été stimulées par la Phe (2 µM) puis Ach (2 µM, #A6625, 

Sigma-Aldrich) induisant une relaxation. Les artères ayant une vasorelaxation inférieure à 80% ont été exclues 

des résultats. 

 

Figure 20 : Dispositif pour l’étude par myographie des petites artères et le protocole 

expérimental 

(A) L’image illustre un segment d’artère mésentérique de souris montée dans une cuve du myographe placée sur 

une plaque chauffante. Le segment d’artère est monté entre deux fils de tungstène dont l’un est relié au 

transducteur de force et l’autre au micromètre permettant d’écarter la lumière de l’artère. La cuve contient une 

solution physiologique oxygénée et carbogénée par bullage avec un mélange de O2 et CO2 pour maintenir à pH 
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7,4. (B) Diagramme représentant le protocole expérimental. Ach : acétylcholine, Phe : phényléphrine, VTD : 

vératridine. 

 

Pour caractériser le rôle des canaux Nav dans le tonus vasculaire, les FOMA et CA ont d’abord été 

contractées à environ 50% de la contraction maximale par un analogue du thromboxane A2, U46619 (15-90 nM, 

#16450, Cayman Chemical), puis elles ont été stimulées par 30 µM de VTD (activateur des canaux Nav, #SC-

201075, Santa Cruz) (Figure 19.B). Dans un premier temps, ce protocole a été réalisé en présence des différents 

antagonistes : la prazosine (PZ, 1 µM, antagoniste des ⍺1-adrenocepteurs, #P7791, Sigma-Aldrich), l’atropine 

(AP, 100 nM, antagoniste des récepteurs muscariniques, #A0257, Sigma-Aldrich) et/ou la suramine (SUR, 100 

µM, antagoniste des récepteurs P2Y, #S2671, Sigma-Aldrich), afin d’inhiber les effets de la noradrénaline, de 

l’Ach et de l’ATP libérés par les terminaisons nerveuses périvasculaires lors de l’application de la VTD. Les artères 

ont été pré-incubées avec ces antagonistes pendant 20 min avant la stimulation à la VTD. Dans un second temps, 

pour étudier les effets de la VTD observés au niveau des CA, le protocole a été réalisé en présence de L-NNA (20 

µM, inhibiteur de NO synthase, #N5501, Sigma-Aldrich), de KB-R7943 (10 µM, inhibiteur des échangeurs NCX, 

#K4144, Sigma-Aldrich) ou de SEA0400 (1 et 10 µM, inhibiteur sélectif de NCX1, #SML2054, Sigma-Adrich). La 

TTX (bloqueur spécifique des canaux Nav, #L8503, Latoxan) a été utilisée soit en pré-incubation, soit en 

application aigüe pour confirmer les effets de l’activation des canaux Nav. 	

 

5.2. Artériographie 

L’artériographie est une technique permettant d’évaluer la réactivité vasculaire en réponse à des variations 

de flux ou de pression dans une configuration physiologique des artères. La cuve d’artériographie est équipée 

d’un moniteur et d’un système d’analyse d’images permettant de mesurer le diamètre interne de l’artère (Henrion 

et al., 1997) (Figure 20). Ici, nous avons évalué la dilatation des artères en réponse aux flux croissants à une 

pression constante de 75 mmHg. Les FOMA et CA ont été prélevées à partir des souris C57BL/6J de 5 mois mâles 

et femelles (Figure 18), puis la graisse périvasculaire a été retirée. Chaque extrémité des artères a été canulée 

sur des micropipettes de verre placées dans la cuve d’artériographie, formant un circuit fermé. En amont de 

l’artère, la pompe 1 régule le volume entrant dans l’artère et générant un flux. En aval de l’artère, la pompe 2 

contrôle le volume sortant. Ces deux pompes sont reliées au système de servo-contrôle maintenant la pression 

à 75 mmHg tout au long du protocole (Figure 20). Dans la cuve d’artériographie, les segments d’artère ont été 

plongés dans un bain de 10 mL de solution physiologique à 37°C (en mM : NaCl 130 ; KCl 3,7 ; MgSO4(7H2O) 

1,2 ; NaHCO3 14,9 ; CaCl2(2H2O) 1,6 ; HEPES 5 ; KH2PO4 1,2 ; D-glucose 11) avec un pH maintenu à 7,4 grâce 

au bullage (pO2 160 mmHg et pCO2 37 mmHg). L’intégrité de chaque artère a été évaluée par application de la 

Phe (1 µM) puis de l’Ach (1 µM). Les artères développant une dilatation inférieure à 80% en réponse à l’Ach n’ont 

pas été prises en compte dans les résultats.  

Pour évaluer la capacité dilatatrice en réponse au flux, les artères ont été contractées avec 1 µM de Phe. 

Après la stabilisation de la contraction, un flux croissant allant de 3 µL/min à 50 µL/min a été appliqué avec une 

durée de 2-3 min pour chaque valeur de flux. Ce protocole a également été réalisé en présence de TTX pour 

étudier l’implication des canaux Nav dans la DFD. Pour ce faire, les artères ont été pré-incubées avec 1 µM de 

TTX pendant 10 min avant l’application du flux. À la fin de chaque expérience, la contraction avec une solution 
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riche en KCl (80 mM) a été évaluée. Ensuite, les artères ont été placées dans une solution physiologique sans 

calcium (CaCl2(2H2O) remplacée par 2 mM d’EGTA) supplémentée de nitroprussiate de sodium (10 µM, #71778, 

Thermo Fisher Scientific) et de papavérine (100 µM, P3510, Sigma-Aldrich). Les valeurs croissantes de la pression 

(10 à 120 mmHg) ont été appliquées en absence du flux afin de déterminer le diamètre passif de chaque artère, 

correspondant au diamètre maximal de l’artère pour les pressions imposées.   

 

Figure 21 : Représentation schématique simplifiée de la configuration expérimentale pour 

l’artériographie 

Le schéma illustre un segment d’artère monté entre deux micropipettes de verre dans une cuve d’artériographie, 

formant un circuit fermé. Les micropipettes sont reliées aux tuyaux puis aux pompes 1 et 2. Les capteurs (C1 et 

C2) placés sur les tuyaux mesurent la pression. La solution physiologique est maintenue à 37°C et à pH 7,4 par 

un bullage. Une loupe reliée à une caméra enregistre la variation du diamètre de l’artère. 

 

6. Dosage du Ca2+ intracellulaire par le Fura-2-AM 

Pour l’étude de la signalisation Ca2+, nous avons utilisé deux modèles cellulaires : 1) CE mésentériques 

primaires de C57BL/6 (#M1168, Cell biologics) et 2) la lignée cellulaire endothéliale MS1 (#CRL-2279, ATCC©) 

qui sont des CE issues de la microcirculation des îlots de Langerhans de souris. Les CE mésentériques primaires 

ont été cultivées dans le milieu adapté recommandé par le fournisseur (#M1168, Cell Biologics) et les cellules 

MS1 ont été cultivées dans un milieu DMEM/F12 (#P04-41550, PAN Biotech) supplémenté avec 10% de sérum 

de veau fœtal (#CVFSVF00-01, Eurobio Scientific), 1% de pénicilline/streptomycine (#P06-07100, PAN biotech) 

et 1% de L-glutamine (#P04-80100, PAN Biotech) dans un incubateur à 37°C et 5% de CO2. Lors des passages 

et pour l’utilisation des cellules, une solution de trypsine/EDTA a été utilisée pour décoller les cellules. Les cellules 

ont été ensemencées dans une microplaque noire à fond plat transparent de 96 puits (Corning®, Costar). 9 000 

cellules de CE mésentériques primaires et 20 000 cellules de MS1 ont été déposées dans 100 µL de milieu adapté 

par puit. La microplaque ensemencée a été incubée pendant 24h à 37°C, 5% de CO2, temps nécessaire pour 

l’adhésion cellulaire. 
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Pour procéder au dosage de la mobilisation Ca2+ cytoplasmique, une sonde Ca2+ fluorescente ratiométrique 

Fura-2-acétoxyméthyl ester (Fura-2-AM, #F1201, Invitrogen) a été utilisée. Les cellules ont d’abord été lavées 

avec le tampon Ca2+ puis incubées avec le tampon Fura (Fura-2-AM 5 µM et acide pluronique 0,02% dissous dans 

le tampon Ca2+) pendant 1 h à température ambiante et à l’abri de la lumière. Après avoir lavé 2 fois les cellules, 

elles ont été incubées dans le tampon Ca2+ pendant 45 min à température ambiante et à l’abri de la lumière afin 

de procéder la desestérification complète du Fura-2-AM en Fura-2. Ensuite, afin d’évaluer la variation de la [Ca2+] 

cytoplasmique, la microplaque a été introduite dans la FlexStation® 3 Benchtop Multi-Mode Microplate Reader 

(Molecular Devices). Les cellules ont été excitées aux longueurs d’ondes 340 et 380 nm. L’émission de la 

fluorescence a été enregistrée à 510 nm pendant 180 sec avec 0,25 Hz de fréquence d’acquisition par le logiciel 

de SoftMax Pro 5.4.1 (Molecular Devices). Les cinétiques de la fluorescence du Fura-2 sont représentées grâce 

au ratio de l’émission de fluorescence (lex 340 nm/lex 380 nm). Pour étudier les effets de l’activation des canaux 

Nav, 1 et 10 µM de BTX (#L8301, Latoxan) et de PbTX (fournie par Andréa Bordelais d’University of North Carolina 

Wilmington) ont été automatiquement injectés dans les puits après 30 sec de lecture. Afin de mimer l’activation 

de la voie du NO, les cellules ont été stimulées par l’Ach (de 0,1 nM à 10 µM). Pour étudier les effets de l’inhibition 

des NCX, les deux inhibiteurs de NCX : KB-R7943 (10 µM) et SN-6 (10 µM) ont été co-injectés avec l’Ach. La 

stimulation des cellules par l’Ach a également été réalisée dans un tampon appauvri en Na+ (Low Na+ buffer) ou 

dépourvu de Ca2+ (Ca2+ free buffer) (Tableau 7). Afin de vider le stock interne de Ca2+ du réticulum 

endoplasmique, les cellules ont été pré-incubées avec la thapsigargine (5 µM, inhibiteur de pompe SERCA, 

#586005, Calbiochem) pendant 15 min avant l’injection de l’Ach. L’AP (1 µM) a été utilisée pour valider la 

spécificité de la réponse à l’Ach. L’ensemble des expériences a été réalisé en triplicata et répété 3 fois.  

 

Tampon Ca2+ 

 

« Low Na+ buffer » 

 

« Ca2+ free buffer » 

Molécules Concentration (mM) Molécules Cocnetration (mM) Molécules Cocnetration (mM) 

KCl 5,33 KCl 5,33 KCl 5,33 

KH2PO4 0,41 KH2PO4 0,41 KH2PO4 0,41 

NaCl 137,93 
Chlorure de 

choline 
137,93 NaCl 137,93 

Na2HPO4-

7H2O 
0,34 

Na2HPO4-

7H2O 
0 

Na2HPO4-

7H2O 
0,34 

D-Glucose 5,56 D-Glucose 5,56 D-Glucose 5,56 

CaCl2 2,50 CaCl2 2,50 EGTA 2,50 

MgCl2 1,00 MgCl2 1,00 MgCl2 1,00 

Hepes 5 Hepes 5 Hepes 5 

BSA 0,5 (%) BSA 0,5 (%) BSA 0,5 (%) 

 

Tableau 9 : Composition des tampons utilisés pour le dosage du Ca2+ intracellulaire 

De gauche à droite, les tableaux illustrent la composition des 3 tampons utilisés : tampon Ca2+ (tampon de 

contrôle), tampon Ca2+ appauvri en Na+ (Low Na+ buffer) et tampon sans Ca2+ (Ca2+ free buffer). La concentration 

des molécules sont représentées en mM sauf pour la BSA (%) 
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7. Analyses statistiques 

Les données sont représentées en moyenne ± SEM (Standard error of the mean). Les courbes et les 

histogrammes ont été établis à l’aide du logiciel GraphPad PRISM (version 8.0). L’analyse statistique a été réalisée 

à l’aide du même logiciel. La normalité de la distribution des résultats a été évaluée grâce au test de Shapiro-

Wilk. La significativité entre les différents groupes ou les différentes conditions a été évaluée par des tests 

paramétriques ou non paramétriques, selon si les données obtenues suivaient une distribution normale. L’analyse 

entre deux groupes a été effectuée grâce au test t (test paramétrique, résultats appariés ou non appariés), au 

test de Wilcoxon (test non paramétrique pour les résultats appariés) ou au test de Mann-Whitney (test non 

paramétrique pour les résultats non appariés). La comparaison multiple a été réalisée grâce au test de Kruskal-

Wallis (pour les résultats non appariés) ou au test de Friedman (pour les résultats appariés) suivi d’un test de 

Dunn. Une valeur de p inférieure à 0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les symboles 

suivants signifient : ns non significatif, * p<0,05, ** p<0,01, *** p<0,001, **** p<0,0001.   

  



    68 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

RÉSULTATS  

  



    69 

1. Étude n°1 : Contribution des canaux Nav dans le tonus 
vasculaire et leur remodelage transcriptionnel dans les 
modèles physiopathologiques 

L’expression des canaux Nav a été décrite dans la littérature dans différents types d’artères et dans des 

espèces différentes, à savoir l’aorte (Homme, rat, souris, lapin et boeuf), les artères pulmonaires (Homme), les 

artères fémorales (rat), les artères coronaires (Homme), les artères crémastériques (souris), les artérioles 

cutanées (Homme), les artères utérines (Homme) et les MA (rat) (Andrikopoulos et al., 2011b; Bocquet et al., 

2010; Fort et al., 2009; Meguro et al., 2009; Traub et al., 1999; Platoshyn et al., 2005; Jo et al., 2004; Bocquet 

et al., 2010; Figueroa et al., 2007; Frank L Rice et al., 2015; Virsolvy et al., 2021; Ho et al., 2013). En outre, 

l’identification précise de leurs isoformes a été rapportée pour les CE et les CMLV à l’aide des techniques de RT-

PCR ou RT-qPCR relative, voire de l’immunomarquage. Par exemple, les transcrits SCN5A, 8A et 9A ont été 

détectés dans les CMLV des artères pulmonaires humaines par RT-PCR (Jo et al., 2004). Le transcrit codant 

Nav1.7 a été identifié dans les CMLV de l’aorte à la fois chez l’Homme et chez le lapin (Meguro et al., 2009). Quant 

aux CE, les isoformes Nav1.2, 1.6 et 1.9 ont été mises en évidence dans les artères crémastériques de souris 

(Figueroa et al., 2007) et l’isoforme Nav1.7 dans les artérioles cutanées humaines par immunohistochimie (Frank 

L Rice et al., 2015). Les canaux Nav exprimés dans les cellules vasculaires se sont avérés fonctionnels. En effet, 

plusieurs études électrophysiologiques ont enregistré les courants Na+ supprimés par la TTX dans les CMLV des 

artères pulmonaires, des artères coronaires, de l’aorte, des MA, des artères utérines (Berra-Romani et al., 2005; 

Boccara et al., 1999; Cox, 2005; Jo et al., 2004; Meguro et al., 2009; Okabe et al., 1988; Platoshyn et al., 2005; 

Quignard et al., 1997; Virsolvy et al., 2021, 2015) et dans les CE des artères interlobaires rénales et des 

microvaisseaux cardiaques (Gordienko and Tsukahara, 1994; Walsh et al., 1998).  

Au début de ma thèse, quelques études ont démontré l’implication des canaux Nav dans la contractilité des 

artères de conductance comme l’aorte et les artères fémorales chez l’Homme et chez le rat (Bocquet et al., 2010; 

Fort et al., 2009; Ho et al., 2013; Shinjoh et al., 1991; Virsolvy et al., 2015). Cependant, très peu de données 

concernant les artères de résistance ont été publiées. Seuls deux articles ont suggéré un potentiel rôle 

physiologique des canaux dans la résistance périphérique, sur la base de la réactivité à la VTD. En revanche, les 

auteurs ont observé des effets différents de la toxine, à savoir une vasodilatation des artères crémastériques de 

souris et une vasoconstriction des MA de rat (Figueroa et al., 2007; Ho et al., 2013).  

Ces réponses différentes nous ont menés à étudier le rôle précis des canaux Nav dans la vasomotricité des 

artères de résistance. Par ailleurs, les MA de souris, qui sont un modèle adéquat des artères de résistance, n’ont 

jamais été exploitées dans ce contexte. Dans cette première étude, nous avons donc voulu caractériser 

l’expression des canaux Nav dans plusieurs types d’artères de souris, notamment les MA. Les modèles cellulaires 

des CE et les CMLV ont également été explorés afin de déterminer la distribution des canaux Nav à l’échelle 

cellulaire au sein des MA. Ensuite, dans le but d’approfondir le rôle de ces canaux dans la vasomotricité, nous 

avons étudié l’impact de la TTX sur le tonus vasculaire.  

Enfin, Meguro et al. ayant publié que l’expression du sous-type Nav1.7 est augmentée dans un modèle 

d’hyperplasie intimale aortique (Meguro et al., 2009), l’hypothèse de leur implication dans la mise en place de 

mécanismes physiopathologiques a alors été émise. Nous avons donc envisagé de caractériser d’éventuelles 

variations de la transcription des gènes des canaux Nav dans les artères des modèles murins physiopathologiques 
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d’HTA et de vieillissement. Cette étude est présentée sous la forme d’un article suivi de quelques résultats 

supplémentaires. 
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Abstract 13 

Voltage-gated sodium (Nav) channels are expressed in both endothelium and media of arteries and their 14 

implication has been suggested in vasomotor control. However, their functions are not understood in physiological 15 

and pathological conditions. Here, Nav channels were immunolocalized in endothelium and media of mesenteric 16 

arteries (MA) and aorta, in which Scn2a, Scn1b and Scn2b were the most abundant transcripts measured by 17 

absolute RT-qPCR. We investigated the role of Nav channels in vascular tone of MA. The Nav channel blocker, 18 

tetrodotoxin (TTX) suppressed U46619-induced contraction and potentiated flow-mediated dilation response of 19 

isolated MA, indicating the contribution of Nav channels of myocytes to contractile responses. In aorta, the 20 

expression of Scn2a was decreased by 5-fold in angiotensin II-induced hypertensive mice and by 2.5-fold during 21 

aging compared to controls. In aorta from hypertensive mice, Scn1b and Scn2b transcription decreased by 2-fold 22 

and 3.3-fold, respectively. In MA, we only observed an increase of Scn2b expression level by 3.7-fold in old mice 23 

compared to young mice. In conclusion, our data evidence a contribution of Nav channels in vascular tone and in 24 

shear stress mechanosensing. Moreover, the transcriptional changes of Navα and Navβ subunit genes in aorta in 25 

hypertension and aging models suggest their involvement in the pathomechanism of vascular dysfunction.  26 

 27 
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Highlights 30 

• Voltage-gated Na+ channels are expressed in endothelium and media of arteries.   31 

• Voltage-gated Na+ channels contribute to vascular tone of murine resistance arteries. 32 

• Voltage-gated Na+ channels are involved in shear stress mechanotransduction.  33 

• Scn2a expression is downregulated in aorta from hypertensive and old mice. 34 

 35 

Abbreviations 36 

Ach, acetylcholine; AP, atropine; CA, cecocolic arteries; EC, endothelial cells; FOMA, first-order mesenteric 37 

arteries; MA, mesenteric arteries; Nav channels, voltage-gated Na+ channels; Phe, phenylephrine; PZ, prazosin; 38 

VSMC, vascular smooth muscle cells; VTD, veratridine; SUR, suramin; TTX, tetrodotoxin. 39 

 40 

Introduction 41 

Voltage-gated Na+ (Nav) channels are members of the voltage-gated ion channel superfamily, consisting in 42 

a pore-forming α-subunits (Nav1.1-9) encoded by 9 distinct genes (Scn1a-5a, Scn8-11a) with one or two auxiliary 43 

subunits (Navβ1-4) encoded by four genes (Scn1b-4b) in mammals [1]. Nav channels are pharmacologically 44 

classified according to their sensitivity to tetrodotoxin (TTX): in TTX-sensitive (TTX-S) Nav channels (IC50 in 45 

the nanomolar range) and in TTX-resistant (TTX-R) Nav channels (IC50 in the micromolar range) [2]. By allowing 46 

the Na+ influx through the plasma membrane of excitable and non-excitable cells, Nav channels exhibit different 47 

physiological roles [1,3]. In excitable cells, Nav channels are key components of electrical signaling, allowing the 48 

generation of action potential and their propagation [1]. In non-excitable cells, they play noncanonical roles, such 49 

as i) Na+/K+-ATPase and cell death regulation in astrocytes, ii) ATP release in keratinocytes for sensory 50 

transduction, iii) phagocytosis invasion of macrophages, iv) Ca2+ entry and positive selection of CD4+ of T 51 

lymphocytes and vi) invasiveness and migration of numerous cancer cells [3–9]. In the vasculature, Nav channels 52 

are expressed and generate Na+ currents in both endothelial cells (EC) and vascular smooth muscle cells (VSMC) 53 

isolated from aorta, pulmonary, mesenteric, coronary, uterine and cremaster arteries [10–23]. Their involvement 54 

in vascular contractile response have been demonstrated in rat mesenteric arteries (MA) [16]. Moreover, Nav 55 

channels endogenously expressed in EC have been suggested to participate to conducted vasodilatator response in 56 

murine cremaster arteries [20]. In addition, endothelial Nav channels could be activated by shear-stress [24] and 57 

participate to VEGF-MAP-Kinase signaling associated with proliferation, migration and tubulogenesis of EC [21]. 58 

It has been shown that vascular Nav channels are functionally coupled with Na+/Ca2+ exchanger (NCX), mediating 59 

Ca2+ entry and thereby the contraction of VSMC or angiogenesis activation of EC [16,21].  60 
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Nav channels has been also suggested to be involved in physiopathological mechanisms of vascular diseases. 61 

In an intimal hyperplasia model, Nav1.7 channel which expression increased in aortic myocytes after balloon 62 

injury may be involved in arterial remodeling [14]. In hypoxic condition, it has been shown that Nav channels 63 

mediate the arterial contractility elevation of rat femoral [25] and human uterine arteries [23]. However, these 64 

reports led to controversial conclusions. Nav channel inhibition was proposed as therapeutical strategy to prevent 65 

deleterious increase of arterial tonus induced by hypoxia [25], while the enhancement of vasomotion through Nav 66 

channel activation has been proposed to be a protective mechanism against tissue hypoperfusion [23].  67 

In this work, we characterized the gene expression profile of α and β Nav channel subunits in a conductance 68 

artery (aorta), and a resistant artery (MA) from mice. By using immunochemistry and absolute RT-qPCR, we 69 

showed that both arteries mainly expressed Nav1.2 isoform with Navβ1. TTX abolished U46619-contraction of 70 

MA, demonstrating that endogenous Nav channels contribute to vascular tone. Besides, TTX potentiated flow-71 

mediated dilation response in MA, suggesting that Nav channels are implicated in shear stress mechanosensing. 72 

Finally, Nav channels gene expression was modulated in angiotensin II-induced hypertensive mice and during 73 

aging. These outcomes bring new insights into the contribution of Nav channels in vascular tone regulation and 74 

their putative implication in pathomechanism of vascular dysfunction.  75 

Materials and Methods 76 

Chemicals and reagents   77 

TTX was from Latoxan (Valence, France). Veratridine (VTD) was from Santa Cruz Biotechnology (Dallas, 78 

Texas, USA). Sodium nitroprusside and Optical Cutting Temperature (OCT) compound were from Thermo Fisher 79 

Scientific (Waltham, Massachusetts, USA). All other reagents such as acetylcholine (Ach), phenylephrine (Phe), 80 

prazosin, atropine, suramin and papaverine were obtained from Sigma-Aldrich Merck (Saint-Louis, MO, USA).  81 

Ethical approval, animals and artery preparations  82 

All animal experiments were conducted in accordance with the European Community council directive 83 

2010/63/EU for the care and use of laboratory animals. The experimental procedures used in this work were 84 

approved by our respective local ethical committees in addition to the French Ministry of Agriculture (N° 85 

A49007002, APAFIS#24014-202001311653562 authorization). The NC3R's ARRIVE guidelines were followed 86 

in the conduct and reporting of all experiments using animals. Five-months-old (5M) and 18-month-old (18M) 87 

male mice C57BL/6j (Janvier Labs, France) were used in this work. Animals were housed in individual cages 88 

(internal dimensions in mm: 369 x 165 x 132, L x W x H for 5 mice) in controlled temperature room (21–23 °C) 89 
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of the Animal Facilities Unit of the Hospital University of Angers (SCAHU). They were maintained under a 12 h 90 

light/dark cycle with free access to water and food. 91 

Animals were euthanized in a CO2 chamber (Tem Sega, Pessac, France) with a concentration gradient: a first 92 

phase was carried out by mixing air with CO2 for 1 min with a flow rate of 10 L/min and death was induced by 93 

pure CO2 for 1 min with a flow rate of 10 L/min. Then, aorta and MA were quickly harvested and placed in ice-94 

cold physiological salt solution (PSS, in mM: NaCl, 130; KCl, 3.7; MgSO4(7H2O), 1.2; NaHCO3, 14.9; 95 

CaCl2(2H2O), 1.6; HEPES, 5; KH2PO4, 1.2; D-glucose, 11). The pH of PSS was adjusted at 7.4 (pO2 160 mmHg 96 

and pCO2 37 mmHg). Adherent tissues of arteries were manually removed by the same experimenter. For 97 

immunohistochemical characterization, several segments of MA (Fig. 1A) and aorta were conserved at -80°C in 98 

embedding medium (OCT compound). To characterize the Nav channel expression by RT-qPCR, arteries were 99 

stored at -20 °C in Allprotect Tissue Reagent (Qiagen, Germany). For myography and arteriography, freshly 100 

harvested MA were used. 101 

Blood pressure measurement and angiotensin II-induced hypertension 102 

Hypertension was induced by angiotensin II (AngII)-infusion in 5-month C57BL/6j male mice with 0.5 103 

mg/kg/day for 4 weeks. Mice were randomly divided in two groups: AngII-treated group and control group. To 104 

induce arterial hypertension, osmotic minipumps (model 2004/0.5Ang-4w, Alzet, Cupertino, CA) releasing AngII 105 

(Bachem, Bubendorf, Switzerland; no. 4006473, solubilized in NaCl 0.9%) were subcutaneously inserted under 106 

isoflurane anesthesia (2%). The control group (sham) underwent the same procedure without AngII-treatment. To 107 

reduce pain, subcutaneously injection of buprenorphine (Temgesic, 0.1 mg/kg) was performed before surgery. The 108 

systolic blood pressure (SBP) of mice was measured by photoplethysmography (BP-2000 Blood Pressure Analysis 109 

System; Visitech Systems). Mice were habituated to the procedure for 1 week and then, SBP was daily monitored 110 

for 1 week before and 4 weeks after surgery, according to AngII-infusion protocol. At the end of AngII-treatment, 111 

mice were sacrificed with CO2. Aorta and MA were isolated and stored at -20 °C in Allprotect Tissue Reagent 112 

(Qiagen) for RT-qPCR characterization. 113 

Isolation of endothelial and smooth muscle cells from mesenteric arteries 114 

EC and VSMC were isolated from two 10-month C57BL/6j males. The mesenteric bed was ligated below 115 

the duodenum and above the caecum and, then excised. All the arteries from the first to the fourth order of the 116 

mesenteric bed were dissected and placed in a digestion solution composed of Endothelial Cell Growth Basal 117 

medium 2 (Lonza, Basel, Switzerland) supplemented with 1000 IU of collagenase type 2. The arteries were cut 118 
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into pieces using sterilized micro-scissors, and they were incubated with gentle agitation at 37°C in 5% CO2 119 

incubator for 45 min. The suspension obtained was filtered through a 30 μm Miltenyi filter and then centrifuged 120 

10 min at 300 g. CD146-labeled Miltenyi Microbeads were added to the cell pellets and incubated for 15 min at 121 

4°C. Cells were washed before magnetic separation onto MS Miltenyi column. The cells that were not retained 122 

onto the column were seeded after washing in DMEM F12, supplemented with 10% foetal calf serum (FCS) in 6-123 

well plate and were morphologically identified as non-endothelial cells. The cells retained by the column were 124 

eluted and then washed before being seeded into 12-well plate in Endothelial Growth medium Micro Vascular 125 

(EGM2MV) with 20% FCS. After 24-48 h incubation at 37°C in 5% CO2 incubator, cells were washed and 126 

cultured until confluence in EGM2MV medium (Lonza). 127 

Immunohistochemistry 128 

Aorta and MA frozen in embedding medium were transversally cryosectioned at 10 or 12 µm thick by 129 

Cryostat (Leica) at -25°C. Artery slices were transferred to SuperFrostPlus slides (Thermo Fisher Scientific, USA) 130 

and dried at room temperature. Immunofluorescence staining is processed using the rabbit primary anti-PanNav 131 

(1:200, SP19, ASC-003, Alomone labs) or the rabbit primary anti-Navβ1 (1:100, ASC-041, Alomone labs), and/or 132 

the rabbit primary anti-PECAM1 antibodies (anti-CD31 labeled with FITC, 1:50, eBioscience, USA) overnight at 133 

4°C. Nuclei were stained with DAPI 10 µg/mL (Molecular probes, Invitrogen). After washing, arteries were 134 

incubated with Alexa fluor 568 conjugated goat anti-rabbit antibodies (1:200, Invitrogen) for 3 h. After washing, 135 

the aqueous mounting medium (Fluoromount, Sigma-Aldrich Merck, USA) was used before placing a lamella on 136 

slide. Fluorescent staining was visualized using a confocal microscope Nikon Eclipse TE2000-S. The imaging 137 

acquisition was performed with Metamorph software (Molecular Devices, California, USA). Negative control 138 

experiments excluding the primary antibody were performed to verify the specificity of the immunofluorescence 139 

labelling. 140 

RNA extraction and RT-qPCR 141 

Total RNAs were extracted from arteries using the RNeasy micro kit (Qiagen) as described, previously 142 

(PMID: 33264773, JVR Daniel 2021). At least 300 ng (up to 1 µg, depending on RNA extraction yield) of total 143 

RNA were used for cDNA synthesis using random hexamers and the QuantiTect Reverse Transcription kit 144 

(Qiagen). RT-PCR experiments were run on a LightCycler 480 Instrument II (Roche, Meylan, France) using 145 

Sybr® Select Master Mix (Applied Biosystems®). PCR were performed with 4 or 6 ng of cDNA in duplicate and 146 

Nav channel gene-specific primers (Table 1), which were designed using the Primer3 Software. Differences in 147 
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transcript expression levels were determined using the cycle threshold method, as described earlier [26]. Peak-148 

melting curve was performed at the end of the amplification process to check amplification specificity and 149 

amplicon sizes were verified by agarose gel electrophoresis. Relative quantification of gene expression was 150 

normalized to the mean of expression of three validated housekeeping genes using the 2−ΔCt method, where Ct is 151 

the threshold cycle: GAPDH (glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase), HPRT (hypoxanthine 152 

phosphoribosyltransferase) and GUSB (beta-glucuronidase). For absolute quantification method, synthetic cDNA 153 

spanning each PCR amplicons were cloned into pUC57 or its derivatives. All cDNA sequences were verified by 154 

sequencing (DNA sequencing facility of Angers CHU) and compared to those available in the GenBank. For 155 

absolute quantification, cDNA copies were evaluated using the calibration curve method, which consist in the 156 

recombinant double stranded plasmid DNA molecule determination as already described [27]. The cDNA copy 157 

numbers of eight dilutions of pure plasmids were used to build the calibration curves for each gene, allowing PCR 158 

efficiency determination (~100% for each gene).  159 

Myography 160 

Cecocolic arteries (CA) were macrodissected under microscope from MA of 5-month male mice (fig. 1A). 161 

Arterial rings of 2 mm length were mounted in a Mulvany-Halpern-type wire myograph (Danish MyoTechnology, 162 

DMT, Aarhus, DK). 2 tungsten wires with 40 µm diameter were inserted into the arterial lumen and fixed to a 163 

micrometer and a force transducer. Arterial segments were bathed in a 5 mL PSS maintained at 37°C and at pH 164 

of 7.4 (pO2 160 mmHg and pCO2 37 mmHg). Arterial wall tension was normalized and then, arteries were 165 

stabilized for 40 min. To evaluate the maximal contractile capacity, a K+ rich PSS (80 mM) with 3 µM Phe was 166 

used. To control the endothelial integrity, contraction was induced with 2 µM Phe, and then 2 µM Ach was added 167 

to elicit vasorelaxation. To investigate the involvement of Nav channels in vascular reactivity, first, a cocktail of 168 

prazosin (PZ, 1 µM) and atropine (AP, 100 nM) or a cocktail of PZ, AP and suramin (SUR, 100 µM) was added 169 

in the medium to inhibit the effects of noradrenaline, Ach and ATP, respectively, which could be released by 170 

terminal nerve endings. Afterwards, U46619 (10 to 100 nM, thromboxane A2 analogue) was applied to reach 171 

50% of maximal contraction, followed by VTD at 30 µM. After the stabilization of VTD-induced effects, 1 µM 172 

TTX was added in the bath.  173 

Flow-mediated dilation in mesenteric arteries  174 

MA were harvested from male 5-month mice. CA and first order MA (FOMA) (Fig. 1A) were canulated at 175 

both ends on glass microcannulas mounted in a video-monitored perfusion system [28] (Living System, LSI, 176 
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Burlington, VT, USA). Each artery segment was bathed in a 10 mL PSS maintained at 37°C and at pH of 7.4 (pO2 177 

160 mmHg and pCO2 37 mmHg). The perfusion of the arteries was monitored with two peristaltic pumps, one 178 

controlling the flow rate and the other under the control of a pressure-servo control system. The pressure was set 179 

at 75 mmHg. Contraction to Phe (1 µM) and dilation to Ach (1 µM) were assessed. Afterwards, to evaluate flow-180 

mediated dilation (FMD), we constricted the arteries with phenylephrine (1 µM) and then, increased flow (3 to 50 181 

µL/min) by steps. To investigate the involvement of Nav channels in FMD, the experiments were carried out with 182 

or without TTX (Nav channel blocker, 1 µM). At the end, contraction to KCl (80 mM) was tested and arteries 183 

were bathed in a Ca2+-free PSS with sodium nitroprusside (10 µM) and papaverine (100 µM). Pressure steps from 184 

10 to 125 mmHg were performed to determine the passive diameter of the arteries.  185 

Data acquisition and analyses 186 

The recording of myography and arteriography data were performed with AcqKnowledge software (Biopac, 187 

CA, USA). Statistical analysis and graphs were made with GraphPad Prism 7.02 software (La Jolla, CA, USA). 188 

The non-parametric Mann-Whitney test was used to analyze data from independent groups. The myography data 189 

were analyzed using the Friedman test (ns: not significant, * for p<0.05, ** for p<0.01, *** for p<0.001).  190 

Results 191 

Nav channels are expressed in both intima and media of murine arteries  192 

To characterize the expression of Nav channels, we used aorta and two distinct segments of MA, called first 193 

order MA (FOMA) and cecocolic arteries (CA) from mice (Fig. 1A). By immunohistochemistry we showed that 194 

Nav channels are expressed in FOMA, CA and aortae (Fig. 1). A strong immunofluorescence labelling with anti-195 

PanNav antibodies was observed in both intima and media of FOMA, CA and aortae (Fig. 1B and C). A clear co-196 

immunodetection of Nav channels and PECAM1 was observed in endothelium of FOMA and CA (Fig. 1B). In 197 

addition, Navβ1 subunit was immunodetected in aorta (Fig. 1C). Altogether, these immunohistochemical data 198 

indicate the expression of Nav channels at the protein level in both MA and aorta from mice. 199 

To establish the gene expression pattern of Nav channel isoform, RT-qPCR with absolute quantification were 200 

performed on MA and aorta, allowing the comparison of expression levels of all Nav channel genes from each 201 

other. In aorta, Scn2a and Scn3a encoding Nav1.2 and Nav1.3 were detected, while Scn2a and Scn5a, encoding 202 

Nav1.2 and Nav1.5 were seen in MA (Fig. 2A-C). In both arteries, Scn2a appears to be the most abundant 203 

transcript. In FOMA and CA, Scn5a expression levels were very low (<6 copies, Fig. 2B and C).  204 

 205 



 

 

8 

 

 206 

Fig. 1. Immunolocalization of Nav channels in murine arteries. (A) Image representing murine mesenteric 

arteries and their different branches: cecocolic artery (CA) and first order mesenteric arteries (FOMA). (B) 

Immunodetection of Nav channels in FOMA and CA. Nav channels were detected by anti-PanNav antibodies 

(red). Endothelium was indicated by anti-PECAM1 antibodies (green). Overlay images (right) show the 

expression of Nav channels in both intima and media of FOMA and CA. (C) Immunolocalization of Nav 

channels and Navβ1 subunit in aorta. Nav channels and Navβ1 were identifed using anti-PanNav antibodies 

(upper pannel, red) and anti-Navβ1 antibodies (lower pannel, red), respectively. Nucleus was detected by DAPI 

(blue) on all images. White arrows indicate the endothelium. 
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Concerning isolated EC and VSMC from MA, in addition to Scn2a and Scn5a which were also detected in FOMA 207 

and CA, one additional α isoform gene Scn3a was detected (Fig. 2D and E). In isolated EC and VSMC, the 208 

expression levels of Scn2a, Scn3a and Scn5a were not significantly different from each other (Fig. 2D and E).  209 

Fig. 2. Gene expression profiles of Nav channels in murine arteries and isolated cells. The expression levels of 

Nav channels were determined by absolute RT-qPCR. (A-C) The gene expression profile of Nav⍺ subunits 

was established in: (A) aorta, (B) first order mesenteric arteries (FOMA), (C) cecocolic arteries (CA), (D) 

isolated endothelial (EC) and (E) vascular smooth muscle cells (VSMC). (F-J) The gene expression levels of 

Navβ subunits were defined in: (F) aorta, (G) FOMA, (H) CA, (I) isolated EC and (J) VSMC. EC and VSMC 

were isolated from murine mesenteric arteries. n=6 for arteries, n=3 for isolated cells. Values are means ± 
SEM. 
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The rank order of the absolute mRNA abundance of Navβ-subunit transcripts was Scn1b (Navβ1) >> Scn2b 210 

(Naβ2) > Scn3b (Naβ3) in aorta, FOMA and CA (Fig. 2F-H). Very low expression levels were found for Scn3b in 211 

both FOMA and CA (<6 copies, Fig. 2G and H), while Scn4b (Navβ4) was only detected in FOMA (<3 copies, 212 

Fig. 2G). In isolated EC and VSMC from MA, Scn1b mRNAs are also the most abundant transcripts (Fig. 2I et J). 213 

However, Scn2b was no detected in these cells and a very low expression of Scn3b was detected in EC from MA 214 

(Fig. 2I and J). Scn1b expression level is 10.0 (p<0.05) and 24.0-fold (p<0.05) higher in isolated cells than in 215 

FOMA and CA, respectively. The comparison of Scn1b expression levels between MA and isolated cells shows 216 

an important upregulation of Scn1b transcription.   217 

In conclusion, Scn2a and Scn1b transcripts are the most abundant Nav channel mRNAs expressed in murine 218 

aorta and MA. In isolated MA cells, we observed a profound transcriptional remodeling, with the emergence of 219 

the expression of Scn3a, a loss of Scn2b expression and a huge increase of Scn1b expression.  220 

Fig. 3. Effects of TTX on contractile responses induced by U46619 of mesenteric arteries. Each artery was 

contracted  to reach 50% of maximal contraction by U46619, a thromboxane A2 analogue in different 

conditions. After stabilization, VTD (30 µM) and then TTX (1 µM) were applied. (A) Examples of 
representative myograph traces. In these experiments, ceocolic arteries were treated with different antagonists 

such as prazosin (PZ, 1µM), atropine (AP, 100nM) and/or suramin (SUR, 100µM). (B) The graphs represent 

the evolution of contraction levels induced by U46619, VTD and TTX in the presence of PZ and ATR (upper 

pannel) or PZ, ATR and SUR (lower pannel). These experiments were carried out in mice. ** p<0.01, Friedman 

test. The values are means ± SEM. 
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Implication of Nav channels in vascular tone of mesenteric arteries 221 

To explore the role of Nav channels in the vascular tone, we first investigated the effects of TTX on 222 

contractile response of CA, a branch of MA by myography (Fig. 3). We used VTD to activate all Nav channels in 223 

arteries, including those expressed in terminal nerve endings. To discriminate any effects of the release of 224 

neurotransmitters, such as noradrenaline, Ach and ATP, we challenged the action of TTX in the presence of 225 

prazosin (PZ), atropine (AP) and suramin (SUR), to antagonize α1-adrenoreceptors, muscarinic and ATP 226 

receptors, respectively (Fig. 3A). The application of VTD dilated the contractile responses induced by U466619, 227 

a thromboxane A2 analogue in control and in presence of PZ, while VTD did not modify the contractile responses 228 

induced by U466619 in presence of PZ and AP and/or SUR (Fig. 3B). Whatever the presence or not of 229 

adrenoreceptor, cholinergic and P2Y receptor antagonists, the subsequent addition of TTX triggered a fast and 230 

almost complete relaxation of arteries to a similar extent, 93.0 ± 2.1%, 78.3 ± 8.2 %, 88.4 ± 6.5% (p=0.06) and 231 

92.5 ± 1.6% (p<0.05), respectively (Fig. 3). Altogether, our data demonstrate that TTX induced a full relaxation 232 

of CA, suggesting that Nav channels can be activated and then participate to contractile response of MA.  233 

Fig. 4. Effects of TTX on flow-mediated dilation of mesenteric arteries. (A and B) Flow-mediated dilation was 

evaluated on cecocolic arteries (CA) and first order mesenteric arteries (FOMA) from mice by arteriography 

in the presence or the absence of TTX (1 µM). In inset of graphs on the left, the histogram shows the initial 

contraction level induced by phenylephrine (1 µM) before increasing flow rate. The histograms on the right 

illustrate the dilation potentiation of CA and FOMA induced by TTX. ctrl = control. * p<0.05, ** p<0.01, *** 

p<0.001, Mann-Whitney test, control vs TTX. n=7. The values are means ± SEM 
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Next, in order to challenge the implication of Nav channels in FMD, we characterized the effects of TTX on 234 

the dilation capacity of CA and FOMA in response to flow elevation by arteriography. For each artery, the initial 235 

contraction level induced by Phe was not significantly different in presence or absence of TTX.  CA and FOMA 236 

progressively developed FMD from 6 µL/min to 50 µL/min, as expected (Fig. 4). We observed that TTX 237 

potentiates FMD responses of CA and FOMA. Indeed, these arteries exhibit a higher dilation in response to 238 

increasing flow rate in the presence of TTX compared to control (Fig. 4). Concerning CA, TTX induced a 239 

significant amplification (p<0.05) of the dilation capacity from 6 to 30 µL/min and 9 to 50 µL/min for CA and 240 

FOMA, respectively (Fig. 4). For CA, the highest potentiation of TTX-induced dilation was observed at 6 and 9 241 

µl/min compared to control (2.6-fold, p<0.05, Fig. 4A, left panel). Concerning FOMA, TTX induced a potentiation 242 

of dilation up to 4.0-fold (p<0.001, Fig. 4B, left panel). In conclusion, the blockade of Nav channel amplifies FMD 243 

of MA, which suggests that Nav channels contribute to the contractility of VSMC. 244 

Arterial hypertension modulates Nav channel gene expression in arteries 245 

 Since Nav channels appear to contribute to the regulation of vascular tone, as shown here and by others 246 

[16,23], we hypothesized that their expression in arteries could be changed in arterial hypertension (AHT) as it is 247 

known for other ion channels such as Cav1.2, BKCa and Kv channels [29]. Then, we investigated whether the 248 

expression of Nav channel gene is changed in arteries of AngII-induced hypertensive mice. After four weeks of 249 

AngII-infusion, the SBP of mice reached 174 ± 4 mmHg and 121 ± 4 mmHg of treated and control groups, 250 

respectively. By RT-qPCR, we showed that in aortae, the expression level of Scn2a is 5-fold lower (p<0.05) for 251 

AngII-treated group than for control. Concerning Navβ subunits, the expression levels of Scn1b and Scn2b were 252 

significantly 2-fold (p<0.05) and 3.3-fold (p<0.05) lower in aortae from AngII-treated group compared to 253 

normotensive group, respectively. Desmin, a SMC marker, is massively increased (29.7-fold, p<0.05) from AngII-254 

treated group compared to control, suggesting an arterial remodeling (Fig. 5A). However, no difference of 255 

expression levels was found in MA for Scn2a, Scn1b, Scn2b and Desmin (Fig. 5B).  256 

Aging and Nav channels gene expression  257 

Since a profound vascular remodeling occurs during aging, which is associated to important modification of 258 

ion channels such as BKCa [30], we also evaluated the Nav channel gene expression in old mice. We compared 259 

their expression levels of aortae and MA from 5-month-old and 18-month-old mice by RT-qPCR (Fig. 5C and D). 260 

First, in aortae, we observed that the expression level of Scn2a was 2.5-fold (p<0.01) lower in old mice compared 261 

to young mice. Concerning Navβ subunits, the expression levels of Scn1b and Scn2b were similar in both old and 262 

young mice (Fig. 5C). In MA, the expression levels of Scn2a and Scn1b were comparable at both age, while that 263 
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of Scn2b was significantly increased by 3.7-fold (p<0.01) in old mice compared to young mice (Fig. 5D). For 264 

Desmin, as in AngII-induced hypertensive group, the transcription expression level was dramatically increased 265 

only in aortae (64.3-fold, p<0.05) in old mice compared to young mice (Fig 5C).  266 

Fig. 5. Comparison of Nav channel gene expression in aorta and mesenteric arteries from hypertension models 

and aging model. Comparison of  mRNA expression levels of Scn2a, Scn1b, Scn2b and Desmin in aorta and 

mesenteric arteries (MA) from: (A and B) hypertensive mice and their control (sham) and (C and D) 5-month-

old (5M) and 18-month-old (18M) mice Arterial hypertension model was induced in male mice by angiotensin 

II (AngII)-infusion with 0.5 mg/kg/day for 28 days. The data were obtained by relative RT-qPCR. Transcript 

levels were normalized to expression levels of Gusb, Hprt and Gapdh. * p<0.05, ** p<0.01, Mann-Whitney 

test, sham vs AngII, n=4. 5M vs 18M, n=4-6. Values are means ± SEM. 
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Discussion 267 

In this study, we evidenced that Nav1.2 and Navβ1 subunits are the major isoforms of Nav channels expressed 268 

in mouse aorta and MA. To unmask Nav channels contribution in vascular tone, we pretreated isolated MA with 269 

VTD and then observed a total relaxation under TTX. More interestingly, we demonstrated that Nav channels 270 

participate to the contractile response during FMD, implying their contribution to the arterial 271 

mechanotransduction. Finally, we found that arterial Nav channel gene expression are subjected to transcriptional 272 

change during cell-culturing and also during hypertension or aging.  273 

We used RT-qPCR absolute quantification method to evaluate the expression of Nav channels genes in 274 

arteries. Our data showed that Scn2a can be considered as the most abundant Nav channel α-subunit gene expressed 275 

in both murine aorta and MA. While a low expression of Scn3a was exclusively observed in aorta, a low expression 276 

of Scn5a was found in MA only. This is partially in agreement with other reports. In the rat, besides the most 277 

abundant Scn2a transcript, Scn3a and Scn5a expression have been also detected in aorta by RT-qPCR relative 278 

quantification method [13] and in MA by classical RT-PCR [16]. However, in the media of rat aorta, only Scn2a 279 

has been found [13]. In human uterine arteries, Scn2a, Scn3a, Scn5a and Scn9a have been shown to be expressed, 280 

but their relative abundance has not been discussed [23]. We also showed that Scn1b encoding Navβ1 subunit is 281 

the most abundant Nav channel auxiliary subunit expressed in both murine aorta and MA. In addition, Scn2b and 282 

Scn3b are also expressed, but to a much lower extent. Indeed, the expression of Navβ subunits have been hardly 283 

ever studied in arteries but similarly as our data, Scn1b, Scn2b and Scn3b expression have been reported in rat 284 

aorta [13] and Scn1-4b in human uterine arteries [23]. We also evidenced the expression of Nav channels at the 285 

protein level in both endothelium and media of murine MA and aorta in agreement with previous investigations 286 

performed on murine cremaster arteries [20], human subcutaneous arterioles [31] and human uterine arteries [23]. 287 

Here, we evidenced the expression of Navβ1 subunit at the protein level in both EC and VSMC of murine aorta. 288 

These data bring together an important sum of evidence for the presence at both transcriptional and protein levels 289 

of Nav channel α- and β-subunits in both VSMC and EC of conductance and resistant arteries and support that 290 

these channels might contribute to their physiology.  291 

In dissociated EC and VSMC from MA, we showed the expression of Scn2a as seen in arteries and two other 292 

Nav channel transcripts, Scn3a and Scn5a. In addition, our data demonstrated that cell culturing and proliferation 293 

was associated to an important increase of the of Scn1b expression, and to the expression of Scn3b in isolated EC. 294 

Transcriptional change of Nav channel expression has been initially reported for rabbit and human aorta and has 295 
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been proposed to reflect phenotypic switch during aorta injury leading to intimal hyperplasia [14]. Indeed, there is 296 

a weak expression of SCN2A and SCN8A beside a significant expression of SCN9A in cultured human aortic SMC 297 

[14]. In freshly dissociated rat aortic SMC, only Scn2a has been detected [13] and freshly dissociated SMC from 298 

mice MA [17] exhibit TTX-S Na+ currents, thus reinforcing the ideas that VSMC from both resistant and 299 

conductance arteries express Nav1.2 channels in rodents. Concerning the expression of Nav channels in EC, as we 300 

observed in dissociated EC from MA, an immunohistochemical study has shown that Nav1.2 channels are 301 

expressed in EC of cremaster arterioles [20]. However, in these latter, Nav1.6 and Nav1.9 have also been detected. 302 

While in Human, Nav1.5, Nav1.6 and Nav1.7 transcript isoforms are detected in HUVEC [21] and Nav1.7 in the 303 

endothelium of cutaneous arterioles [31]. In conclusion, Nav1.2 appears the common Nav channel isoform 304 

expressed in VSMC and EC from arteries of rodents, while Nav1.7 channel is its counterpart in Human arteries.  305 

We proved that TTX caused full arterial relaxation unmasking an unexpected contribution of endogenous 306 

vascular Nav channels in vascular tone. So far, the contribution of Nav channels in contraction has been explored 307 

by pharmacological approach consisting essentially in their activation by VTD in isolated arteries [13,16,20,23,32]. 308 

However, VTD can activate all Nav channels including those of perivascular nerve endings which lead to the 309 

release of neurotransmitters, such as noradrenalin, acetylcholine, ATP, serotonin… In this way, the inhibition of 310 

α1-adrenoreceptor by PZ abolishes the VTD-induced contractile response of rat aortic rings [13] and of human 311 

uterine arteries [23], while in the presence of this antagonist, a weaker VTD-induced contractile response is still 312 

seen in MA from rat [16]. In our study, the arteries were strongly challenged by U46619 and VTD and then TTX 313 

induced a complete vasorelaxation. Thus, the contribution of Nav channels in contractile response unmasked by 314 

TTX could hardly be extrapolated to physiological conditions. However, our results highlight that Nav channels 315 

of VSMC might be recruited during contraction.     316 

In this study, we found that TTX considerably potentiates FMD response in pressurized murine MA, 317 

revealing the contribution of Nav channels in arterial mechanotransduction response to shear stress. The 318 

mechanosensitivity of Nav channels is supported by strong evidence that membrane deformations can trigger Nav 319 

channel activation [33–35]. Moreover, this response is regulated by both Navβ1 and Navβ3 subunits [36]. Hence, 320 

we propose that Nav channels are activated in VSMC in pressurized arteries, and likely contribute to develop 321 

vascular tone by mechanotransduction in physiological conditions. This could partially explain why a vascular 322 

tone decrease occurs in mammal tetrodotoxication, causing a significant reduction of peripheral resistance and 323 
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subsequent arterial hypotension [37]. Since Nav channels inhibition leads to a decrease of the VSMC contractility 324 

under shear stress, it is reasonable to suggest these channels as a novel target to reduce arterial hypertension. 325 

 More recently, it has been shown that TTX suppresses a spontaneous contractile oscillation of human uterine 326 

arteries, and thus, Nav channels are thought to be involved in vasomotion through an electrogenic action in VSMC 327 

[23]. This assumption is reinforced by other data showing that TTX strongly reduces the upstroke of action 328 

potential induced by electrical stimulation in arteriolar SMC from murine skeletal muscle [38]. Hence, VSMC Nav 329 

channels might be electrically activable and likely participate in the membrane depolarization leading to 330 

sarcolemmal Ca2+ entry and subsequent arterial myocytes constriction. 331 

 Nav channels in both EC and VSMC interfere with both endothelium-dependent relaxation and myocyte-332 

dependent contractile responses, rendering particularly challenging the understanding of their implication to the 333 

vascular tone. This relies to a common mechanism in which Na+ entry mediated by Nav channels modulates thanks 334 

to plasmalemmal NCX activation in Ca2+ entry mode in both cell types. Indeed, the NCX blocker KB-R7943 335 

reduces VTD-induced contractile responses of femoral and mesenteric arteries from rat [16,25]. This mechanism 336 

has been clearly demonstrated in human coronary myocytes from ischemic heart. In these cells, the Nav channel 337 

activation by VTD triggers Ca2+ increase, which is suppressed by NCX inhibition [18]. This functional coupling 338 

between Nav channels and NCX has been also demonstrated in HUVEC [21,24]. Then, it seems that Nav channels 339 

and NCX interplay to link Ca2+ and Na+ homeostasis.  340 

Since ion channels, such as Ca2+ and K+ channels exhibit a major role in both endothelial function and in the 341 

regulation of the vascular tone, and that variation of their expression are involved in physiopathological 342 

mechanisms [29], we have focused our attention on Nav channel expression in AHT and aging mice models. 343 

Interestingly, a decrease of Scn2a expression occurs mainly in aorta in both models, which could lead to a 344 

subsequent loss of function of Nav1.2. As mentioned above, a remodeling of Nav channel expression has been 345 

already discussed during aorta injury. However, in this case, an increase of SCN9A expression occurs, suggesting 346 

the implication of Nav1.7 in intimal hyperplasia [14]. In hypoxic condition, it has also been demonstrated that the 347 

activation of Nav channels increase contractile response of rat femoral arteries [25] and more recently, of human 348 

uterine arteries [23]. The decrease or the loss of function of Nav1.2 that we observed in aorta of hypertensive and 349 

old mice could be an adaptative response or the reflect of phenotypic change. Further experiments would allow to 350 

address whether this decrease of Scn2a expression affects the contractile response of aorta. 351 
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Concerning the Navβ subunit transcripts, it is interesting to see that Scn1b and Scn2b expression levels are 352 

decreased in hypertensive mice. In addition, an important increase of Scn2b expression is seen in MA from old 353 

mice. This profound transcriptional remodeling might be the reflect of their functional contribution during vascular 354 

remodeling. Navβ subunits are particularly interesting proteins since they contribute to Nav channel regulation, 355 

including trafficking and gating properties. However, Navβ subunits are also cell adhesion molecules, acting as 356 

intra/extracellular signaling proteins [39], even so, their roles in vascular function remain to be elucidated. 357 

Conclusion 358 

Nav channels are expressed in endothelium and media of arteries. TTX unmasks their contribution in 359 

contractile responses of mesenteric arteries induced by U46619 or by flow. This reveals their contribution to the 360 

mechano-signaling of VSMC. Their expression is subjected to remodeling at the transcriptionnal level during 361 

hypertension and aging, suggesting their importance in physiopathological mechanisms affecting vascular function. 362 
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1.2. Résultats supplémentaires 

Dans l’article n°1, nous avons établi le profil d’expression des canaux Nav au niveau des aortes et des MA 

de souris, montrant l’expression majeure de Scn2a (Nav1.2) et Scn1b (Navβ1) par RT-qPCR avec une méthode 

de quantification absolue. Le niveau d’expression des transcrits a également été évalué au niveau des artères 

fémorales (Figure 21). Contrairement aux aortes et MA où plusieurs sous-unités Nav⍺ ont été détectées (Aortes : 

Scn2a et Scn3a, MA : Scn2a et Scn5a), seul le transcrit Scn2a est détecté dans les artères fémorales (Figure 

21.A). De plus, le nombre de copies détectées (5 ± 2 copies) est beaucoup plus faible par rapport à ceux des 

aortes (314 ± 30 copies) et des MA (FOMA : 66 ± 11 copies, CA : 32 ± 4 copies). Concernant les sous-unités 

Navβ, les transcrits Scn1b (Navβ1) et Scn2b (Navβ2) sont détectés avec l’expression majeure de Scn1b (436 ± 

27 copies vs 7 ± 5 copies) (Figure 21.B). Comme observé pour les sous-unités Nav⍺, le niveau d’expression de 

Scn1b des artères fémorales est moins important que ceux des autres artères : aorte 5965 ± 407 copies, FOMA 

2175 ± 220 copies, CA 1132 ± 156 copies. En conclusion, Scn2a et Scn1b sont les isoformes majeures de toutes 

les artères étudiées (aortes, FOMA, CA et artères fémorales) avec, cependant, un niveau d’expression variable 

en fonction des artères. 

 

Figure 22 : Expression des canaux Nav dans les artères fémorales de souris 

Le niveau d’expression des gènes codant les sous-unités ⍺ (A) et β (B) a été établi à partir d’ARN extraits d’artères 

fémorales. Les résultats ont été obtenus par RT-qPCR avec une méthode de quantification absolue. Les artères 

ont été prélevées sur des souris mâles âgées de 5 mois (n=6). Les données sont les moyennes ± SEM. 

 

Les résultats de l’article n°1 ont montré l’évolution de l’expression des gènes des canaux Nav dans un 

modèle d’HTA induite par l’AngII à une dose de 0,5 mg/kg/j pendant 28 jours (« modèle article »). Durant ma 

thèse, j’ai également exploré la variation de leur expression au niveau des différentes artères chez des souris 

hypertendues grâce à l’administration d’AngII à 1 mg/kg/j pendant 14 jours (« modèle de thèse ») (Figure 22). 

La PAS a été mesurée chez les animaux traités avec 1 mg/kg/j pendant 14 jours. La PAS des souris traitées 

(AngII) est significativement plus élevée que celle des souris non-traitées (sham) dès le 5ème jour de traitement 

(149,9 ± 6,5 mmHg vs 120,2 ± 5,0 mmHg, p<0,01). Au 13ème jour de traitement, la PAS des animaux traités 

atteint 168,7 ± 4,4 mmHg, alors que la valeur de PAS du groupe sham reste stable (116,2 ± 5,0 mmHg) (Figure 

22.A). Par ailleurs, deux méthodes différentes ont été utilisées pour la quantification des transcrits : dans l’article 
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n°1, l’expression des transcrits a été évaluée par RT-qPCR relative, alors qu’une méthode de quantification 

absolue a été utilisée pour le « modèle de thèse » afin de définir le nombre exact de copies.  

 

Dans le « modèle de thèse » d’HTA, le niveau d’expression de Scn2a dans les aortes est inchangé après le 

traitement, alors qu’il est diminué significativement dans le « modèle d’article ». Concernant les sous-unités Navβ, 

les niveaux d’expression de Scn1b et Scn2b sont 1,7 (p<0,05) et 2,8 (p<0,01) fois augmentés dans le groupe 

AngII par rapport au groupe sham, respectivement (Figure 22.B). A l’inverse, les résultats du « modèle d’article » 

montrent plutôt une diminution significative de l’expression de Scn1b et Scn2b (2 et 3 fois, respectivement). Au 

niveau des MA, comme observé dans le « modèle d’article », aucune variation significative de l’expression des 

transcrits Scn1a, Scn1b et Scn2b n’a été mise en évidence (Figure 22.C). Les artères fémorales ne montrent 

aucune différence d’expression des transcrits des canaux Nav entre les groupes sham et AngII (Figure 22.D). Le 

niveau d’expression du gène de la Desmin, un marqueur des CMLV, est significativement augmenté seulement 

au niveau des MA (1,7 fois, p<0,01) (Figure 22.C). Cette augmentation n’est pas retrouvée dans le « modèle 

d’article » (p=0,69). Par ailleurs, le niveau d’expression de la Desmin n’est pas modifié dans les aortes dans le 

« modèle de thèse » (p=0,7) (Figure 22.B), alors que cette expression augmente fortement dans le cas du 

« modèle d’article » (29,7 fois, p<0,05). Ces variations d’expression du gène de la Desmin mettent tout de même 

en évidence un remodelage des vaisseaux étudiés. Pour résumer, lors de l’HTA, le niveau d’expression des canaux 

Nav évolue uniquement dans les aortes et ce niveau n’est pas modifié dans les MA et artères fémorales. 

Étonnamment, le sens de variation de l’expression des transcrits dans les aortes est opposé entre le « modèle 

d’article » et le « modèle de thèse » (diminution et augmentation, respectivement). La durée d’induction étant 

deux fois plus courte dans le « modèle de thèse » que dans le « modèle d’article », ces résultats indiquent que 

les niveaux d’expression des canaux Nav pourraient varier différemment au cours de l’HTA et selon le type de 

vaisseaux. Ces canaux pourraient alors influencer dans un sens ou dans l’autre la mise en place de la pathologie.     
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Figure 23 : Évolution de l’expression des canaux Nav dans les aortes, les artères 

mésentériques et fémorales chez les souris hypertendues 

L’hypertension artérielle a été induite par administration d’angiotensine II (AngII, 1 mg/kg/j) pendant 14 jours. 

(A) Les courbes représentent l’évolution de la pression artérielle systolique (SBP) chez les souris normotendues 

(sham) et hypertendues (AngII). Les histogrammes illustrent le niveau d’expression de Scn2a, Scn1b, Scn2b et 
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Desmin dans (B) les aortes, (C) les artères mésentériques (MA) et (D) les artères fémorales (AF) des groupes 

sham et AngII. Les données ont été obtenues par RT-qPCR avec une méthode de quantification absolue. Les 

artères proviennent de souris mâles âgées de 5 mois (n=6). Test de Mann-Whitney, * p<0,05, ** p<0,01, **** 

p<0,0001. Les données sont les moyennes ± SEM. 

 

 

2. Étude n°2 : Effets de la vératridine induisant la libération 
d’acétylcholine entraînant la vasorelaxation des artères 
cécocoliques 

La première étude nous a permis de démontrer l’expression des canaux Nav dans l’intima et la média des 

artères de souris, en particulier, des différentes branches des MA (FOMA et CA) et de proposer leur rôle potentiel 

au niveau des CMLV dans le développement du tonus vasculaire. Les canaux Nav, jouant un rôle important dans 

l’excitabilité membranaire, se trouvent également dans les systèmes nerveux central et périphérique (Yu and 

Catterall, 2003). Il est connu que les segments artériels utilisés dans les études de la réactivité vasculaire 

présentent des TN périphériques, où sont retrouvés les canaux Nav. Il a été rapporté que trois types de nerfs sont 

présents au niveau des MA de rat, à savoir les nerfs sympathiques, parasympathiques et sensoriels, qui sont 

susceptibles de libérer des substances vasoactives comme la noradrénaline, l’Ach et le CGRP (Tangsucharit et al., 

2012; Yokomizo et al., 2015). L’utilisation d’un activateur des canaux Nav sur les artères isolées peut donc 

stimuler ces terminaisons aboutissant à la libération des NT. En effet, en 2013, Ho et al. ont observé que la 

prazosine, un inhibiteur des ⍺1-adrénocepteurs a réduit la vasoconstriction des MA induite par la VTD (Ho et al., 

2013). C’est pourquoi dans cette deuxième étude, nous avons tenté d’inhiber les effets des NT par leur 

antagoniste lors de l’application de la VTD sur les segments de MA. L’utilisation de ces molécules a pour but de 

caractériser les effets de l’activation des canaux Nav des cellules vasculaires sur la vasomotricité. Étonnamment, 

nous avons pu révéler une innervation différente en fonction des branches de MA, notamment une innervation 

parasympathique au niveau des CA. De plus, nous avons pu mettre en évidence les NCX endothéliaux en tant 

qu’un intermédiaire des effets de la VTD. Ces échangeurs intervenant dans la régulation de l’homéostasie Ca2+, 

leur rôle est davantage décrit dans les cellules excitables comme les CMLV et cardiomyocytes (Shattock et al., 

2015; Zhang, 2013).  

Peu d’études ont mis en évidence leur implication dans le contrôle de la [Ca2+]i au niveau des CE 

(Andrikopoulos et al., 2015, 2011a; Kim et al., 2005; Lillo et al., 2018). Par exemple, l’inhibition des NCX a réduit 

l’élévation de la [Ca2+]i induite par l’ATP dans les CE d’aorte et de MA (Kim et al., 2005; Lillo et al., 2018). Les 

effets de la VTD observés dans cette étude étant possiblement dus à l’augmentation de la [Ca2+]i des CE, nous 

avons voulu comprendre le mécanisme de ces effets et l’implication des NCX à l’aide d’un modèle cellulaire 

endothélial. Ainsi, la deuxième partie de ma thèse est consacrée à l’étude des effets de l’activation des canaux 

Nav sur la vasomotricité des MA de souris, puis pour caractériser les acteurs potentiellement impliqués et la voie 

de signalisation. Cette étude est présentée sous la forme d’un article suivi de quelques résultats supplémentaires. 
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2.1. Article n°2 
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Article 1 

Veratridine induces acetylcholine release and subsequent vaso- 2 

relaxation of cecocolic artery through NCX1 activation in the 3 

mouse endothelium  4 

Joohee Park 1,ȱLéaȱRéthoré 1, Coralyne Proux 1, Linda Grimaud 1,ȱEmilieȱVessières 1, Jennifer Bourreau 1,ȱCésarȱMat- 5 

tei 1,ȱHélèneȱTricoire-Leignel 1, Daniel Henrion 1,ȱCélineȱMarionneau 2, Claire Legendre 1, Christian Legros 1,*  6 

1 Univ Angers, INSERM, CNRS, MITOVASC, Equipe CarME, SFR ICAT, 49000 Angers, FRANCE; 7 
pakjoohee25@gmail.com (J.P.); lea.rethore@univ-angers.fr (L.R.); coralyne.proux@univ-angers.fr (C.P); 8 
linda.grimaud@univ-angers.fr (L.G.); emilie.vessieres@univ-angers.fr (E.V.); jennifer.bourreau@inserm.fr 9 
(J.B.); cesar.mattei@univ-angers.fr (C.M.); helene.tricoire-leignel@univ-angers.fr (H.T.-L.); daniel.hen- 10 
rion@univ-angers.fr (D.H.); claire.legendre@univ-angers.fr (C.L.) 11 

2 NantesȱUniversitéǰȱCHU Nantes, CNRS, INSERM, l'institut du thorax, 44000 Nantes, France; celine.marion- 12 
neau@univ-nantes.fr (C.M.) 13 

* Correspondence: christian.legros@univ-angers.fr (C.L.); Tel.: +33 244 688 273 14 

Abstract: Veratridine (VTD), an activator of voltage-gated Na+ (NaV) channels, mediates heteroge- 15 

neous vascular responses in small arteries. While VTD induces contraction in mesenteric arteries 16 

(MA), it relaxes cremaster arteries. Since vasomotor responses mainly depend on sympathetic and 17 

parasympathetic actions, we hypothesized that VTD responses might be the consequences of neu- 18 

ronal NaV channel activation. Here, using wire myography, we showed that VTD induced contrac- 19 

tion in first order MA (FOMA) and vasorelaxation in cecocolic artery (CA) from mouse. VTD-in- 20 

duced contraction in FOMA was suppressed by prazosin, while VTD induced-relaxation in CA, was 21 

insensitive to prazosin, but abolished by atropine, revealing acetylcholine (Ach) release by para- 22 

sympathetic neurons. These data show that FOMA and CA exhibits distinct neuronal vasomotor 23 

regulation. This VTD-induced vasorelaxation was also totally inhibited by the NO synthase inhibi- 24 

tor, L-NNA, and more interestingly, partially blocked (up to 67%) by SEA0400, a NCX1 antagonist. 25 

In CA, NCX1 expression was evidenced in endothelial cells (EC) at both trancriptional and protein 26 

levels. We showed that Ach induced intracellular Ca2+ ([Ca2+]i) increase in Mile Sven 1 murine EC, 27 

which was totally inhibited by thapsigargin and strongly reduced in the absence of extracellular 28 

Ca2+ or Na+. As expected, Ach-induced [Ca2+]i elevations were partially blocked by NCX antagonists. 29 

Altogether, our data highlight that VTD mainly activates NaV channels in parasympathetic neurons 30 

leading to Ach release, that in turn, induced NO synthase activation mediated by Ca2+ entry mode 31 

of NCX1 in the endothelium of CA. 32 

Keywords: Voltage-gated Na+ channels; Na+/Ca2+ exchanger (NCX); mesenteric arteries; vascular 33 

tone; veratridine; Ca2+ signaling 34 

 35 

1. Introduction 36 

The regulation of arterial blood pressure and blood flow is crucial for homeostasis 37 

and relies on the vascular tone of resistance arteries and arterioles. Vascular tone results 38 

from the equilibrium between vasoconstrictor and vasodilator mechanisms, depending 39 

on intrinsic properties of resistance arteries and neuronal inputs [1]. This equilibrium is 40 

mainly mediated by Ca2+ signaling pathways in both vascular smooth muscle cells 41 

(VSMC) [2,3] and endothelial cells (EC) [4,5]. It is well established that nitric oxide (NO), 42 

endothelium-derived hyperpolarizing factor (EDHF) and cyclooxygenase pathway are 43 

the main endothelium vasodilator factors of resistance arteries [6Ȯ8]. These pathways are 44 
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induced either by shear-stress or by G protein-coupled receptors, such as muscarinic re- 45 

ceptor through Ca2+ signaling pathways [7Ȯ9]. Moreover, vascular tone is tightly con- 46 

trolled by the vascular innervation releasing different neurotransmitters by sensory mo- 47 

tor, sympathetic and parasympathetic nerves, such as calcitonin gene-related peptide 48 

(CGRP), noradrenaline (NA)and acetylcholine (Ach), respectively [1]. 49 

In EC, Ca2+ homeostasis and signaling depend on the activity of various ion channels 50 

and Ca2+ transporters, controlling the membrane potential and Ca2+ influx/efflux 51 

[2,5,10,11]. The main actors of Ca2+ influx in EC are T-type voltage-gated Ca2+ (CaV) chan- 52 

nels and transient receptor potential (TRP) channels [11]. Various isoforms of TRP chan- 53 

nels are expressed in the endothelium, and their role in Ca2+ dependent vasodilation, vas- 54 

cular wall permeability and angiogenesis have been clearly established [12]. Besides, T- 55 

type CaV channels have also proven to be involved in endothelium-dependent vasodila- 56 

tion by triggering Ca2+ entry [13,14].  57 

The plasmalemmal Na+/Ca2+ exchangers (NCX) are also a pivotal actor in intracellular 58 

Ca2+ regulation [15,16]. In mammals, three isoforms (NCX1, NCX2 and NCX3), are en- 59 

coded by three distinct genes Slc8a1, Slc8a2 and Slc8a3, respectively [17]. These three 60 

isoforms have tissue-specific distribution. While NCX1 is ubiquitously expressed, but 61 

abundantly in the heart, NCX2 and NCX3 are mainly located in the brain and skeletal 62 

muscle, respectively. NCX have been seen as a Ca2+ extruding actor for a long time, but it 63 

is now well established that they also promote Ca2+ entry [18]. NCX are also considered as 64 

key players in cross linking Ca2+ and Na+ signaling, allowing the regulation of various 65 

functions, such as cardiac rhythm and arterial blood pressure [19,20]. The Na+/Ca2+ ex- 66 

change operated by NCX is complex, but well described [15,16]. The Ca2+ efflux mode 67 

exchange does not require extracellular Ca2+ and is inhibited by high extracellular Na+ 68 

concentration ([Na+]e). The Ca2+ influx mode exchange is activated by an increase of intra- 69 

cellular Ca2+ concentration ([Ca2+]i), a low a high intracellular Na+ concentration ([Na+]i) 70 

[15,16]. NCX activity could be also regulated through phosphorylation by PKA and PKC, 71 

which increase the affinity of Na+ and Ca2+ to NCX [21].  72 

Since theȱ1şş0Ȃs, NCX has been clearly proven to regulate Ca2+ homeostasis in EC [22Ȯ 73 

26], however, only few reports show its involvement in endothelium-dependent vasodi- 74 

lation [24,27Ȯ29]. It has been shown that the increase of [Na+]i potentiates NO production, 75 

through [Ca2+]i elevation, which has been attributed to NCX in Ca2+ entry mode [24,27]. 76 

Indeed, the decrease of [Na+]i inhibits NO-dependent relaxation, through Ca2+ efflux me- 77 

diated by NCX [28]. Because these data have been obtained by manipulating [Na+]i, the 78 

physiological role of NCX in endothelium-dependent vasodilation remained in debate. 79 

Recently, it has been proven that NCX1 directly participates to [Ca2+]i increase induced by 80 

ATP or Ach, leading to NO and EDHF production, using EC from rat mesenteric arteries 81 

(MA) [29].   82 

In the endothelial cells, HUVEC, a functional coupling between NCX and voltage- 83 

gated Na+ (NaV) channels has been evidenced and may be involved in angiogenesis [30]. 84 

Interestingly, the activation of NaV channels, with veratridine (VTD) induces the vasodi- 85 

lation of cremaster and retinal arterioles, suggesting the role of these ion channels in the 86 

release of endothelial vasodilator factors [13,31]. Moreover, it has been proven that the 87 

contraction of VSMC of MA induced by VTD is mediated by activation of NaV channels, 88 

and subsequent NCX activation [32]. However, the mechanisms underlying VTD-induced 89 

vasorelaxation or contraction have not been clearly defined on isolated arteries.  90 

As a matter of facts, VTD can activate NaV channels in EC, VSMC and neuronal net- 91 

work in isolated arteries and the resulting contractile responses could be tricky to deline- 92 

ate. Hence, the present study aimed to investigate the mode of action of VTD on murine 93 

MA by using wire myography. We found that VTD induced distinct responses depending 94 

on MA types: a relaxation of cecocolic arteries (CA) and a contraction of first order MA 95 

(FOMA). Using a pharmacological approach, we explored the role of NCX in VTD-in- 96 

duced vasorelaxation and found that VTD triggers Ach release in CA. Moreover, by using 97 
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the Mile Sven 1 pancreatic endothelial cell line (MS1 EC) as an EC model, we showed that 98 

Ach-induced [Ca2+]i elevation depends on NCX in Ca2+ influx mode. 99 

2. Results 100 

2.1. Effects of Veratridine on two different branches of mesenteric arteries 101 

ToȱinvestigateȱtheȱeffectsȱofȱVTDȱǻ30ȱΐMǼȱonȱtheȱvascularȱreactivityȱofȱMAǰȱweȱusedȱ 102 

CA and FOMA, two different branches of MA from mice, which were beforehand stimu- 103 

lated to reach 50 % of maximal contraction with the analogue of thromboxane A2, U46619, 104 

inȱ theȱpresenceȱorȱabsenceȱofȱ theȱ΅1-adrenoreceptor antagonist, prazosin (PZ) at 1ȱΐM 105 

(Figure 1a). Surprisingly, VTD triggered sustained (Figure 1b) or transient (Figure 1c) vas- 106 

orelaxant responses in CA, in the absence and presence of PZ. Vasorelaxant responses 107 

were also obtained with middle colic arteries (Supplementary Figure S1). In contrast, VTD 108 

mediated vasocontraction in FOMA (Figure 1d), as already described by Ho et al. [32]. 109 

However, this contractile effect was abolished by PZ (Figure 1d).  110 

 111 

Figure 1. Vasomotor responses to veratridine in CA and FOMA. (a) Schematic diagram and illus- 112 
tration of the experimental protocol used in this work. The image shows murine mesenteric arteries 113 
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and their different branches: cranial mesenteric artery (CMA), cecocolic artery (CA), middle colic 114 
artery (MCA) and first order mesenteric artery (FOMA). FOMA and CA irrigate jejunum-ileum and 115 
cecum, respectively. Below, the flow chart illustrates the experimental strategy. First, each artery 116 
wasȱcontractedȱwithȱKClȱǻ80ȱmMǼȱandȱphenylephrineȱǻPheǰȱ2ȱΐMǼǰȱgivenȱmaximalȱcontractionȱlevel. 117 
Then relaxation with Ach (2ȱΐMǼȱwasȱassayedȱtoȱcontrolȱendothelialȱresponseǯȱAfterȱfourȱwashesǰȱ 118 
the arteries were stimulated with U46619 (10-90 nM) to reach 50-70 % of maximal contraction. VTD 119 
(30ȱΐMǼȱwasȱappliedȱ inȱ theȱabsence or the presence of 1ȱΐM PZ (-/+). (b,c) Representative force 120 
myograph traces obtained with isolated CA, illustrating vasorelaxant responses to bath application 121 
of VTD. (d) Representative force myograph traces showing contractile effects of VTD in FOMA. The 122 
arrows indicate bath applications of U46619 (in black) and VTD (in blue) according to the protocol 123 
shown in panel (a). 124 

To characterize the contribution of sympathetic innervation in contractile response 125 

mediated by VTD in FOMA, we analyzed in detail the wall tension development in the 126 

absence and presence of PZ (Figure 2ǼǯȱVTDȱǻ30ȱΐMǼȱinducedȱaȱsignificantȱincreaseȱofȱconȬ 127 

traction levels of FOMA by 2.0-fold (p<0.01) from males and by 1.6-fold (p<0.01) from fe- 128 

males (Figure 2a). However, in the presence of PZ, VTD did not modify the contraction 129 

levels of FOMA from males (p=0.69) and females (p=0.48) (Figure 2b). Thus, PZ totally 130 

suppressed the contraction mediated by VTD in FOMA from males (p<0.01) and females 131 

(p<0.05) (Figure 2c), highlighting that this NaV channel activator stimulates noradrenaline 132 

(NA) release from sympathetic nerve endings in this branch of MA. 133 

 134 

Figure 2. Veratridine induced contraction in FOMA. The levels of wall tension (Force, mN) of pre- 135 
contracted FOMA by U46619 were measured before and after application of VTD ǻ30ȱΐMǼȱinȱtheȱ 136 
absence (a) or the presence (b) of PZ ǻ1ȱΐMǼǯȱ (c) Scatter plots illustrating normalized contraction 137 
levels of FOMA in % evoked by VTD. These analyses were performed with data shown in (a) and 138 
(b). FOMA were isolated from male (blue) and female (orange) mice. Paired (a, b) and Unpaired (c) 139 
t test, ns non significant, * p<0.05, ** p<0ǯ01ǯȱValuesȱareȱmeansȱƹȱSEM (n=7). 140 
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InȱCAȱfromȱmalesǰȱVTDȱǻ30ȱΐMǼȱsignificantlyȱdecreasedȱcontractionȱofȱCAȱbyȱ3ǯ6-fold 141 

(p<0.0001), but not in CA from females (p=0.92) (Figure 3a). In the presence of PZ, VTD 142 

induced a 5.3-fold (p<0.0001) and 3.3-fold (p<0.0001) in CA from males and females, re- 143 

spectively (Figure 3b). Hence, PZ unmasked the VTD-induced vasorelaxant effects on CA 144 

from females (Figure 3c). The addition of atropine (AP) at 100 nM, totally suppressed the 145 

VTD-induced relaxation of CA from males (p<0.001) (Figure 3c). We assumed that AP 146 

effects would be similar on CA from females. Thus, while PZ did not modify the VTD- 147 

induced relaxant responses (p=0.87), AP significantly abolished these effects (Figure 3c), 148 

suggesting that VTD induced Ach release from parasympathetic nerve endings in CA.  149 

  150 

Figure 3. Veratridine induced vasorelaxation in CA. The wall tension generated by CA were meas- 151 
ured before and after application of VTD atȱ30ȱΐMȱin the absence (a) or in the presence (b) of PZ at 152 
1 ΐM (n=7). (c) Scatter plots illustrate normalized contraction levels in CA (% of control) evoked by 153 
VTD. These analyses were based on data shown in (a) and (b). The left panel shows the effects of 154 
PZ ǻ1ȱΐMǼȱand AP (100 nM) on VTD-induced vasorelaxant effects in CA isolated from males. The 155 
right panel illustrates the effect of PZ in CA isolated from females. CA were contracted by U46619. 156 
Paired t test (a ,b), Kruskal-Wallis test (c, left) and Unpaired t test (c, right), ns non significant, * 157 
p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001, **** p<0ǯ0001ǯȱValuesȱareȱmeansȱƹȱSEMǯ 158 

Thus, VTD induced distinct responses in CA and FOMA. Since the contractile effects 159 

of VTD in FOMA has been already studied elsewhere [32], we focused our study on the 160 

VTD-induced vasorelaxation in CA. Such vasorelaxant effects have been reported in 161 

mouse cremaster arteries, but its mechanism has not been characterized [13]. 162 

Additionally, the VTD-induced relaxation responses were totally inhibited by the se- 163 

lective inhibitor of NaV channels, tetrodotoxin (TTX) used at 0ǯ3ȱΐM orȱ1ȱΐM, suggesting 164 
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that the observed effects are mediated by TTX-sensitive NaV channels. (Figure 4a). As ex- 165 

pected, this response is also largely reduced in low Na+ containing physiological salt so- 166 

lution (p<0.001) (Figure 4b). 167 

 168 

Figure 4. Effects of TTX and extracellular Na+ on veratridine-induced vasorelaxation in cecocolic 169 
arteries. (a) Scatter plots illustrating the VTD-inducedȱrelaxationȱǻ30ȱΐMǼȱinȱtheȱpresenceȱofȱTTXȱǻ0ǯ3ȱ 170 
andȱ1ȱΐMǼǯȱ(b) Scatter plots showing the reduction of VTD-induced vasorelaxant effects of CA in 171 
low Na+ PSS. PZ ǻ1ȱΐMǼȱwasȱusedȱinȱallȱexperimentsǯȱCAȱwereȱisolatedȱfrom male mice. Multiple 172 
comparison Kruskal-Wallis test (a) and Mann-Whitney test (b), ns non significant, * p<0.05, ** 173 
p<0.01, *** p<0.001. ValuesȱareȱmeansȱƹȱSEM (n=7). PSS: physiological salt solution.  174 

2.2. Implication of NO pathway in VTD-induced vasorelaxation of cecocolic arteries 175 

Thus, we assumed that the VTD-induced vasorelaxation in CA was likely due to Ach 176 

release which could stimulate the production of vasorelaxant endothelial factors, such as 177 

NO. Then, we first investigated the implication of NO pathwayȱbyȱusingȱNǻΝǼ-nitro-L- 178 

arginine (L-NNA), a NO synthase inhibitor. In this set of experiments, each U46619-con- 179 

tracted artery was first stimulated by VTD in the presence of PZ, and after washing, the 180 

experiment was repeated in the presence of L-NNA (20ȱΐMǼȱ ǻFigure 5). As described 181 

above, VTD significantly decreased the contraction levels of CA by 2.5-fold (p<0.0001), 182 

while in the presence of L-NNA, VTD had no more effect on the contraction of CA (p=0.18) 183 

(Figure 5a). Therefore, L-NNA totally suppressed the VTD-induced vasorelaxant re- 184 

sponses (p<0.0001) (Figure 5b), indicating that the application of VTD on isolated CA, in- 185 

duced Ach release which in turn activates NO production in the endothelium, leading to 186 

vasorelaxation.   187 
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Figure 5. Effects of L-NNA on veratridine-induced vasorelaxation in CA. (a) The graph shows the 189 
contractileȱ forceȱgeneratedȱbyȱ isolatedȱCAȱbeforeȱandȱafterȱ theȱapplicationȱofȱVTDȱ ǻ30ȱΐMǼȱ ǻleftȱ 190 
panel). In the presence of L-NNAȱǻ20ȱΐMǼǰȱtheȱdecreaseȱofȱwallȱtensionȱinducedȱbyȱVTDȱdisappeared 191 
(right panel). (b) The scatter plots illustrate the reduction of VTD-induced vasorelaxant responses 192 
of CA by L-NNA. All experiments were carried out on precontracted CA with U46619 in the pres- 193 
enceȱofȱPZȱǻ1ȱΐMǼǯȱCAȱwereȱisolatedȱfromȱmaleȱmiceǯȱPaired t test (a) and Unpaired t test (b), ns non 194 
significant, **** p<0.0001. ValuesȱareȱmeansȱƹȱSEM (n=16).  195 

2.3. NCX inhibition partially abolished VTD-induced vasorelaxation of cecocolic arteries 196 

Since NCX participates to the activation of NO production in EC [24,27,29], we de- 197 

cided to challenge the contribution of this Ca2+ transporter in VTD-induced vasorelaxation 198 

of CA, by using two antagonists, namely KB-R7943 and SEA0400 [33]. In the presence of 199 

KB-R7ş43ȱǻ10ȱΐMǼǰȱtheȱVTD-induced vasorelaxant responses were strongly decreased by 200 

2.6-fold (p<0.0001) and by 3.5-fold (p<0.001) in CA from males and females, respectively 201 

(Figure 6a). In addition, SEA0400 also significantly reduced VTD-induced effects in a con- 202 

centration-dependent manner in CA from males and females (Figure 6B). We did not use 203 

higher concentrations of these NCX inhibitors in order to avoid unspecific effects. These 204 

results suggested that NCX likely mediates NO pathway activation in EC in response to 205 

VTD-induced Ach release in CA. 206 

  207 

Figure 6. Effects of NCX antagonists on VTD-induced vasorelaxation of CA. The scatter plots illus- 208 
trate the reduction of VTD-induced vasorelaxant responses of CA by KB-R7ş43ȱ ǻ10ȱ ΐMǰȱ NCXȱ 209 
blocker) (a) or by SEA0400 (1 and 10 ΐMǰȱNCX1ȱblockerǼȱ(b). CA were pre-contracted by U46619 in 210 
the presence of PZ ǻ1ȱΐMǼǯ CA were isolated from male (blue) and female (orange) mice. Mann- 211 
Whitney test (a) and multiple comparison Kruskal-Wallis test (b), * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001, 212 
ȘȘȘȘȱpǀ0ǯ0001ǯȱValuesȱareȱmeansȱƹȱSEM (n=7-15).  213 
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2.4. NCX inhibition partially abolished Ach-induced Ca2+ responses in endothelial cells 214 

To confim the implication of NCX in Ca2+ signaling of EC, we first characterized its 215 

expression in CA and isolated EC at transcriptional and protein levels. The absolute RT- 216 

qPCR data showed the expression in CA of Slc8a1 (NCX1) and Slc8a2 (NCX2), but not that 217 

of Slc8a3 (NCX3). The expression levels of Slc8a1 are 1.6-fold (p<0.05) and 1.7-fold (p<0.01) 218 

higher than that of Slc8a2 in CA from males and females, respectively (Figure 7a). The 219 

expression of NCX1 was then characterized by western blot and immunohistochemistry. 220 

The western blot allowed the immunodetection of NCX1 in CA (Figure 7b). The anti- 221 

NCX1 antibodies showed a strong immunolabeling exclusively in EC and co-localized 222 

with the labeling of the platelet endothelial cell adhesion molecule (PECAM1) used as an 223 

endothelium marker (Figure 7c).  224 
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Figure 7. Expression of NCX in endothelium of CA. (a) The histograms show the gene expression 226 
levels of NCX determined by absolute RT-qPCR in CA, collected from male and female mice. (b) 227 
NCX1 immunoblotting in CA. NCX1 was detected in CA at protein level by western blot with an 228 
anti-NCX1 antibodies. HSC70 was used as a loading control and mouse brain and heart as a positive 229 
control sample. The experiments were carried out with 10 ΐgȱofȱprotein. Due to the limited size of 230 
the CA, segments of three mice were pooled. (c) NCX1 immunolocalization in CA. NCX1 were im- 231 
munodetected in CA by anti-NCX1 antibodies (red). Endothelium was immunolabeled by anti- 232 
PECAM1 antibodies (green). Nucleus was labeled by DAPI (blue). Mann-Whitney test, * p<0.05, ** 233 
p<0.01ǯȱValuesȱareȱmeansȱƹȱSEM (n=6). MW: Molecular Weight. 234 

  235 

Figure 8. Comparison of Ach-induced Ca2+ responses in primary mesenteric and MS1 endothelial 236 
cells. The Fura-2 fluorescence assays were performed using primary mesenteric EC from mouse (left 237 
panels) and MS1 EC (right panels). (a) Examples of Ca2+ response kinetics induced by Ach. The 238 
traces represent Fura-2ȱfluorescentȱemissionȱratioȱoverȱtimeȱbeforeȱandȱafterȱinjectionȱofȱAchȱǻ1ȱΐMǼȱ 239 
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andȱAPȱǻ1ȱΐMǼȱƸȱAchȱǻ1ȱΐMǼǯȱ(b) Ach-induced Ca2+ responses in Ca2+ free buffer or after Ca2+ store 240 
depletion. The kinetic traces of Fura-2 fluorescent emission ratio were obtained after injection of 241 
Achȱǻ1ȱΐMǼȱinȱnormalȱCa2+ bufferȱandȱinȱtheȱpresenceȱofȱTGȱǻ5ȱΐMǰȱSERCAȱinhibitorǼǯȱForȱcompariȬ 242 
son, the Ca2+-responsesȱofȱAchȱǻ1ȱΐMǼȱwereȱsurimposedȱinȱCa2+ free buffer. (c) Ca2+ responses in- 243 
ducedȱbyȱAchȱǻ1ȱΐMǼȱ inȱnormalȱCa2+ buffer and in Na+ free buffer. (d) The histograms illustrate 244 
normalized Fura-2ȱemissionȱratioȱmeasuredȱafterȱAchȱinjectionȱǻ1ȱΐMǼȱinȱCa2+ free buffer and in Na+ 245 
free buffer. These data represent the AUC calculated from kinetic traces and after normalization by 246 
Ach-inducedȱreponsesȱatȱ1ȱΐMȱinȱnormal Ca2+ buffer, used as control. n=2 for primary mesenteric 247 
EC and n=3 for MS1 EC. Mann-WhitneyȱtestǰȱȘȘȱpǀ0ǯ01ǰȱȘȘȘȘȱpǀ0ǯ0001ǯȱValuesȱareȱmeansȱƹȱSEMǯȱAUCǱȱ 248 
area under the curve; SERCA: sarco-endoplasmic reticulum Ca2+ ATPase. 249 

To determine the role of NCX1 at the cellular level, we measured Ach-induced [Ca2+]i 250 

variation in different conditions. Because the isolation of EC led to the sacrifice of a high 251 

number of mice and a low yield of cells, this technique did not allow accurate Fura-2 flu- 252 

orescence assays. As such, we used a commercially-available primary cultures of mesen- 253 

teric EC from mouse and the mouse EC line, MS1 EC. These two cells responded to Ach 254 

by [Ca2+]i elevation with similar kinetics: the Ca2+ response peaked 5 s after injection, 255 

slowly decreased during about 20 s, and then reached a plateau (Figure 8a). As expected, 256 

thisȱresponseȱwasȱcompletelyȱinhibitedȱbyȱAPȱǻ1ȱΐMǼǰȱindicatingȱthatȱAch-induced Ca2+ 257 

responses are mediated by muscarinic receptors in both cellular models. Moreover, the 258 

treatmentȱbyȱ thapsigarginȱ ǻ5ȱΐMǼȱ toȱdepleteȱREȱCa2+ store, totally suppressed Ach-in- 259 

duced Ca2+ responses for primary mesenteric and MS1 EC (Figure 8b). In the absence of 260 

extracellular Ca2+, Ach-induced Ca2+ response exhibited a peak with the same amplitude 261 

as control, followed by a slow decrease of the signal over the time. In low Na+ containing 262 

buffer, the ACh-induced Ca2+ responses were much more reduced for both cell types in 263 

comparison to control (Figure 8c). The area under the curve (AUC) of Ach-induced Ca2+ 264 

response was stronger reduced in low Na+ containing buffer than in Ca2+ free buffer in 265 

primary mesenteric EC (1.5-fold, p<0.01) and MS1 EC (2.5-fold, p<0.0001) (Figure 8d). 266 

Taken together, our data highlighted that MS1 EC and primary mesenteric EC exhibit 267 

similar Ca2+ responses to Ach and that the Ach-induced Ca2+ responses in EC depend on 268 

i) pivotal role of store operated Ca2+ release and partial role of extracellular Ca2+, and  ii) 269 

important role of extracellular Na+. Moreover, since MS1 EC express also Chrm3, encoding 270 

M3 muscarinic receptors, and two EC markers, Nos3 and Pecam1 (Supplementary Figure 271 

S2A and B), we decided thus to use these EC for further investigations. 272 

As proposed above, we assumed that VTD-induced relaxation of CA is mediated by 273 

ACh release which in turn activates NO production in EC. Since MS1 EC expressed NaV 274 

channels at both transcriptional and protein levels (Supplementary Figure S2C and D), we 275 

needed to control the effects of VTD on these cells. By using patch-clamp recordings, or 276 

the monitoring of intracellular Na+ concentration using the Asante NaTrium Green-2 flu- 277 

orescent probe, we did not observe any effects of VTD on MS1 EC (data not shown). In 278 

addition, VTD did not trigger elevation of [Ca2+]i in MS1 EC (data not shown). These ob- 279 

servations are consistent with our assessment that VTD-induced relaxation of CA is due 280 

to Ach release by parasympathetic neurons and not a direct effect of VTD in EC.  281 

Next, since i) NCX inhibition partially reduced VTD-induced vasorelaxation of CA 282 

and ii) both extracellular Ca2+ and Na+ altered Ach-induced Ca2+ response in MS1 EC, we 283 

decided then to analyze the contribution of NCX in these EC. As such, Ach-induced Ca2+ 284 

responses were evaluated in the presence of three NCX antagonists, a Pan-NCX antago- 285 

nist KB-R7943, and two antagonists selective of NCX1, SEA0400 and SN-6. We first char- 286 

acterized NCX1 expression in MS1 EC at transcriptional and protein levels. As expected, 287 

the absolute RT-qPCR data showed the expression of only Slc8a1 (NCX1) which was con- 288 

firmed at protein levels by western blot analysis (Figure 9a,b). 289 

When Ach (10-7 M) is co-injected with NCX inhibitors, Ach-induced Ca2+ response is 290 

fully (KB-R7943) or partially (SEA0400 and SN-6) reduced (Figure 9c). Importantly, with 291 

KB-R7943, the inhibition rate depended on Ach concentrations (Figure 9d, left panel). In- 292 

deed, the inhibition levels were higher for Ca2+ responses induced by 10-7 M of Ach (87.7% 293 
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of inhibition based on AUC determination) and progressively decreased with increasing 294 

Ach concentrations (Figure 9d, left panel). The peaks of Ca2+ responses induced by 10-8 295 

and 10-7 M of Ach were completely crushed by KB-R7943 (inhibition levels of 97.6 and 296 

93.1%, respectively. p<0.01) (Figure 9c, left panel) whereasat 10-5 M of Ach, the inhibitory 297 

effects of KB-R7943 were 2.5-fold weaker when considering the amplitude of the plateau 298 

than that of peak. 299 

The inhibitory effects of SEA0400 on Ca2+ responses were the strongest at 10-8 M of 300 

Ach. Moreover, at this Ach concentration, the inhibition reached comparable levels when 301 

examining AUC, peaks or the plateau of the Ca2+ responses: 55.2% (p<0.05), 61.6% (p<0.01) 302 

and 49.1% (p<0.05) (Figure 9d, middle panel).  303 

As observed with SEA0400, the strongest inhibitory effects of SN-6 were observed at 304 

10-8 M of Ach (Figure 9c, right panel). At this Ach concentration, the inhibition reached 305 

similar levels: 71.1% (p<0.01), 84.6% (p<0.01) and 87.6% (p<0.05), when the global response 306 

(AUC), peak amplitude or plateau levels were measured, respectively. At higher Ach con- 307 

centrations (10-7, 10-6 and 10-5 M), the inhibitory effects of SN-6 were much lower (about 308 

20%) (Figure 9d, right panel). Taken together, our data showed that NCX1 mainly con- 309 

tribute to [Ca2+]i elevation induced by Ach in EC. 310 
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 311 

Figure 9. Effects of NCX antagonists on Ach-induced Ca2+ responses generated by MS1 endothelial 312 
cells. (a) The gene expression profile of NCX isoforms was established in MS1 EC by using absolute 313 
RT-qPCR. (b) NCX1 were detected in MS1 EC at protein level by western blotting. HSC70 was used 314 
as a loading control and mouse heart as a positive control sample. (c) The kinetic examples of Ach- 315 
induced Ca2+ responses in the presence of NCX antagonists. The traces represent Ca2+ responses 316 
inducedȱbyȱ0ǯ1ȱΐMȱAchȱinȱtheȱabsenceȱorȱpresenceȱofȱKB-R7943 (left panel), SEA0400 (middle panel) 317 
and SN-6 (right panel). (d) The curves illustrate the inhibitory effects of KB-R7943 (left panel), of 318 
SEA0400 (middle panel) and of SN-6 (right panel) on Ca2+ responses induced by 0.01, 0.1, 1 and 10 319 
ΐMȱofȱAchǯȱTheȱanalysesȱwereȱperformedȱbyȱusingȱAUCǰȱpeakȱamplitudeȱand plateau levels. The 320 
data (AUC) were normalized by Ach-evoked Ca2+ responseȱatȱ10ȱΐMǯȱTheȱmeanȱvaluesȱofȱinhibitoryȱ 321 
effects were compared to 0% using one-sampleȱtȱtestȱǻȘȱpǀ0ǯ05ǰȱȘȘȱpǀ0ǯ01ǼǯȱValuesȱareȱmeansȱƹȱSEM 322 
(n=3). 323 
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2.5. Inhibition of PKC reduced Ach-induced Ca2+ responses in endothelial cells 327 

Because the Ca2+ signaling pathway activated by Ach leads to PKC activation, which 328 

is known to increase NCX1 activity by phosphorylation [34,35], we tested the effects of its 329 

inhibition by chelerythrine (Che), a Pan-PKC inhibitor [36]. Ca2+ responses were induced 330 

according to the same protocol used for testing NCX inhibitors. At 10-5 M, Che signifi- 331 

cantly reduced Ca2+ responses in Ach concentration-dependent manner (Figure 10). Based 332 

on AUC determination, the inhibitory effects were the strongest at 10-8 M Ach (100.0%, 333 

p<0.01) and were progressively decreased to reach 31.6% (p<0.01) of inhibition at 10 -5 M 334 

(Figure 10a). These Ach concentration-dependent effects of Che were also observed at 335 

peak amplitude and plateau levels (Figure 10b,c). However, the peak amplitude of Ca2+ 336 

responses was not significantly decreased by Che at 10-6 M Ach (29.8%, p=0.11) and Che 337 

did not affect the peak amplitude at 10-5 M Ach (4.4%, p=0.40) (Figure 10b).  338 

 339 

   340 

Figure 10. Effects of chelerythrine, a PKC antagonist on Ach-induced Ca2+ responses in MS1 EC. The 341 
curves represent the inhibitory effects of chelerythrine ǻ10ȱΐMǼȱon Ca2+ responses induced by 0.01, 342 
0ǯ1ǰȱ1ȱandȱ10ȱΐMȱofȱAchȱinȱMS1ȱECǯ The analyses were based on AUC (a), peak amplitude (b) and 343 
plateau levels (c). The data were normalized by Ach-induced Ca2+ reponseȱatȱ10ȱΐMǯȱTheȱmeanȱvalȬ 344 
ues of inhibitory effects were compared to 0% using one-sample t test (* p<0.05, ** p<0.01, *** 345 
p<0.001)ǯȱValuesȱareȱmeansȱƹȱSEM (n=3). 346 

3. Discussion 347 

In the present study, we determined that VTD induces vasoconstriction in FOMA, 348 

while it triggers vasorelaxation in CA, showing that this NaV channels activator induces 349 

distinct vasomotor responses within the mesenteric arterial bed. These responses were 350 

suppressed by ⍺-1 adrenoceptor antagonist in FOMA and by muscarinic receptor antago- 351 

nist in CA, revealing that VTD activates neuronal NaV channels and thus stimulates NA 352 

and Ach releases from in sympathetic and parasympathetic nerve endings. Here, we fo- 353 

cused our study on VTD-induced vasorelaxation in CA, in which Ach release leads to the 354 

activation of eNOS and likely, to subsequent endothelial NO production. In fact, VTD had 355 

no direct effect on endothelial [Ca2+]i, even though they express NaV channels at both tran- 356 

scriptional and protein levels. However, we evidenced that Ach-induced vasorelaxation 357 

depends on the activity of NCX1 in Ca2+ entry mode.  358 

We first aimed to study the role of NaV channels endogenously expressed in EC and 359 

VSMC in vasomotor regulation of small arteries. However, in FOMA and CA, the contrac- 360 

tile responses induced by VTD were totally suppressed by ⍺-1 adrenoceptor or muscarinic 361 

receptor antagonists, indicating that VTD affected neurotransmitter release in isolated ar- 362 

teries. Thus, in our conditions, the arterial responses induced by VTD did not result from 363 

the activation of vascular NaV channels. Indeed, VTD has been extensively used to study 364 

the implication of vascular NaV channels in contraction of isolated arteries [13,32,37Ȯ39]. 365 
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However, the ⍺-1 adrenoceptor antagonist PZ strongly reduced VTD-induced contraction 366 

of rat MA [32] and suppressed vasoconstriction of rat aorta [37] and human uterine arter- 367 

ies [38]. This indicates that VTD activates NaV channels of perivascular nerve endings, and 368 

its vascular effects arise from the release of NA. However, we could not exclude the con- 369 

tribution of NaV channels which are expressed in EC or VSMC in vascular motricity. In 370 

this context, the vascular effects of VTD must be carefully considered and the role of NaV 371 

channels endogenously expressed in EC and VSMC in physiological conditions remains 372 

unclear.     373 

We demonstrated that the contractile effect of VTD on MA depend on the branch 374 

type, reflecting difference in the vasomotor innervation. Then, VTD induced contraction 375 

in FOMA and vasorelaxation in CA, which are known to be densely innervated [40]. In- 376 

deed, it is well established that FOMA and other branches of cranial mesenteric arteries 377 

(Figure 1a) are innervated by adrenergic and CGRP nerves, which are vasoconstrictor and 378 

vasodilator, respectively [40Ȯ43]. None or few cholinergic nerves have been detected in 379 

FOMA and they are not associated with vasomotor regulation [42]. Thus, our data are 380 

consistent with these statements, as VTD-induced vasoconstriction in FOMA is abolished 381 

by ⍺-1 adrenoceptor antagonist. However, the innervation of CA has not been described 382 

in detail, but the fact that the VTD-induced vasorelaxation was abolished by muscarinic 383 

receptor antagonist strongly suggests that this branch contains vasomotor cholinergic 384 

nerves. These differences in the vasomotor innervation between FOMA and CA likely re- 385 

flect differences in jejunum-ileum and cecum vascularisation to allow a fine control of the 386 

blood flow throughout the mesenteric bed. Further experiments would help to confirm 387 

the distribution and function of cholinergic nerves in CA. 388 

Here, we assume that VTD induced Ach release from parasympathetic nerves and 389 

subsequently endothelial NO production which triggered the vasorelaxation. Indeed, we 390 

observed that L-NNA supressed VTD-induced vasorelaxation in CA. Since endothelial 391 

NO synthase (eNOS) activity is regulated by Ca2+-dependent pathway and phosphatidyl- 392 

inositol-3 kinase/Akt pathway, we can postulate that VTD indirectly evokes [Ca2+]i eleva- 393 

tion in EC [44]. In addition, regarding that Ach induced [Ca2+]i elevation mediated by Gq 394 

coupled muscarinic receptors, we assume that this pathway is involved in eNOS activa- 395 

tion observed in CA treated with VTD. Moreover, the NCX antagonists KB-R7943 and 396 

SEA0400 significantly reduced VTD-induced vasorelaxation of CA, suggesting that endo- 397 

thelial NCX contributes to [Ca2+]i elevation and subsequently to NO production as previ- 398 

ously described [24,27,29]. This assessment is supported by our observation showing the 399 

expression of NCX1 in the endothelium of CA and in dissociated EC.  400 

VTD did not affect [Na+]i concentration, nor [Ca2+]i in MS1 EC, thereby the NaV chan- 401 

nels expressed in these cells are not involved in the regulation of NO production by the 402 

endothelium. Thus, we could exclude the implication of endothelial NaV channels in the 403 

VTD-induced relaxation observed in CA, which is more likely due to Ach release, and in 404 

turn, store operated Ca2+ release, leading to eNOS activation [45]. By monitoring [Ca2+]i, 405 

we found that primary EC from MA and MS1 EC exhibit similar response to Ach, with a 406 

peak and a sustained component as previously described [46]. The Ach-induced Ca2+ re- 407 

sponses in both cell models are initiated by Ca2+ release from intracellular stores, as they 408 

were inhibited by incubation with thapsigargin. Moreover, ACh-induced [Ca2+]i elevation 409 

is significantly reduced in Ca2+ free or Na+ free media, in agreement with previous studies 410 

[24]. By the way, our data show that MS1 EC represent a suitable cellular model to inves- 411 

tigate endothelial Ca2+ signaling. 412 

Our data evidenced that only Slc8a1 transcripts were expressed in dissociated EC 413 

from MA and MS1 EC, suggesting that only NCX1 is expressed in the endothelium. Thus, 414 

the reduction of Ach-induced Ca2+ elevation by NCX inhibitors in MS1 EC revealed the 415 

contribution of the Ca2+ exchange entry mode of NCX1 in Ca2+ signaling. This mechanism 416 

could explain why NCX and eNOS inhibitors also reduced VTD-induced vasorelaxation 417 

of CA. Since L-NNA totally suppressed the VTD-induced vasorelaxation of CA, we did 418 

not explore the implication of NCX1 in EDHF pathway, although the EDHF pathway has 419 
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been shown to contribute to vasorelaxation induced by Ach in MA from rat [29]. The Ca2+ 420 

exchange entry mode of NCX1 in EC has been also proven in other EC models, such as 421 

EC from MA, HUVEC and cardiac microvessels [25,26,29]. Our findings bring novel evi- 422 

dence of the Ca2+ entry mode of NCX1 in endothelium, which must be considered as a 423 

significant actor in Ca2+-dependent vasodilation.  424 

In another physiological context, NCX inhibition has been shown to attenuate [Ca2+]i 425 

elevation induced by VEGF and thrombin in HUVEC [47,48]. Indeed, NCX1 contributes 426 

to Ca2+-activated endothelium-mediated vasodilation in response to mediators, such as 427 

Ach, ATP and bradykinine [24,27,29] and our data reinforce this statement. In particular 428 

experimental conditions, when [Na+]i is enhanced by monensine, it has been proven that 429 

NCX1 also promotes Ca2+ extrusion in EC [23,25,28,49]. Altogether, this highlights the piv- 430 

otal role of NCX1 in the regulation of Ca2+ homeostasis in EC and thereby in the produc- 431 

tion of endothelium-dependent vasodilators. 432 

Here, we showed that the inhibition of PKC decreased the Ach-induced Ca2+ re- 433 

sponses in EC. Since PKC is known to be a positive regulator of NCX1 by increasing Na+ 434 

and Ca2+ affinities [35], it is possible that Ach-induced PKC activation which in turn in- 435 

creases NCX1 activity in EC. Importantly, PKC also requires Ca2+ for its translocation to 436 

the plasma membrane in order to be fully activated [50]. Notably, it has been proven that 437 

the Ca2+ entry mediated by NCX allows PKC translocation to the plama membrane in HU- 438 

VEC [51]. Needless to say, PKC regulates the activity of different ion channels that in turn 439 

modulate [Ca2+]i, such as store-operated Ca2+ channels, TRP and BKCa channels [12,52,53]. 440 

Moreover, PKC also modulates Na+/K+-ATPase, sarcoplasmic/endoplasmic reticulum 441 

Ca2+-ATPase (SERCA) and plasma membrane Ca2+-ATPase (PMCA) [54Ȯ56]. Concerning 442 

eNOS regulation by PKC, controversial conclusions have been made in the literature, 443 

some studies have revealed that PKC activation induces eNOS activation [57,58] and other 444 

have demonstrated an inhibition of eNOS by PKC stimulation [59,60]. Thus, further ex- 445 

periments will be necessary to evidence the involvement of PKC in Ach-induced Ca2+ en- 446 

try by NCX1. Another aspect to be considered is that the PKC modulation in Ach-induced 447 

Ca2+ elevation could be the consequence of the modification of NCX1 partners, such as 448 

Na+/K+-ATPase [28,61], PMCA, SERCA [25,62] and TRPC channels [51].  449 

4. Materials and Methods 450 

4.1 Chemicals and reagents 451 

VTD was obtained from Santa Cruz Biotechnology (Dallas, Texas, USA). TTX was 452 

from Latoxan (Valence, France). U46619 was from Cayman Chemical (Ann Arbor, Michi- 453 

gan, USA). Fura-2-AM and Optical Cutting Temperature (OCT) compound were from 454 

Thermo Fisher Scientific (Waltham, Massachusetts, USA). All other chemicals including 455 

Ach, phenylephrine (Phe), PZ, AP, L-NNA, KB-R7943, SEA0400, SN-6, thapsigargin, Che 456 

andȱ pluronicț-F127 acid were obtained from Sigma-Aldrich Merck (Saint-Louis, MO, 457 

USA). 458 

4.2 Ethical statement, animal care and conditioning 459 

All animal procedures were carried out in accordance with the European Commu- 460 

nity council directive 2010/63/EU for the care and use of laboratory animals. The experi- 461 

mental procedures were approved by ourȱ respectiveȱ localȱ ethicalȱ committeesȱ ǻNǚȱ 462 

A49007002). The NC3R's ARRIVE guidelines were followed in the conduct and reporting 463 

of all experiments using animals. Male and female C57BL/6j (Janvier Labs, France), aged 464 

between 5 and 6 months, were used in this study. The animals were housed in individual 465 

cages (internal dimensions in mm: 369 x 165 x 132, L x W x H for 5 mice) within a con- 466 

trolled temperature room (21Ȯ23ȹǚCǼȱofȱtheȱAnimalȱfacilitiesȱUnitȱofȱtheȱHospitalȱUniverȬ 467 

sity of Angers (SCAHU). They were maintained under a 12-h light/dark cycle with free 468 

access to water and food. 469 
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4.3 Wire myography 470 

Mice were sacrificed by CO2 inhalation using an automated chamber (Tem Sega, Pes- 471 

sac, France). Two different branches of MA such as CA and FOMA were harvested and 472 

their adherent tissues were removed (Figure 1a) in cold physiological salt solution (PSS, 473 

in mM: NaCl, 130; KCl, 3.7; MgSO4(7H2O), 1.2; NaHCO3, 14.9; CaCl2(2H2O), 1.6; HEPES, 474 

5; KH2PO4, 1.2; D-glucose, 11) at pH 7.4 (pO2 160 mmHg and pCO2 37 mmHg). Arterial 475 

segments with a length of 2 mm were mounted in a Mulvany-Halpern-type wire myo- 476 

graph (Danish MyoTechnology, DMT, Aarhus, DK) [63]ǯȱTwoȱtungstenȱwiresȱwithȱ40ȱΐmȱ 477 

diameter were inserted into the arterial lumen and fixed to a micrometer and a force trans- 478 

ducerǯȱArteriesȱwereȱbathedȱinȱaȱ5ȱmLȱPSSȱmaintainedȱatȱ37ǚCȱandȱatȱpHȱofȱ7ǯ4ȱǻpO2ȱ160ȱ 479 

mmHg and pCO2 37 mmHg). After wall tension normalization, arteries were stabilized 480 

for 40 min. The maximal contractile capacity was evaluated using a K+ rich PSS (80 mM) 481 

withȱ3ȱΐMȱPheȱaddedǯȱToȱcontrolȱtheȱendothelialȱintegrityǰȱtheȱarteriesȱwereȱcontractedȱ 482 

withȱ2ȱΐMȱPheȱandȱthenǰȱ2ȱΐMȱAchȱwasȱaddedȱtoȱinduceȱaȱvasorelaxationǯȱArteriesȱwhichȱ 483 

did not respond to Ach, were discarded. 484 

To characterize the VTD effects on vascular tone, arteries were contracted with 485 

U46619 (15 to 90 nM, thromboxane A2 analogue) to reach 50 % of maximal contraction. 486 

PZȱǻanȱ΅-adrenoceptorȱinhibitorǰȱ1ȱΐMǼȱorȱaȱcocktailȱofȱPZȱandȱAPȱǻaȱmuscarinicȱreceptorȱ 487 

antagonist, 100 nM) were added in chamber to inhibit the effects of NA and Ach released 488 

by sympathetic and parasympathetic nerve endings, respectively, for 20 min before VTD 489 

application. VTD-inducedȱeffectsȱwereȱanalyzedȱinȱtheȱpresenceȱofȱTTXȱǻ0ǯ3ȱandȱ1ȱΐMǼȱorȱ 490 

in a low Na+ PSS (in mM: Choline chloride, 130; KCl, 3.7; MgSO4(7H2O), 1.2; NaHCO3, 491 

14.9; CaCl2(2H2O), 1.6; HEPES, 5; KH2PO4, 1.2; D-glucose, 11). To characterize VTD-in- 492 

duced vasorelaxation responses observed with CA, experiments were performed in pres- 493 

ence or absence of L-NNA ǻ20ȱΐMǰȱaȱnitricȱoxideȱsynthaseȱinhibitorǼǰȱKB-R7943 (a NCX 494 

inhibitorǲȱ10ȱΐMǼȱorȱSEA0400ȱǻaȱselectiveȱNCX1ȱinhibitorǲȱ1ȱandȱ10ȱΐMǼǯȱ  495 

4.4 Cell culture 496 

As a model of EC, the primary murine mesenteric EC (C57BL/6 mouse primary in- 497 

testinal mesenteric vascular endothelial cells, M1168, Cell Biologics, Chicago, IL, USA) 498 

and Mile Sven 1 MS1 murine pancreatic endothelial cell line (CRL-227şǰȱATCCțǰȱauthenȬ 499 

ticated by ATCC on 03/26/2021) were used. The primary EC were cultured in complete 500 

mouse endothelial cell medium (Cell Biologics) and used from passage 4 until passage 6. 501 

MS1ȱcellsȱwereȱculturedȱfromȱpassageȱ8ȱuntilȱpassageȱ20ȱatȱ37ǚCȦ5ƖȱCO2 in DMEM/F12 502 

(PAN-Biotech) supplemented with 10% FCS (Eurobio Scientific), 1 mM L-glutamine 503 

(PAN-biotech) and 1 mM of penicillin and streptomycin solution (PAN-Biotech). 504 

4.5 Quantitative real time polymerase chain reaction 505 

To quantitate NCX transcripts expression, total RNAs were extracted from CA, iso- 506 

lated mesenteric vascular cells and MS1 EC using the RNeasy micro kit (Qiagen, Courta- 507 

boeuf, France), as described previously [64]. 300 ng of total RNA was processed for cDNA 508 

synthesis using random hexamers and the QuantiTect Reverse Transcription kit (Qiagen). 509 

Real-time PCR assays were assessed on a LightCycler 480 Instrument II (Roche, Meylan, 510 

FranceǼȱusingȱSybrțȱSelectȱMasterȱMixȱǻAppliedȱBiosystemsțǼǰȱ6ȱngȱofȱcDNAȱinȱduplicateȱ 511 

and gene-specific primers (See Table 1) previously designed using the Primer3 Software. 512 

The cycle threshold method was used to determine differences in transcript expression 513 

levels, as described earlier [65]. Amplification specificity was confirmed by one peak-melt- 514 

ing curve at the end of the amplification process. To perform the absolute quantification 515 

method, mouse Slc8a1 to 3 cDNA clones (ABIN4099663, ABIN4102124 and ABIN4102129, 516 

Genomics, Aachen, Germany) were used. All cDNA sequences were verified and guaran- 517 

teed by Genomics. To calculate copy numbers of transcripts, cDNA copies were evaluated 518 

using the calibration curve method from the recombinant double stranded plasmid DNA 519 

molecule as previously described [66]. The cDNA copy numbers of 8 plasmid dilutions 520 
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were used to establish the calibration curves for each gene, allowing PCR efficiency deter- 521 

mination (~100% for each gene). For relative quantification method, gene expression levels 522 

were normalized to the mean of expression levels of 3 validated housekeeping genes using 523 

the 2ƺ̇Ct method: Gapdh (glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase), Hprt (hypoxan- 524 

thine phosphoribosyltransferase) and Gusb (beta-glucuronidase). 525 

Table 1. Sequence of primers used for real-time RT-PCR 526 

Gene Name 
Genbank Accession 

Number 
Protein Name Forward primerȱǻ5Ȃ 3ȂǼ Reverseȱprimerȱǻ5Ȃ 3ȂǼ 

Scn1a NM_018733.2 NaV1.1 ttgcaaggggcttctgttta aggtccacaaactccgtcac 

Scn2a NM_001099298.2 NaV1.2 gggttgcatatggtttccaa cccaaggcatttgcagtta 

Scn3a NM_018732.3 NaV1.3 tcctcagtagtggtgctttgg gatgtaagtgaagactttgtcagca 

Scn4a NM_133199.2 NaV1.4 gaaaaccatcacggtcatcc tccgagagctttttcacagac 

Scn5a NM_021544.4 NaV1.5 gccagatctctatggcaacc ttgcccttattcagcacgat 

Scn8a NM_001077499.2 NaV1.6 ctggtgctggttggacttc gcccagggcattagctataa 

Scn9a NM_001290674.1 NaV1.7 gctgagcctatcaatgcaga acttggcagcatggaaatct 

Scn10a NM_001205321.1 NaV1.8 tgggtagcttatggcttcaaa ctatgaggcttgtgagggaga 

Scn11a NM_011887.3 NaV1.9 ttcataatgtgtggcaactgg ttattgcacgtggaaccatc 

Chrm1 NM_001112697.1 M1 receptor cccccaagatggattgaa ttttctcagagtaagggcatcac 

Chrm2 NM_033269.4 M3 receptor ttcccatcatgatacacacca aatgtcacgtgcttggtcac 

Chrm3 XM_006499099.5 M5 receptor cagcaagctaccctgaatcc aagcaaaccagactgtgatcatt 

Slc8a1 NM_001112798.2 NCX1 ccatcctaggcgagcaca tcgtcttcttaatgagtttgtcca 

Slc8a2 NM_148946.2 NCX2 cattacgaggatgcttgtgg catcatccactatcttgacctga 

Slc8a3 NM_080440.3 NCX3 ggaagccatcactgttagtgc tgcatgacgtagtcaaagcag 

Nos3 NM_008713.4 eNOS ccagtgccctgcttcatc gcagggcaagttaggatcag 

Pecam1 NM_008816.3 CD31 ccagtgccctgcttcatc gcagggcaagttaggatcag 

Gusb NM_010368.1 Gus ctctggtggccttacctgat cagttgttgtcaccttcacctc 

Hprt NM_013556.2 Hprt aggacctctcgaagtgt attcaaatccctgaagtactcat 

Gapdh NM_008084.2 Gapdh ccggggctggcattgctctc ggggtgggtggtccagggtt 

4.6 Immunohistochemistry 527 

CA cryoconserved in embedding medium OCT compound were transversally cut at 528 

10ȱΐmȱthickȱbyȱCryostatȱ ǻLeicaǼȱatȱ -25ǚCȱandȱplacedȱonȱSuperFrostPlusȱslidesȱǻThermoȱ 529 

Fisher Scientific, USA). Artery slices were dried at room temperature. Immunofluores- 530 

cence staining was performed using the anti-NCX1 mouse primary antibody (1:500, R3F1, 531 

Swant, Switzerland). The endothelium was identified with the anti-PECAM1 rabbit pri- 532 

mary antibodies (anti-CD31 labeled with FITC, 1:50, eBioscience, USA). Nuclei were 533 

stainedȱwithȱDAPIȱ10ȱΐgȦmlȱǻMolecularȱprobesǰȱInvitrogenǼǯȱAllȱtheȱprimaryȱantibodiesȱ 534 

andȱDAPIȱwereȱincubatedȱovernightȱatȱ4ǚCȱinȱdarkȱroomǯȱArteryȱslicesȱwereȱwashedǰȱandȱ 535 

then incubated with Alexa fluor 568 conjugated goat anti-mouse antibodies (1:200, Invi- 536 

trogenǼȱforȱ3ȱhǰȱatȱ4ǚCȱinȱdarkȱroomǯȱAfterȱwashingǰȱaȱdropȱofȱtheȱaqueousȱmountingȱmeȬ 537 

dium (Fluoromount, Sigma-Aldrich Merck, USA) was placed on artery slices, and a co- 538 

verslip was then put on each slide. After drying for 1 h, fluorescent staining was revealed 539 

by a confocal microscope Nikon Eclipse TE2000-S. The imaging acquisition was per- 540 

formed with Metamorph software (Molecular Devices, California, USA). Negative control 541 

experiments excluding the primary antibody were carried out to validate the specificity 542 

of the immunofluorescence labelling. 543 
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4.7 Western blotting 544 

MS1 EC were lysed in RIPA extraction buffer (50 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 12 545 

mM Na Deoxycholate, 0.1% SDS, 1% Triton X-100 and protease inhibitor cocktail (Thermo 546 

Fisher Scientific))ǯȱAfterȱhomogenizationȱforȱ30ȱminȱatȱ4ǚCǰȱtheȱsamplesȱwereȱcentrifugedȱ 547 

atȱ14ǰ000ȱgȱatȱ8ǚCȱforȱ20ȱminǯȱProteinȱquantityȱofȱtheȱsupernatantȱwasȱdeterminedȱusingȱ 548 

theȱMicroȱBCAȱProteinȱAssayȱKitȱǻThermoȱFisherȱScientificǼǯȱ10ȱorȱ30ȱΐg of proteins were 549 

separated by SDS-PAGE (10% polyacrylamide gel) and then transferred to a nitrocellulose 550 

membrane. The non-specific binding sites were blocked with Tris-buffered saline solution 551 

containing 0.1% Tween and 5% BSA for 90 min. Next, the membranes were incubated with 552 

the rabbit anti-NCX1 (1:500, ANX-011, Alomone Labs) or the rabbit anti-Pan NaV (1:200, 553 

ASC-003ǰȱAlomoneȱLabsǼȱprimaryȱantibodiesȱovernightȱatȱ4ǚCǯȱThe anti-Ά-actin (1:10,000, 554 

A3854, Sigma-Aldrich Merk) or the anti-HSC70 primary antibodies (1:10,000, SC-7298, 555 

Santa Cruz Biotechnology) were used as loading controls. After washing, the membranes 556 

were incubated with the anti-rabbit or -mouse secondary antibodies conjugated to horse- 557 

radish peroxidase (1:5000, Thermo Fisher Scientific) for 90 min. Proteins were revealed 558 

using Pierce ECL Western Blotting Substrate kit (Thermo Fisher Scientific) by LAS-3000 559 

imager (Fuji, Tokyo, Japan). The image acquisition was performed with Image Labs (Bio- 560 

Rad, California, USA). 561 

4.8 Fluorescence assays 562 

MS1 EC were plated at a density of 20,000 cells per wells (96 wells) in their adequate 563 

mediumȱandȱassayedȱ24ȱhoursȱafterȱplatingȱusingȱaȱFlexStationțȱ3ȱBenchtopȱMulti-Mode 564 

Microplate Reader (Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA). The cells were washed with 565 

Ca2+ bufferȱǻHankȂsȱBalancedȱSaltȱSolutionǰȱHBSSǼǰȱsupplementedȱwithȱ2ǯ5ȱmMȱCaCl2, 1 566 

mM MgCl2, 10 mM HEPES and 0.5% BSA with pH adjusted at 7.4. Next, MS1 EC were 567 

incubated for 1 h at room temperature in the freshly prepared Fura-2-AMȱbufferȱǻ5ȱΐMȱ 568 

Fura-2-AMȱandȱ0ǯ02ƖȱPluronicț-F127 acid dissolved in Ca2+ buffer). After washing, they 569 

were incubated in Ca2+ buffer during 45 min for a complete de-esterification of Fura-2- 570 

AM. To evaluate the variation of [Ca2+]i, the plates were exposed at 340 nm and 380 nm 571 

excitation wavelengths. The fluorescence emission spectra were recorded at 510 nm for 572 

180 s with 0.25 Hz of acquisition frequency. After 30 s baseline, Ach (0.1 nM-10ȱΐMǼȱwasȱ 573 

automatically injected to stimulate the cells. To evaluate the effects of NCX inhibition, KB- 574 

R7ş43ȱǻ10ȱΐMǼǰȱSN-6ȱǻ10ȱΐMǼȱorȱSEA0400ȱǻ10ȱΐMǼȱwereȱco-injected with Ach. To investi- 575 

gate the effects of PKC inhibition was carried out by co-injectionȱofȱCheȱǻ10ȱΐMǼȱwithȱAchǯȱ 576 

MS1 EC were also stimulated with Ach in Na+ free buffer (HBSS containing choline chlo- 577 

ride instead of Na+ and supplemented with 2.5 mM CaCl2, 1 mM MgCl2, 10 mM HEPES 578 

and 0.5% BSA at pH 7.4) or in Ca2+ free buffer (HBSS supplemented with 2.5 mM EGTA, 579 

1 mM MgCl2, 10 mM HEPES and 0.5% BSA at pH 7.4). To empty endoplasmic reticulum 580 

Ca2+ storage, the cells were treated with the specific inhibitor of SERCA, thapsigargin (5 581 

ΐMǼȱbeforeȱAch-stimulation. Each condition was carried out in 3-5 wells. All experiments 582 

were repeated at least three times (n=3 4). Data acquisition was performed with SoftMax 583 

Pro 5.4.1 software (Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA). 584 

4.9 Statistical analysis 585 

GraphPad Prism 7.02 (La Jolla, CA, USA) software was used for graph generation 586 

and statistical analysesǯȱAllȱdataȱpresentedȱareȱmeanȱƹȱSEMǯȱTheȱnormality of data distri- 587 

bution was evaluated using Shapiro-Wilk test and significance tests between groups were 588 

performed using parametric or non-parametric tests when appropriate. To analyse the 589 

significance between two groups, t-test, Wilcoxon test or Mann-Whitney test were used 590 

when appropriate. For multiple comparisons, Kruskal-Wallisȱ testȱ followedȱ byȱDunnȂsȱ 591 

post-hoc test was used. Wire myography experiments were repeated with isolated arteries 592 

from at least 7 animals. Data from fluorescence assays are mean ƹȱSEMǰȱcalculatedȱfromȱ 593 

at least 3 independent experiments (n = 3 4). The kinetic traces of Fura-2 fluorescence were 594 
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plotted as an emission ratio ( ex 340 nm / ex 380nm) and the integration of the fluores- 595 

cence kinetics (AUC) was used for data analysis. Differences with p<0.05 were considered 596 

significant (ns: not significant, * for p<0.05, ** for p<0.01, *** for p<0.001, **** for p<0.0001). 597 

5. Conclusions 598 

Our data demonstrate that the vasomotor responses mediated by VTD are due to the 599 

activation NaV channels expressed in perivascular nerves in mouse MA, which leads to 600 

neurotransmitters release. Indeed, we determined that VTD induced contraction response 601 

in FOMA, which is abolished by PZ, indicating NA release by sympathetic vasomotor 602 

innervation. In contrast, VTD induced vasorelaxant response in CA, which is suppressed 603 

by AP, revealing Ach release by parasympathetic vasomotor nerve endings. These data 604 

highlight that FOMA and CA exhibits distinct vasomotor regulation. In CA, Ach release 605 

exclusively causes eNOS stimulation in the endothelium, mediated by NCX1. Finally, we 606 

determine that NCX1 and PKC contribute to Ach-induced Ca2+ intracellular pathway of 607 

the eNOS activation in EC. 608 
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Abbreviations 629 

The following abbreviations are used in this manuscript: 630 

Ach   acetylcholine 631 

AP   atropine 632 

AUC   area under curve 633 

CA   cecocolic artery  634 

[Ca2+]i   intracellular Ca2+ concentration 635 

EC   endothelial cell 636 

FOMA  1st order mesenteric artery 637 

LNNA  NǻΝǼ-nitro-L-arginine 638 

MA   mesenteric artery 639 

MS1   Mile Sven 1 murine 640 

[Na+]i   intracellular Na+ concentration 641 

NA   noradrenaline 642 

NaV channel voltage-gated Na+ channel 643 

Phe   phenylephrine 644 
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PZ   prazosine 645 

TTX   tetrodotoxin  646 

TTX-R  resistant to tetrodotoxin 647 

TTX-S  sensitive to tetrodotoxin 648 

VSMC  vascular smooth muscle cell  649 

VTD   veratridine 650 
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Supplementary Figure S1. Veratridine induced transient vasorelaxant reponse in middle colic

artery. This example of myograph traces was obtained with isolated middle colic artery (MCA).
In the presence of prazosin (PZ, 1 µM), the artery was contracted by U46619 (10 µM). After the

plateau, veratridine (VTD, 30 µM) was applied in the bath. The arrows indicate the application of

U46619 and VTD. This vasorelaxant response mediated by VTD was observed in four MCA
from four C57 Bl6/J male mice.
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Supplementary Figure S2. MS1 endothelial cells express muscarinic M3 receptor, eNOS,

Pecam1 and NaV channels. Relative RT-qPCR was used to characterize the gene expression
profile of muscarinic receptors coupled to Gq proteins (Chrm1, Chrm3 and Chrm5) (A),

EC markers such as Nos3 (eNOS) and Pecam1 (B) and Nav channels (C). The RT-

qPCR experiments were carried out with 10 ng of total RNA extracted from MS1 EC. The
expression levels of muscarinic receptors were normalized by those of Hprt gene.

The expression levels of the other genes were normalized by those of Gusb, Hprt and Gapdh.

n=4. (D) Nav channels were detected in MS1 cells at protein level by western blotting (anti-
PanNav antibodies, ASC-003, Alomone Labs). β-actin was used as a loading control and GH3

cells as a positive control sample. The experiments were carried out with 40 µg of protein. EC:

endothelial cells; eNOS: endothelial NO synthase; MS1:Mile Sven 1; Nav channels: voltage-gated
Na+ channels.
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Supplementary Figure S3. Immunoblotting of protein extracts from cecocolic arteries and

MS1 endothelial cells with anti-NCX1 antibodies. (A) NCX1 were detected in CA at protein level by
western blotting with an anti-NCX1 antibodies (ANX-001, Alomon Labs). Mouse brain and heart were

used as a positive control sample. The experiments were carried out with 10 µg of protein. Three CA from

three mice were used for protein extraction. (B) The same antibodies allowed the immunodetection of
NCX1 in MS1 EC. Protein extracts (10 and 30 µg) of MS1 cells and mouse heart were used for comparison.

The bands corresponding to NCX1 were indicated by and arrow. HSC70 was used as a loading control. CA:
cecocolic arteries; NCX: Na+/Ca2+ exchanger; MS1 EC:Mile Sven 1 endothelial cells
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2.2. Résultats supplémentaires 

 

Figure 24 : Effets vasorelaxants de la VTD sur les artères cécocoliques 

Les nuages de points illustrent les effets vasorelaxants induits par la vératridine (VTD, activateur des canaux Nav) 

à différentes concentrations (1, 3, 10 et 30 µM) chez les souris (A) mâles et (B) femelles. (C) Les histogrammes 

représentent la comparaison des réponses à la VTD (30 µM) entre les mâles et les femelles. Au-dessus des 

histogrammes, les exemples de tracé de myographie sont illustrés avec les flèches indiquant l’application de la 

VTD.  Les réponses induites par la VTD sont normalisées par rapport au niveau de contraction par l’U46619. Les 

expériences ont été réalisées en présence de PZ à 1 µM (antagoniste des ⍺1-adrénocepteurs) par la technique de 

myographie. Les artères cécocoliques proviennent de souris âgées de 5 mois (n=9). Test de multiple comparaison 

de Kruskal-Wallis (A et B), Test de Mann Whitney (C), ns non-significatif, * p<0,05, ** p<0,01, *** p<0,001. 

Les données sont les moyennes ± SEM. 

 

Dans cette étude, nous avons démontré qu’une concentration de 30 µM de VTD induisait une vasorelaxation 

des CA en présence de PZ par la technique de myographie. Ces effets vasorelaxants ont été évalués à différentes 

concentrations de VTD : 1, 3, 10 et 30 µM (Figure 23). La VTD entraîne une relaxation inférieure à 20% à 1 et 3 

µM chez les mâles (15,7 ± 3,7% et 18,1 ± 2,6%, respectivement). À 10 µM, les effets vasorelaxants semblent 
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augmenter (37,3 ± 8,8%), cependant ils ne sont pas significativement différents de ceux observés à 1 µM 

(p=0,18). La VTD induit des effets vasorelaxants 2,9 fois plus importants à 30 µM qu’à 1 µM (p<0,01) (Figure 

23.A). Comme observé chez les mâles, la VTD entraîne de faibles effets vasorelaxants à 1 et 3 µM chez les 

femelles (10,1 ± 2,4% et 13,3 ± 4,9%, respectivement). À 10 µM, la VTD engendre 58,1 ± 6,7% de relaxation, 

ce qui est significativement plus important qu’à 1 µM (p<0,001). À 30 µM, les effets de la VTD restent 

significativement différents de ceux à 1 µM (p<0,5) (Figure 23.B). Chez les mâles et les femelles, chaque 

concentration de VTD a entraîné une variation de la contractilité des CA significativement différente de son 

contrôle correspondant au niveau de la contraction avant l’application de la VTD (P value comprise entre 0,01 et 

0,0001) (figure non illustrée). Dans l’ensemble, nous pouvons constater que les effets vasorelaxants de la VTD 

au niveau des CA sont nettement observés à 30 µM chez les mâles et les femelles. Ces résultats des effets de la 

VTD à différentes concentrations n’ont pas pu être analysés par l’équation de Langmuir au vue de la valeur de R2 

trop faible (0,36 pour les mâles, 0,38 pour les femelles). Cependant les valeurs de CE50 proposées sont très 

proches de 30 µM où les effets de la VTD était clairs. Par ailleurs, la réponse vasorelaxante de la VTD est 

comparable entre mâles et femelles (p=0,92) (Figure 23.C). Ainsi, toutes nos expériences étudiant les effets de 

la VTD ont été réalisées avec la concentration de 30 µM. Par la suite, l’ensemble des résultats de l’article n°2 

nous a permis de conclure qu’au niveau des CA, la VTD activerait les canaux Nav des TN périvasculaires 

parasympathiques, entraînant la libération d’un NT vasorelaxant, l’Ach. Ce dernier agirait sur les CE induisant la 

production de NO par l’intermédiaire des NCX.  

 

Figure 25 : L’activation des canaux Nav n’induit pas de réponse Ca2+ dans les cellules MS1 

La variation de la concentration Ca2+ intracellulaire a été mesurée grâce à une sonde Ca2+ fluorescente, Fura-2. 

Les graphiques illustrent l’émission de fluorescence du Fura-2 au cours du temps. La lignée de CE Mile Sven 1 a 

été stimulée par les activateurs des canaux Nav : (A) la vératridine (VTD), (B) la batrachotoine (BTX) et (C) la 
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brévétoxine (PbTX), à 30 s de lecture. Les courbes noires représentent les effets du tampon véhicule (control). 

L’expérience a été réalisée en triplicata et les données représentées sont les moyennes ± SEM. DMSO : 

diméthylsulfoxyde. 

 

Afin de mieux comprendre le mécanisme cellulaire des effets vasorelaxants de la VTD, nous avons travaillé 

sur la lignée cellulaire endothéliale MS1. Nous avons utilisé la sonde Ca2+ fluorescente, Fura-2. Dans l’article n°2, 

il a été mentionné que la VTD n’induit aucune modification de la [Ca2+]i. En effet, dans la Figure 24.A nous 

n’observons pas de signal Ca2+ à l’injection de la VTD à 30 s de lecture (Figure 24.A). Afin de confirmer cette 

absence d’effet, deux autres activateurs des canaux Nav ont été testés : la BTX et la PbTX (Figure 24.B et C). 

Nous constatons une légère augmentation du signal Ca2+ à l’injection des molécules à 30 s. Cependant, puisque 

les courbes sont confondues ou inférieures à celle du solvant (DMSO pour BTX, éthanol pour PbTX), cette 

augmentation semble liée aux effets du solvant (Figure 24). Aucune modification de la [Ca2+]i n’est donc observée 

lors de l’application de la VTD, la BTX et de la PbTX sur les cellules. En conclusion, l’absence d’effet des activateurs 

des canaux Nav sur la [Ca2+]i renforce notre idée suggérant que la VTD stimule les canaux Nav des TN 

périvasculaires pour induire une vasorelaxation des CA. 
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Au sein de ce travail, nous avons cherché à caractériser le rôle des canaux Nav dans la régulation de la 

vasomotricité des artères de résistance. En utilisant les MA de souris comme modèle biologique, nous avons pu 

mettre en évidence les points suivants : 

 

1. Les canaux Nav sont exprimés dans l’intima et la média des artères.  

L’expression des canaux Nav a été confirmée à la fois dans l’intima et la média de l’aorte et des MA par la 

technique d’immunomarquage. Parmi les 9 isoformes, nous avons caractérisé le transcrit Scn2a codant Nav1.2 

comme une forme majeure dans les artères de souris (l’aorte, les FOMA, les CA et les artères fémorales). Afin de 

définir les sous-types des canaux Nav dans les différentes tuniques artérielles, nous avons réalisé l’isolement des 

CE et des CMLV à partir des MA. Étonnamment, Scn3a (Nav1.3) est devenu majoritaire dans les CE et les CMLV 

isolées. Ce profil a également été retrouvé dans la lignée de CE (MS1). Cette différence pourrait venir du processus 

d’isolement et de la mise en culture des cellules pouvant impacter l’expression des canaux Nav. De ce fait, la 

caractérisation des isoformes des CE et des CMLV devrait être réalisée sur les cellules fraîchement isolées, ou 

encore directement sur les artères. La technique de « Single-cell RNA sequencing » pourrait nous permettre de 

travailler sur le cytosol d’une cellule unique.  

 

2. Les canaux Nav interviennent dans la régulation du tonus vasculaire des MA. 

Après avoir caractérisé l’expression des canaux Nav dans les MA (FOMA et CA), nous avons pu mettre en 

évidence que deux types de population des canaux Nav sont impliqués dans la régulation de la vasomotricité des 

MA. Dans un premier temps, la réponse contractile de la VTD sur les FOMA a été supprimée à l’application de PZ 

et les effets vasorelaxants de la VTD sur les CA ont été abolis par l’AP. Ces résultats nous indiquent que les effets 

de la VTD sont dus à l’activation des canaux Nav des TN (canaux Nav neuronaux) libérant des NT vasoactifs (la 

noradrénaline ou l’Ach), et non aux canaux Nav des CE et/ou des CMLV (canaux Nav vasculaires). Par ailleurs, les 

FOMA et les CA ne présentent pas la même régulation nerveuse. Les FOMA auraient une influence plutôt 

orthosympathique provoquant une vasoconstriction par la libération de noradrénaline. En revanche, les CA 

présentent une régulation parasympathique sous l’influence de l’Ach responsable de la vasorelaxation. Dans les 

CE, l’absence des effets des agonistes des canaux Nav sur la variation de la [Ca2+]i renforce en partie l’idée de 

l’influence des canaux Nav neuronaux dans la régulation de la vasomotricité.  

Ensuite, les canaux Nav vasculaires participent également au contrôle du tonus vasculaire. La TTX a 

entraîné une relaxation des CA précontractées à l’U46619, après avoir activé les canaux Nav par la VTD. De plus, 

les FOMA et les CA ont développé une meilleure dilatation au flux en présence de la TTX. Ces résultats montrent 

que l’inhibition des canaux Nav favorise la relaxation. Nous pouvons donc suggérer que les canaux Nav des CMLV 

participeraient au maintien du tonus vasculaire, qui serait perdu par l’inhibition des canaux Nav. Cependant, ce 

travail reste préliminaire. Afin de compléter la caractérisation des canaux Nav vasculaires dans la régulation 

vasomotrice, il serait nécessaire d’évaluer les effets de l’inhibition des canaux Nav sur le développement du TM. 

Nous pourrions également envisager d’étudier les effets de l’activation des canaux Nav sur la DFD et le TM. Dans 

ce contexte, il est impératif de se séparer des effets des canaux Nav neuronaux. L’utilisation des inhibiteurs des 

NT libérés ou un prétraitement de dénervation ou de désensibilisation pourraient être considérés.  
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3. L’activation des canaux Nav induit la libération d’Ach stimulant la voie du NO par l’intermédiaire 

des NCX1 régulant le [Ca2+]i.  

Nous avons déterminé que la VTD peut activer les canaux Nav neuronaux TTX-S stimulant la libération 

d’Ach et entraîner la vasorelaxation des CA. L’inhibition totale des effets vasorelaxants par L-NNA nous indique 

l’implication essentielle de la voie du NO. De plus, nous avons montré que les inhibiteurs des NCX ont réduit les 

effets vasorelaxants de la VTD et qu’ils ont atténué l’augmentation de la [Ca2+]i des CE induite par l’Ach. Nous 

avons donc pu mettre en évidence que NCX1 endothélial intervient dans ces effets vasorelaxants en modulant la 

[Ca2+]i des CE. Ainsi, NCX1 endothélial serait sollicité dans l’activation de la voie du NO. Afin de démontrer un 

lien direct entre le NCX1 et la voie du NO, il serait nécessaire d’évaluer les effets de l’inhibition de NCX1 sur la 

production du NO par une mesure directe de la quantité du NO. Les résultats montrant l’implication de NCX1 dans 

la signalisation Ca2+ nous ont permis d’établir un lien entre l’homéostasie Na+ et Ca2+ et de comprendre 

l’importance de Na+ dans la régulation de la [Ca2+]i qui contrôle le tonus vasculaire. Par ailleurs, d’autres 

transporteurs ioniques perméables aux ions Na+ tels que les canaux TRP et Piezo1 pourraient être impliqués dans 

les effets vasorelaxants induits par la VTD. Nous avons remarqué que les effets des inhibiteurs des NCX ont été 

partiels. Par l’utilisation des inhibiteurs spécifiques, nous pourrons évaluer la participation des autres canaux 

ioniques dans ces effets vasorelaxants.  

 

4. Les canaux Nav sont remodelés dans les conditions physiopathologiques (l’HTA et le 

vieillissement)  

Le niveau d’expression génétique des canaux Nav varie dans les conditions d’HTA ou de vieillissement. La 

variation a surtout été observée dans l’aorte. Chez les souris hypertendues à l’AngII, le niveau d’expression de 

Scn2a a diminué significativement par rapport aux contrôles. Cette baisse a également été observée dans l’aorte 

provenant de souris âgées. En revanche, l’expression de Scn2a des MA est inchangée. Les résultats obtenus 

concernent seulement l’expression au niveau génétique. Elle nécessite donc d’être évaluée au niveau protéique. 

Par ailleurs, le rôle des canaux Nav vasculaires dans le maintien du tonus vasculaire étant démontré, il serait 

intéressant d’étudier leur implication fonctionnelle dans la régulation vasomotrice dans un contexte pathologique 

vasculaire (l’HTA et le vieillissement).  

En outre, nos résultats et les données de la littérature ont défini Nav1.2 comme le sous-type majeur des 

artères chez les rongeurs. Cette isoforme se retrouve principalement dans le système nerveux central et sa 

dysfonction peut entraîner une épilepsie. Il serait donc intéressant d’étudier l’implication des canaux Nav dans la 

régulation vasomotrice dans des modèles rongeurs d’épilepsie. Chez l’Homme, Nav1.7 semble être l’isoforme 

prévalente des CMLV. Nous pourrons également évaluer les effets des canaux Nav dans la vasomotricité chez les 

patients présentant une mutation de Nav1.7.   

 

Enfin, à travers ces études, nous avons pu caractériser l’expression des canaux Nav dans l’intima et la 

média des MA avec l’isoforme majeure Nav1.2 et mettre en évidence l’implication des canaux Nav vasculaires 

dans la régulation de la vasomotricité des artères de résistance en maintenant un certain tonus vasculaire. Les 

canaux Nav se trouvant également dans les TN des artères, l’activation de ces canaux Nav neuronaux entraîne la 

libération de l’Ach activant la voie du NO tout en sollicitant le NCX1 endothélial. Nos résultats ont également 

permis de supposer le rôle putatif des canaux Nav vasculaires dans les pathologies vasculaires.  
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Figure 26 : Rôle des canaux Nav dans la régulation de la vasomotrice des MA 

A) Dans les FOMA, la VTD activerait les canaux Nav des TN sympathiques libérant la noradrénaline (NA) qui a un 
effet vasoconstricteur. B) Qaunt aux CA, la VTD activerait cette fois-ci les canaux Nav des TN parasympathiques 
sécrétant l’Ach. L’Ach libérée entraîne l’augmentation de la [Ca2+]i des CE par NCX1 (« Ca2+ entry mode »). Le 
Ca2+ intracellulaire stimule la voie du NO et induit une vasorelaxation. C) L’étirement pariétal exercé par la 
pression activerait les canaux Nav des CMLV, ce qui participerait au développement du tonus vasculaire. 
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Abstract: Neonicotinoid insecticides are nicotine-derived molecules which exert acute neurotoxic

effects over the insect central nervous system by activating nicotinic acetylcholine receptors (nAChRs).

However, these receptors are also present in the mammalian central and peripheral nervous system,

where the effects of neonicotinoids are faintly known. In mammals, cholinergic synapses are crucial

for the control of vascular tone, blood pressure and skeletal muscle contraction. We therefore

hypothesized that neonicotinoids could affect cholinergic networks in mammals and sought to

highlight functional consequences of acute intoxication in rats with sub-lethal concentrations of

the highly used acetamiprid (ACE) and clothianidin (CLO). In this view, we characterized their

electrophysiological effects on rat α3β4 nAChRs, knowing that it is predominantly expressed in

ganglia of the vegetative nervous system and the adrenal medulla, which initiates catecholamine

secretion. Both molecules exhibited a weak agonist effect on α3β4 receptors. Accordingly, their

influence on epinephrine secretion from rat adrenal glands was also weak at 100 µM, but it was

stronger at 500 µM. Challenging ACE or CLO together with nicotine (NIC) ended up with paradoxical

effects on secretion. In addition, we measured the rat arterial blood pressure (ABP) in vivo by arterial

catheterization. As expected, NIC induced a significant increase in ABP. ACE and CLO did not affect

the ABP in the same conditions. However, simultaneous exposure of rats to both NIC and ACE/CLO

promoted an increase of ABP and induced a biphasic response. Modeling the interaction of ACE or

CLO on α3β4 nAChR is consistent with a binding site located in the agonist pocket of the receptor.

We present a transversal experimental approach of mammal intoxication with neonicotinoids at

different scales, including in vitro, ex vivo, in vivo and in silico. It paves the way of the acute and

chronic toxicity for this class of insecticides on mammalian organisms

Keywords: neonicotinoids; acetamiprid; clothianidin; α3β4 nAChR; epinephrine secretion; blood

pressure; nicotine; acute intoxication

1. Introduction

Since their introduction on the agrochemical market three decades ago, neonicotinoid
insecticides are applied on a wide range of crops in 120 countries thanks to: (i) their efficacy
against many pest insects; and (ii) their predicted lower mammalian toxicity [1–4]. Their
application in seed-coating due to their systemic properties shifted production and sales
towards large scale and led to them being an obvious choice for field crops such as maize,
cotton and soybean throughout the world [2,5]. However, several limitations to their
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use have emerged over the past fifteen years regarding environmental issues [6,7]. In
addition to being highly toxic to non-target insects such as pollinators, they are persistent
in soil and water, where their half-life reaches up to 1000 days [8–10]. They have been
claimed to be insect-selective, but recent studies have shown that vertebrates are also
affected by sublethal concentrations of these compounds (see reviews [11–13]). Thus,
some neonicotinoids cause alterations in reproductive function and abnormal embryonic
development in birds [14–17]. Aquatic animals such as amphibians and fish also appear to
be exposed and affected by these molecules [18–20]. Neonicotinoids have also been shown
to cause a wide range of neurobehavioral effects in mammals [21–23] and exert endocrine
disruption in deer exposed to field-relevant doses [24]. Thus, there are reasons for concern
about neonicotinoid toxicity in vertebrate animals and humans, due to a broad mode of
action: they target nicotinic acetylcholine receptors (nAChRs), present in both vertebrates
and invertebrates [25]. The data of high concern are the detection of these insecticides and
their metabolites in regularly eaten food such as apples, oranges, potatoes, cucumbers
and honey [26–28]. Hence, their persistence in the environment and their presence in
food significantly increase the probability of human exposures, as confirmed by urine
detection [29,30] with deleterious effects on the human health [6,28]. Among health issues,
acute intoxications with neonicotinoids are correlated with alteration of cardiovascular
parameters such as arterial blood pressure (ABP) and heart rate [31,32].

Neonicotinoid synthesis uses nicotine (NIC)–or nithiazine–as a molecular template
(Figure 1). NIC is an alkaloid extracted from tobacco and mainly contributes to smoking-
induced cardiovascular diseases [33]. Indeed, NIC releases epinephrine from the adrenal
medullary tissue by activating nAChRs of the sympathetic nervous system, which acutely
increases myocardial contraction and vasoconstriction. Then, heart rate and ABP increase
as much as 10–15 bpm and 5–10 mmHg in human, respectively [34]. The main hyper-
tensive effects of NIC have been shown to be mediated through the activation of α3β4
nAChRs. The α3β4 antagonist hexamethonium (HEX) selectively inhibits the NIC-induced
ABP increase [35]. We therefore considered that the main effect of NIC on ABP occurs
through the α3β4 nicotinic receptor which might be the main target of neonicotinoids. To
address this hypothesis, we focused on two neonicotinoid compounds (Figure 1): cloth-
ianidin (CLO), no longer approved in the EU for seed treatment but very persistent in
soil (half degradation time DT50 range 143–1001 days), and acetamiprid (ACE), which is
still approved for orchards and non-persistent in soil (DT50 range 0.8–5.4 days) [36–39].
We evaluated the acute effects of both insecticides on rat nAChR currents, epinephrine
secretion from adrenal medulla and rat systemic blood pressure. In addition, we built a
docking model of ACE and CLO on α3β4 nAChRs. Our study highlights the acute effects
of neonicotinoids on mammal physiology and underlines the deleterious consequences
they might exert chronically.

Figure 1. Molecular structures of acetylcholine (ACh), nicotine (NIC) and the neonicotinoids clothian-

idin (CLO) and acetamiprid (ACE). NIC, the molecular template of most neonicotinoids, is protonated

at physiological pH, whereas CLO and ACE possess an electronegative nitro- and cyano- functional

group, respectively [25].

2. Results

2.1. Effect of Neonicotinoids on ACh-Evoked Cholinergic Currents

Xenopus oocytes were injected with α3 and β4 subunit RNAs (1:1) to express the
functional corresponding receptors. They were challenged with increasing concentrations
of each ligand (Figure 2A). CLO and ACE could not be used at concentrations upper than
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20 µM. Shown are the dose–response curves. As the natural neurotransmitter, ACh acti-
vated α3β4 receptors in a concentration-dependent manner, with an EC50 = 8.43 ± 0.22 µM
(Figure 2B). Hexamethonium (HEX), a non-competitive α3β4 nAChR antagonist [40], in-
hibited ACh-induced currents (Figure 2B, inset). As a classical agonist of nAChRs, NIC
activated α3β4 receptors with an EC50 = 4.62 ± 0.22 µM. As expected, ACh and NIC exerted
a comparable agonist effect on rat α3β4 receptors expressed in Xenopus oocytes. We then
challenged α3β4 subunits-expressing oocytes to increasing concentrations of ACE or CLO.
In our hands, both compounds acted as partial agonists, since the currents recorded were
significantly smaller than ACh- or NIC-evoked currents (CLO: EC50 = 8.39 ± 0.77 mM;
ACE: EC50 = 0.130 ± 0.017 M). Together, our data show that neonicotinoids are weak ago-
nists of rat α3β4 nAChRs expressed in Xenopus oocytes (Figure 2C). In addition, the elec-
trophysiological effects of neonicotinoids on mammalian nAChRs are shown in Table S3.
They act as weak agonists of human α4β2 receptors, and strong agonists of rat α7 re-
ceptors [41,42]. Different nAChR subtypes are then possibly targeted by neonicotinoids.
We restricted our study to the α3β4 receptor because of its crucial role in the peripheral
nervous system.

Figure 2. Pharmacological profile of ACh, NIC, ACE and CLO on rat α3β4 nAChRs expressed in

Xenopus oocytes. (A) ACh (n = 12) and NIC (n = 7) elicit robust currents, while ACE (n = 8) and

CLO (n = 7) induce much more modest currents. Due to the solubility limit in DMSO, ACE and CLO

could not be used at concentrations upper than 2 ⇥ 10�5 M. (B) Concentration–response curves of

ligand-evoked currents which are expressed as a % of ACh–elicited current amplitude. Two Y axis

were used to visualize ACh and NIC (left), and CLO and ACE (right). Inset: Hexamethonium (HEX,

0.2 µM) an α3-containing nAChRs antagonist, inhibits ACh-elicited current as expected. (C) Peak

currents (±SEM) elicited by 20 µM ACh, NIC, ACE or CLO on rat α3β4 nAChRs. Different lowercase

letters above the graphs indicate significant differences between treatments according to Tukey’s

multiple comparison post hoc test (p < 0.05).

2.2. Effects of Neonicotinoids on Epinephrine Secretion in Rat

This result prompted us to investigate the effect of CLO and ACE on epinephrine
secretion from rat adrenal glands. It is established that the secretion of epinephrine is
chiefly driven by the release of ACh at the splanchnic nerve-chromaffin cell synapses,
and the role of α3β4 nAChRs has been evidenced for a long time in this process [43]. We
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hypothesized that the partial agonist effect of CLO and ACE on these receptors might
either: (i) evoke a secretory response in the adrenal gland; or (ii) disrupt the NIC-induced
secretion. We took advantage of an ex vivo technique that we designed previously [44] to
measure epinephrine secretion (Figure 3A). As expected, NIC dose-dependently stimulates
epinephrine secretion, and this effect is inhibited by HEX, confirming the involvement of
α3-containing nAChRs such as α3β4, in this secretory activity (Figure 3B). Similar results
were obtained for NIC-, CLO- or ACE–induced norepinephrine secretion (data not shown).
The minimum NIC concentration eliciting an epinephrine secretion was 3 µM (p < 0.05)
and the maximal effect was observed in this assay with 100 µM NIC (p < 0.05). At the
same concentration of 100 µM, neither ACE nor CLO stimulated an epinephrine secretion.
However, at 500 µM, CLO or ACE elicited a significant secretory effect (ACE or CLO vs.
CTRL p < 0.01), which was inhibited by HEX (ACE 500 µM ± HEX p < 0.005; CLO 500 µM
± HEX p < 0.05) (Figure 3C,E). ACE-induced secretion was not significantly different
at 100 and 500 µM, whereas CLO-induced secretion at 500 µM was significantly higher
than 100 µM, reflecting their agonist properties shown in Figure 2. Interestingly, this
potentiation in secretion was abolished when NIC (10 µM) was added (Figure 3C,E). These
data indicate that: (i) activation of α3β4-containing nAChRs by neonicotinoids drives a
secretory response at high concentrations from adrenal medulla glands ex vivo; and (ii) a
paradoxical effect develops in the presence of NIC, which may be due to the competition
of NIC and neonicotinoids on nAChRs. A disruptive effect of neonicotinoids on the
physiological secretion in the adrenal medulla at low doses could then be anticipated.

2.3. Effects of Neonicotinoids on ABP in Rat

To evaluate the acute effects of neonicotinoids in vivo, ABP was continuously mea-
sured through a transducer inserted in the femoral artery of anesthetized rats (Figure 4A).
Different control experiments were performed to test the adequate response of rats in this
paradigm (Figure S1). Intravenous injection (i.v.) of AngII (hypertensive) significantly in-
creased mean ABP whereas i.v. injection of ACh (hypotensive) caused a significant decrease
of mean ABP, as expected (Figures 5A,B and S1). Administration of the vehicle solution, or
saline, did not result in any modification. These four control injections were systematically
carried out before every assay (Figures 5A,B and S1). To assess the intoxication protocol,
we designed a negative control experiment (CTRL group) where rats received an injection
of physiological saline with increasing DMSO concentration (2% maximum): no significant
change in ABP was observed (Figure 5A,B), suggesting that our protocol did not influence
the vascular parameters and allowed us to challenge rats with NIC ± ACE or CLO through
an acute exposition.

When rats received either CLO or ACE injections, the ABP variation of each rat
remained close to 0 mmHg which did not significantly differ from the CTRL experiment
(Figure 5A,B). Acute exposition to neonicotinoids alone influenced ABP differently to NIC,
which exerted its hypertensive effect as expected (mean ± SEM: 51 ± 7 mmHg; range
39–69 mmHg), which is not significantly different from the AngII-induced ABP increase
(Figure 5C,D). Because NIC and neonicotinoids interact on the same molecular target, i.e.,
nAChR, we next challenged both molecules on rat ABP to analyze a possible cocktail effect
on this vascular parameter: a fixed dose of neonicotinoid (ACE 0.093 mg·kg�1 or CLO
0.33 mg·kg�1) was injected simultaneously with increasing doses of NIC (Figure 5C,D). A
non-expected biphasic response of rat ABP is observed: an initial ABP decrease (ACE: mean
± SEM �17 ± 5 mmHg; range �11 to �12 mmHg; CLO: mean ± SEM �12 ± 6 mmHg;
range �1 to �13 mmHg) is followed by an ABP increase (ACE: mean ± SEM 52 ± 7 mmHg;
range 31 to 71 mmHg; CLO: mean ± SEM 50 ± 9 mmHg; range 24 to 85 mmHg). Thus, NIC
together with ACE or CLO seemed to deeply modify the kinetics of ABP variation, exerting
a non-expected hypotensive effect before the expected ABP increase. These data indicate
that neonicotinoids impair the ABP when challenged with a full agonist of nAChRs.
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Figure 3. Influence of NIC, ACE and CLO added separately or in combination on epinephrine

release from rat adrenal gland slices. (A) Experimental design modified from [44]. (B) Concentration–

response of epinephrine release following NIC stimulation ± HEX, an α3-containing nAChR antago-

nist. (C–F) Epinephrine release following either ACE or CLO treatment in combination or not with

NIC ± HEX. Data are mean ± SEM and values in brackets correspond to the number of biological

replicates. Different lowercase letters above the graphs indicate significant differences between two

histograms within each graph according to Dunn’s multiple comparison post hoc test (p < 0.05). Note

that neonicotinoids are able to stimulate the secretion of epinephrine when applied to the medulla

tissue alone.

2.4. Modeling of Neonicotinoid–α3β4AChR Interaction

To gain further insight into the mechanism of action of neonicotinoids, we modeled
the interaction of CLO and ACE on the rat α3β4 nAChR. We first generated a model of
the rat α3β4 nAChR by homology modeling (Figure 6). We then docked NIC, CLO and
ACE on the NIC binding site at the extracellular domain of the receptor between α and
β subunit, i.e., at the orthosteric site (Figure S2) [25]. The three molecules were found to
interact with the residues known to contribute to the binding site from so-called loops A, B,
C, D and E (Figure 6), i.e., αY93; αY190; αC192; αC193; αY197 and αW149 [45]. These results
are therefore consistent with the hypothesis that these molecules bind to the orthosteric
binding site of nAChRs [45,46].
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Figure 4. Schematic protocol of rat arterial blood pressure (ABP) measurements. (A) Illustration of

an anesthetized rat with a catheter inserted in right femoral artery for ABP measurements through a

blood pressure transducer, and with a catheter inserted in left femoral vein for i.v. injections. Rat

drawing modified from Watts et al. [47]. (B) Schematic time-course of the protocol. Each rat was chal-

lenged every 5 min with AngII, ACh and vehicle solution (VEH) before fixed concentrations of NIC,

ACE, CLO or DMSO 2% (CTRL). (C) Analysis method of raw trace to collect the difference between

mean arterial blood pressure (∆ABP). See Materials and Methods Section 4.7 for further explanation.

Figure 5. Influence of NIC, ACE and CLO on rat ABP. (A) Representative raw traces of ABP following

ACE or CLO infusion (red arrow with doses used) compared to the CTRL group. As expected,

protocol assessment molecules such as AngII (1.05 ⇥ 10�5 mg·kg�1) and ACh (0.5 ⇥ 10�5 mg·kg�1)

induce increased and decreased ABP, respectively. Neither DMSO 0.5–3% (VEH) nor ACE or CLO

affected ABP, whatever the dose tested. (B) Box and whisker plots of ∆ABP data in the CTRL,

CLO and ACE groups following i.v. injections, 0.93 mg·kg�1 for ACE and 1 mg·kg�1 for CLO.

(C) Representative raw traces of ABP following infusions of NIC alone or NIC with either ACE or

CLO. NIC was used at 0.33 mg·kg�1 (red arrow) in combination with a single dose of ACE (0.09

mg·kg�1) or CLO (0.33 mg·kg�1). AngII, ACh and VEH infusions triggered BP response as expected.

In addition, 0.33 mg·kg�1 NIC induced a BP increase as expected, while its combination with either

ACE or CLO was responsible for a biphasic response with low (o) and high (•) ABP. (D) Box and

whisker plots of ∆ABP data in the NIC, NIC+ACE and NIC+CLO groups following the various

infusions cited above. Whiskers are minimum to maximum values and bar represents the median

value. Different lowercase letters and § above the graphs indicate significant differences between

treatments according to Tukey’s multiple comparison post hoc test (p < 0.05).
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Figure 6. Homology modeling of rat α3β4 nAChR and molecular docking of NIC, CLO and ACE.

(A,B) Model of the receptor viewed from the membrane plane (A) and from the extracellular domain

(B). The protein is shown in cartoon representation with a different color code for each polypeptide.

The position of the membrane is represented by spheres. (C–E) Graphical representations of the

orthosteric site of rat α3β4 nAChR. The α3β4 subunit interface in complex with: NIC (C); CLO (D);

or ACE (E).

3. Discussion

Initially designed to act as NIC with less mammalian toxicity, neonicotinoids are
synthetic molecules sharing the same molecular target with its molecular template, i.e.,
the nAChR. At insect cholinergic synapses, they mimic ACh without being degraded and
this interference leads to the continuous activation of nAChRs, responsible for their lethal
effects [11]. For several years now considering the wide use of these compounds throughout
the world and their alarming persistence in environment, studies have focused on their
effects in vertebrates, especially mammals, where they exert neurotoxic effects [48–52]
and endocrine disruption [24,53–57]. The mode of action of neonicotinoids in vertebrates,
particularly in mammals, is imperfectly described and needs to be better understood, to
fully figure out the consequences on human health and to anticipate the occurrence of
chronic pathologies. Neonicotinoids can cross several biological barriers –including the
digestive tract and the blood–brain barrier. Their low molecular weight and lipophilic
profile allow them to access the whole body and exert acute effects for several hours
according to pharmacokinetic studies. When exposed to CLO (20 mg·kg�1) through
the intraperitoneal route, mice exhibited a peak concentration of 17, 55 and 14 ppm in
brain, liver and plasma, respectively, after 15 min [58]. CLO reached an undetectable
level in these 3 compartments after 240 min. After mouse oral exposure, ACE (71 and
710 mg·kg�1

·day�1 for 3 or 7 days) accumulates in various amounts in the brain [59]. In
a recent study, deuterium-labeled neonicotinoids (including CLO and ACE) were orally
ingested by healthy adults [60]. Both molecules could be detected in urine for 4 consecutive
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days after exposure. The average amounts excreted were 1.14 µg·d�1 for desmethyl-ACE
and 0.51 µg·d�1 for CLO.

In our study, we first assessed the ability of CLO and ACE to activate α3β4 nAChRs,
which are mainly expressed in the rat peripheral nervous system [61]. Both molecules
acted as weak agonists of this receptor, eliciting currents in Xenopus oocytes much smaller
than currents recorded in response to ACh or NIC. The low currents induced by CLO or
ACE indicate a low affinity and a low efficiency compared to the natural agonists. This is
comparable to previous data showing a weak agonist effect of CLO and imidacloprid (IMI)
on the human α2β4 nAChR [41]. The concentrations of neonicotinoids used (3–300 µM)
were close to what we tested in our study (0.12–20 µM). Similar data using IMI and ACE
are available on rat cerebellum neurons, containing nAChRs expressing α3, α4 and α7
subunits. In these cells, the addition of 1–100 µM ACE or IMI evoked intracellular Ca2+

influx which can be inhibited by selective nAChRs antagonists [48]. Unexpectedly, CLO
and ACE were recently shown to have strong agonist effects–with EC50 in the range of
ACh–on rat α7 nAChRs [42]. In addition, these neonicotinoids are likely to act as positive
allosteric modulators of this α7 nAChR. Further electrophysiological characterization is
required to define on which nAChRs neonicotinoids act potently. We cannot rule out the
fact that these compounds also target other nAChR subtypes since cholinergic networks
are largely distributed in the whole body [62]. As of today, it would be difficult to precise
the role of each nAChR subtype in the cardiovascular consequences of neonicotinoid acute
exposure. Nevertheless, the role of the α3β4 receptor has been evidenced in the nicotine
hypertensive effect [35] and might be a target of interest for neonicotinoids.

The ability of neonicotinoids to activate nAChRs and their potential role as endocrine
disruptors prompted us to consider their effects on the peripheral nervous system. Since
α3β4 receptors are widely expressed at cholinergic synapses of the adrenal medulla and
responsible for the initiation of catecholamine secretion [43,44], we tested the capacity of
neonicotinoids to impact the secretory response ex vivo. Our data indicate that CLO and
ACE promote epinephrine secretion at much higher concentrations than NIC does. These
secretory effects for both neonicotinoids are likely to occur through α3 subunit-containing
nAChRs because of their strong inhibition by HEX, but we cannot rule out the fact that
several nAChR subtypes might be involved in this effect. We observed no significant effect
with 100 µM CLO or ACE assuming their weak agonist effect on nicotinic receptors.

Our results are consistent with previous works, where neonicotinoids, particularly
CLO, have been shown to stimulate catecholamine secretion. Indeed, at millimolar concen-
trations, CLO induces secretory effects on dopamine release in vivo through the activation
of α4β2 and α7 nAChRs subtypes in rat striatum [63–65]. IMI—which activates nAChRs in
secretory PC12 cells [66]—produces a significant increase in serum epinephrine and nore-
pinephrine levels in adult rats at 1 mg·kg�1 dose, leading to behavioral impairments [67].
Such increase is comparable to what we found here and suggest that neonicotinoids could
be considered as endocrine disruptors, consistently with their pharmacokinetic proper-
ties. Such endocrine effects could be the consequence of their agonist action on nAChRs.
Indeed, the activation of nicotinic receptors promote an increase of intracellular Ca2+

and a membrane depolarization, leading to the release of catecholamine. However, NIC
seems much more efficient at stimulating catecholamine biosynthesis [68] and secretion
(our present data). Interestingly, an unexpected competition developed between NIC and
neonicotinoids (Figure 2), suggesting that neonicotinoids might impair the binding of
NIC or ACh to the nAChR binding site [66]. Consistent with their weak agonist effect on
nAChRs, neonicotinoids could compete with ACh in adrenal synapses to lower the level of
ACh-induced epinephrine secretion.

The acute and chronic effects of NIC on the cardiovascular system are known, and have
been the subject of numerous studies, particularly associated to tobacco smoking [69,70].
These effects are mediated by NIC action on the CNS and autonomic PNS, where it pro-
motes the release of norepinephrine and on the adrenal medulla, in which it contributes to
epinephrine secretion [71,72]. With a broad presence of nAChRs in the mammalian ner-
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vous system, neonicotinoids may target cholinergic networks and cause deleterious effects.
Acute poisoning after ingesting or inhaling a large quantity of neonicotinoids induces
various symptoms in humans: respiratory decompensations, disorders of consciousness,
muscle disorders and impairment of cardiovascular function with tachycardia and brady-
cardia and arterial hypotension [31,73,74]. A 74-year-old woman who ingested 100 mL
of insecticides containing 2% ACE showed muscle weakness, hypothermia followed by
cardiac arrhythmia and hypotension [75]. The hypertensive effect of NIC that we observed
in anesthetized rats is consistent with previous works [76,77]. An acute NIC injection in rat
induces elevated ABP which can be attenuated by mecamylamine, a nonselective nicotinic
receptor antagonist and selectively blocked by hexamethonium, the selective α3-containing
nicotinic receptor antagonist [35]. The main effect of NIC on ABP then occurs through the
α3β4 nicotinic receptor. ACE and CLO did not modify ABP when injected alone, but it
produced hypotension in co-application with NIC, followed by a large increase in ABP. The
lack of effect of neonicotinoids alone can be correlated with the pharmacological properties
of ACE/CLO, as weak agonists of nAChRs, but we cannot rule out that our protocol of
anaesthesia could have affected the effect of neonicotinoids, because the combination of
ketamine/xylazine is known to exert neurotoxic effects [78]. Cytisine, also a partial nAChR
agonist used as a smoking cessation treatment, stimulates nAChRs in the PNS and the
adrenal gland. As such, cytisine promotes catecholamine secretion, with cardiovascular
consequences [79]. Its action is comparable to NIC, although more moderate. Alternatively,
varenicline, also used for smoking cessation, is a partial nAChR agonist that competitively
inhibits NIC binding to these receptors [80]. Chronic oral treatment of Wistar rats with
varenicline induced a decrease of ABP [81]. These data clearly indicate that nAChR ago-
nists directly or indirectly disrupt vascular function and produce ABP variations. As such,
neonicotinoids are quite likely to produce arterial dysfunctions, through their action on
nAChRs in the autonomous nervous system. The biphasic response we observed with
neonicotinoids added to NIC consists of a decrease (hypotensive effect) followed by an
increase (hypertensive effect) of ABP. Acute arterial hypotension is a consequence of: (i) a
blood pressure decrease; and/or (ii) a decrease of secretion/release of catecholamine [47].
This BP decrease can be the consequence of a muscarinic effect, through the stimulation of
nAChRs of the parasympathic system. Such a biphasic response (hypotension followed by
hypertension) has been observed with several neurotoxins. Brevetoxin, for instance, is a
Na+ channel activator acting on the autonomous nervous system and the adrenal medulla,
causing a decrease followed by an increase of ABP in mammals [82].

Our modeling of ACE/CLO interaction with the α3β4 receptor is coherent with
the notion that neonicotinoids bind to the orthosteric site of nAChR. Most amino acids
implicated in the binding site of NIC are also involved in the binding site of neonicotinoids.
It is possible that there are slight differences, but care must be taken in our interpretation;
as we performed a homology modeling and then a docking, each of them may introduce
uncertainties. In our model the residues known to be part of the binding site are shown [83].
These are also the same residues which have been found on structures of NIC bound to
the α4β2 receptor (PDB entry 6CNK, 6CNJ, 5KXI) and to the α3β4 receptor (PDB entry
6PV7). In these structures, we find the cation/π bond with the trp of loop B, as well as the
proximity of the residues of loops C, A, D and E. This is also coherent with recent studies
of the interaction of neonicotinoids with the ACh/NIC binding site on AChBP [84,85]. We
conclude that the binding site is identical for NIC and for neonicotinoids, the cation/π

interaction being a strong marker of NIC (and ACh) binding to nAChRs. However, the
fact that neonicotinoids and NIC bind to the same site with different agonist effects is not
exceptional, since it has been observed with other agonists. For instance, lobeline–which is
considered a low agonist and an antagonist of nAChRs–and ACh bind to the orthosteric
site of AChBP from Aplysia californica [86]. In our case, it would be speculative to propose
that the difference lies more in the nature of the ligand than in the residues with which it
interacts. It could be hypothesized that neonicotinoids could bind slightly higher, but we
do not have any evidence to support it.
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4. Materials and Methods

4.1. Animal Models and Experimental Conditions

Five-month-old Wistar Kyoto male rats (Envigo, Gannat, France) weighing 350–450 g
were acclimatized in a temperature and light controlled-room (23 �C; 12L:12D), in translu-
cent cages (2–5 rats per cage, dimensions 43 cm ⇥ 27 cm ⇥ 16 cm), with food and water
ad libitum. All experiments conducted randomly were carried out by a single female
experimenter, to avoid stress. Four to six animals were used in each experimental group.
Adult female Xenopus laevis were purchased from CRB (Rennes, France) and were bred
in the laboratory animal facility in accordance with the recommendations of the EU Di-
rective 2010/63/EU on the care and use of laboratory animals. All anesthetized animals
recovered after 2–3 h. The protocols involving living animals have been approved by the
regional ethics committee (https://www.ceea-paysdelaloire.com, visited on 11 May 2021
APAFIS file 7586 for rats and N� CEEA.2012.68 for Xenopus) and by the French Ministry
of Agriculture.

4.2. Solutions and Drugs

Acetylcholine chloride (ACh), nicotine tartrate salt (NIC), HEX, CLO and ACE were
purchased from Sigma-Aldrich (St-Quentin Fallavier, France). Angiotensin II (AngII),
ketamine (Imalgene R� 1000) and xylazine (Rompun R� 2%) were purchased from Bachem
(Bubendorf, Switzerland), Merial (France) and Bayer (France), respectively.

4.3. Molecular Cloning of Rat nAChR Subunits

Total RNA were extracted from Wistar male rat adrenal glands and converted into
cDNA by reverse transcription according to the manufacturers’ instructions (RNeasy micro
kit : Qiagen, Courtaboeuf, France; Superscript R�III First-strand Synthesis Super mix, Invit-
rogen, Villebon-sur-Yvette, France). The complete open reading frame of rat nAChR α3 and
β4 subunits were amplified using gene-specific primers designed from reference sequences
(Genbank accession number NM_052805 (α3), NM_052806 (β4), Table S2). Nested PCR am-
plifications were conducted as follows : 95 �C for 5 min; 30 cycles of 95 �C for 30 s and 68 �C
for 1 min 30; and 68 �C for 4 min. PCR fragments were purified according to the manufac-
turer’s instructions (Nucleospin R� Gel and PCR clean-up, Macherey-Nagel, Germany). The
full-length cDNAs were flanked with EcoRI and HindIII restriction sites to ensure the direc-
tional cloning into the vector pGEM-HE (kindly provided by Professor Pongs, Institute for
Neural Signal Transduction, Hamburg, Germany). Recombinant plasmids were screened
before sequencing (GATC Biotech, Constance, Germany). Sequence analysis was per-
formed using blast algorithm on NCBI database (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi
visited on 11/05/21; [87]; Table S3). cRNA of each subunit were synthesized in vitro
from linearized recombinant plasmid using mMESSAGE mMACHINE R� transcription
kit according to the manufacturer’s instructions (Ambion) and cRNA concentration was
assessed using spectrophotometer (NanodropTM 2000/2000C Thermofisher Scientific Inc.,
Waltham, MA, USA).

4.4. Expression of α3β4AChRs in Xenopus Oocytes

Oocytes were harvested and injected as previously described [88]. Briefly, ovarian
lobes were taken from female Xenopus (Xenopus laevis) anesthetized in Tricaine (0.15% in
ice-cold water) for 20 min. Oocytes were harvested and placed in standard oocyte saline
(SOS containing 100 mM NaCl, 2 mM KCl, 1.8 mM CaCl2, 1 mM MgCl2, 5 mM HEPES,
pH 7.4). Stage 5–6 oocytes were partially defolliculated by enzymatic treatment with
2 mg·mL�1 collagenase (type IA, Sigma) in Ca2+-free SOS for 60 min and eventually man-
ually defolliculated in SOS medium. To express functional nAChRs, a volume of 13.8 nL of
α3β4 nicotinic receptor mRNA (1:1—at a concentration of 988 ng·µL�1) was injected into
the cytoplasm of individual defolliculated oocytes, using an automatic nanoinjector (Nano-
ject II Drummond Scientific). The stoichiometric arrangement of this receptor has been
shown to exert minimal consequences on its pharmacological properties [89]. Subsequently,
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oocytes were incubated in the incubation medium (autoclaved normal SOS supplemented
with gentamycin (50 µg·mL�1), penicillin (100 UI·mL�1), streptomycin (100 µg·mL�1) and
sodium pyruvate (2.5 mM) for 24 h at 18 �C.

4.5. Two-Electrode Voltage Clamp Recording

The technique was previously described [88,90]. The expression of nAChR in oocytes
was tested at a holding potential of �60 mV using a TEV-200 amplifier (Dagan Corporation,
Minneapolis, USA). Digidata 1440A interface (Axon CNS Molecular Devices, CA, USA)
and pCLAMPTM 10 software (Molecular Devices) were used for current recording. Injected
oocytes were continuously superfused with SOS medium at room temperature and were
challenged with drugs in SOS. Stock solutions were prepared as follows: ACh was dissolved
in distilled water at 100 mM, while NIC and ACE/CLO were dissolved in DMSO at 1 and
0.1 M (solubility limit), respectively. All dilutions were made in normal SOS. Electrodes
were filled with 1 M KCl/2 M K-acetate and display typical resistances of 0.5–2 MΩ in SOS.
Control experiments were performed using DMSO 1%. To evidence the expression of α3β4
nAChRs in oocytes, we challenged injected and non-injected oocytes with ACh, NIC, ACE
or CLO (Figure S3). Non-injected oocytes did not develop any current. Data were analyzed
using pCLAMP 10 software. Mean current amplitudes were calculated from at least five
different cells from two different oocyte batches and processed as current density (nA/nF).
Concentration–effect relationships were analyzed using the following equation:

Y = Ymin + (Ymax � Ymin)/(1 + 10((LogEC50�X)⇤nH))

where X is the concentration of agonists, Ymin and Ymax are the minimum and highest
responses, EC50 is the half maximal effective concentration and nH is the Hill coefficient.

4.6. Epinephrine Secretion Assay

Epinephrine secretion was monitored from acute adrenal slices, as previously de-
scribed [44]. Briefly, acute slices (150 µm thickness) from left and right adrenal glands
in Wistar male rats were cut using a vibratome (DTK-1000, D.S.K, Dosaka EM CO. LTD,
Kyoto, Japan). The slices recovered 15 min in Ringer’s saline (125 mM NaCl, 2.5 mM KCl,
2 mM CaCl2, 1 mM MgCl2, 1.25 mM NaH2PO4, 26 mM NaHCO3, 12 mM glucose and
buffered to pH 7.4) in a perfusion chamber (37 �C, 95% O2/5% CO2) before being chal-
lenged with NIC/neonicotinoid (ACE or CLO)/hexamethonium (HEX), an α3-containing
nAChR antagonist. The basal epinephrine secretion (B) was measured in the supernatant
of a 5 min-bath of each adrenal slice containing either Ringer’s saline or NIC (10 µM). Each
slice was transferred in a test tube and then challenged for 5 min with a solution containing
NIC (1, 3, 10 and 100 µM), ACE (100 and 500 µM) or CLO (100 and 500 µM), alone or in
combination (NIC+CLO or NIC+ACE), with or without HEX (200 µM), before removing
the supernatant for epinephrine measurement referred as test epinephrine secretion (T).
HPLC-based epinephrine assay was conducted as previously described [44]. The results
are expressed as T/B ratio of epinephrine release. The concentrations of neonicotinoids
used in this ex vivo assay—100 and 500 µM—can be approximately equivalent to 30 and
150 mg·kg�1 in vivo, respectively.

4.7. Intoxication Protocol and ABP Measurement

Wistar male rats were anesthetized by intraperitoneal injection of ketamine at a dose
of 80 mg·kg�1 and xylazine as analgesic at 15 mg·kg�1. We are aware that this anesthetic
combination could interfere with our data [91,92] since ketamine/xylazine are known to
disrupt cardiovascular parameters. To minimize the anesthetic side effects, we monitored
ABP throughout the experiment and verified, before each injection, that the mean ABP
is within the range of physiological values for Wistar-Kyoto rats (94.18 ± 2.14 mmHg,
Figure S4). For the measurement of ABP via arterial catheterization, the anesthetized
animal was positioned back on a heating mat (maintained at 38 �C). The PE10 catheter
(DI: 0.28 mm, OD: 0.61 mm) welded to PE50 (DI: 0.58 mm, DE: 0.965 mm) is placed at the
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level of the right femoral artery and is connected to the pressure sensor. The measurements
are collected using a Biopac data acquisition system (Biopac systems MP100 coupled to
AcqKnowledge R� software). Injections are made by the second PE50 catheter placed at
the level of the left femoral vein (Figure 4A). Based on the knowledge of neonicotinoid
molecules, we estimated that an intravenous dose of 1 mg·kg�1 CLO or ACE is equivalent
to a concentration of 5–20 µM, for which we found a weak agonist effect of these molecules
in electrophysiology. The following injections were performed subsequently in each animal.
Firstly, AngII (10 ng·kg�1), ACh (0.5 µg·kg�1), vehicle solution (DMSO 2% and NaCl 0.9%)
and physiological saline (NaCl 0.9%) were administered as positive and negative control
molecules for each animal. Depending of their group assignment (NIC, ACE, CLO and
CTRL), a selected dose of NIC, ACE, CLO or DMSO (2%) was injected into the femoral
vein of each rat with a 4–5-min interval between two injections (NIC: 3 ⇥ 10�1 mg·kg�1;
ACE/CLO: 1 mg·kg�1) (Figure 4B). To study the effect of both molecules, NIC was admin-
istered to two other rat groups (NIC+ACE and NIC+CLO), associated with a single dose
of either ACE (0.1 mg·kg�1) or CLO (0.33 mg·kg�1). These fixed doses of neonicotinoids
were adjusted from the Acute Reference Dose (ARfD) promoted by FAO/WHO (reviewed
in [93]). The dose for CLO was limited to 0.33 mg·kg�1 (and not 0.6 mg·kg�1) because
we could not exceed the threshold limit for DMSO in vivo. A negative control was also
performed with vehicle solution injections on a time scale similar to that of intoxications
(Figure 4B). Femoral ABP was recorded continuously (1000 Hz) for 1 h and the animals
were killed by exsanguination. Mean ABP was measured on recordings, over a 2-s pe-
riod before and after the injections using AcqKnowledge R� software (Biopac, Goleta, CA,
USA). The difference between these mean values (∆ABP) was used for statistical analysis
(Figure 4C).

4.8. nAChR Homology Modeling and Ligand Docking

The chosen template was that of the human α3β4 nAChR obtained in complex with
NIC (PDB code 3PV7). The sequence of the template was aligned to that of rat α3 and
β4 with the software T-Coffee [94]. The alignment was edited manually to remove the
long stretch of α3 and β4 residues for which there is no counterpart in the template, i.e.,
N-terminus, C-terminus and M3-M4 loop. The resulting alignment was used, together with
the PDB structure 3PV7, to produce the target model with Modeler version 9.19 [95]. The
automodel method was used with “very slow” optimization level and three repetitions.
In total, 100 models were prepared and the best, according to the DOPE energy function,
was selected. The structures of ligands were retrieved from Pubchem as sdf files, i.e.,
Clothianidin (86287519) and Acetamiprid (213021). The structure of the protein and ligand
were converted to pdbqt files with the software Open Babel 2.4.1 [96]. Docking was
performed with the software smina [97]. The docking box was defined automatically using
the nicotine found in the experimental structure.

4.9. Data Analysis

Statistical analysis were performed using GraphPad Prism R� 7 software (La Jolla,
CA, USA). Electrophysiological data were analyzed using a nonlinear regression for each
treatment concentration–effect relationship. The difference in current amplitude among
treatment was assessed using one way ANOVA and Tukey’s multiple comparison post
hoc test. Epinephrine secretion data (i.e., NIC/ACE/CLO dose–effect, α3β4 role in NIC or
ACE-CLO-induced epinephrine secretion, ACE/CLO effect on NIC-induced epinephrine
secretion) were assessed by Kruskal–Wallis one-way ANOVA followed by Dunn’s multiple
comparison post hoc test. ABP data (i.e., CLO/ACE/NIC effect on ABP compared to
hypertensive (AngII), hypotensive (ACh) or vehicle solution (VEH) as well as to the CTRL
solution, ACE/CLO effect on NIC-induced hypertensive effect) were assessed by two-
way ANOVA and Tukey’s multiple comparison post hoc test. Data are mean ± SEM. In
Figures 2, 3 and 5, the different lowercase letters indicate significant differences between
treatments. Any two means that do not share the same letter are significantly different
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(p < 0.05) after running the ANOVA analysis. The lowercase letters a–d are used to indicate
which means differ and which ones do not based on the multiple comparison post hoc tests.

5. Conclusions

Since their first introduction in the early 1990s, neonicotinoid insecticides have been
used extensively to control harmful insects and increase agricultural productivity. The
preoccupation for the human health has emerged recently [98]. Our data show that the
neonicotinoids CLO and ACE, through a weak stimulation of nAChRs, elicit epinephrine
secretion with no apparent disturbance of rat ABP in vivo. However, ACE or CLO modified
the kinetics of NIC-induced hypertensive effect. This raises concern about sub-chronic and
chronic effects of these insecticides on the human health.

Supplementary Materials: The following are available online at https://www.mdpi.com/1422-006

7/22/10/5106/s1, Table S1: Pharmacological parameters of neonicotinoids on mammalian nAChR
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and β4 NM_052806). Figure S1: Experimental procedure for ABP measurements using control

solutions. (A) Box and whisker plots of ∆ABP data for AngII, ACh, VEH (0.9% NaCl, 2% DMSO)

and saline (0.9% NaCl) groups. Whiskers are minimum to maximum values and bars represent

the median value. Groups with different lowercase letters are significantly different (p < 0.001). (B)
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molecular docking of NIC (A), CLO (B) and ACE (C) on the orthosteric site of rat α3β4 nAChR. The

three molecules are framed by a red line. Figure S3: Evidence of α3 β4 nAChR expression in oocytes.

Injected (red) and non-injected (black) oocytes were challenged with either ACh (A) or NIC (B) at

100 µM. Note that no current developed in non-injected oocytes. Figure S4: Mean ABP (±SEM)

measured before injections in each animal group throughout the experimental procedures. T0, basal

ABP (before ANGII injection); T1, before ACh injection; T2, before vehicle; T3, before Saline; T4,

before Treatment.

Author Contributions: Experiments were performed by J.P., A.T., J.B., F.D.N., N.C.G., C.L. (Christian

Legros), C.M. and H.T.-L. Analysis was performed by J.P., A.T., J.B., N.C.G., C.L. (Christian Legros),

C.M. and H.T.-L. Research direction was done by C.L. (Christian Legros), N.C.G., C.M. and H.T.-L.

Manuscript preparation and revision were done by J.P., A.T., J.B., F.D.N., N.C.G., C.L. (Christian

Legros), C.L. (Claire Legendre), D.H., C.M. and H.T.-L. All authors have read and agreed to the

published version of the manuscript.

Funding: This research received no external funding.

Institutional Review Board Statement: All animal experiments were carried out in compliance with

the EU Directive 2010/63/EU on the care and use of laboratory animals. The study was conducted

according to the guidelines of the Declaration of Helsinki, and approved by the ethics committee of

Région Pays de la Loire (https://www.ceea-paysdelaloire.com visited on 11 May 2021) and by the

French Ministry of Agriculture. Protocole codes are APAFIS N� 7586 for rats and N� CEEA.2012.68

for Xenopus, and date of approval is 12 January 2017. The NC3R’s ARRIVE guidelines were followed

in the conduct and reporting of all experiments using living animals.

Data Availability Statement: All the data are contained within the article

Acknowledgments: We thank Nastassia Navassiolova, Lucille Crespin, Julie Favre, Gilles Kauffen-

stein and Steeve Thany for excellent technical assistance and stimulating scientific discussion.

Conflicts of Interest: The authors declare no conflict of interest.



Int. J. Mol. Sci. 2021, 22, 5106 14 of 18

Abbreviations

The following abbreviations are used in this manuscript:

ABP arterial blood pressure

ACE acetamiprid

ACh acetylcholine

AngII angiotensin II

CLO clothianidin

DMSO dimethyl sulfoxide

EC50 half maximal effective concentration

HEX hexamethonium

IMI imidacloprid

nAChR nicotinic acetylcholine receptor

NIC nicotine

VEH vehicle
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Abstract: Thanks to the crosstalk between Na+ and Ca2+ channels, Na+ and Ca2+ homeostasis

interplay in so-called excitable cells enables the generation of action potential in response to electrical

stimulation. Here, we investigated the impact of persistent activation of voltage-gated Na+ (NaV)

channels by neurotoxins, such as veratridine (VTD), on intracellular Ca2+ concentration ([Ca2+]i) in a

model of excitable cells, the rat pituitary GH3b6 cells, in order to identify the molecular actors involved

in Na+-Ca2+ homeostasis crosstalk. By combining RT-qPCR, immunoblotting, immunocytochemistry,

and patch-clamp techniques, we showed that GH3b6 cells predominantly express the NaV1.3 channel

subtype, which likely endorses their voltage-activated Na+ currents. Notably, these Na+ currents

were blocked by ICA-121431 and activated by the β-scorpion toxin Tf2, two selective NaV1.3 channel

ligands. Using Fura-2, we showed that VTD induced a [Ca2+]i increase. This effect was suppressed

by the selective NaV channel blocker tetrodotoxin, as well by the selective L-type CaV channel

(LTCC) blocker nifedipine. We also evidenced that crobenetine, a NaV channel blocker, abolished

VTD-induced [Ca2+]i elevation, while it had no effects on LTCC. Altogether, our findings highlight a

crosstalk between NaV and LTCC in GH3b6 cells, providing a new insight into the mode of action

of neurotoxins.

Keywords: GH3b6 cells; voltage-gated sodium channel; L-type voltage-gated calcium channel;

veratridine; patch-clamp; Fura-2

1. Introduction

Voltage-gated Na+ (NaV) channels are key molecular components involved in the
electrical-excitability properties of the so-called excitable cells, such as neurons and my-
ocytes (i.e., they can develop action potentials in response to electrical stimulation) [1].
NaV channels constitute validated pharmacological molecular targets for a large panel of
clinically used drugs, such as anti-arrhythmics, anti-convulsants, anesthetics, and anal-
gesics [2]. They are also targeted by various natural toxins from animals, plants, and
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microorganisms [2,3]. In mammalian genomes, nine genes (scn1a, 2a, 3a, 4a, 5a, and scn8a,
9a, 10a, 11a) encode as many NaV channel α-subunit isoforms (NaV1.1, 1.2, 1.3, 1.4, 1.5, 1.6,
1.7, 1.8, and 1.9) [4,5]. These genes share high sequence identities and pharmacological
properties among mammalian species, in particular in rodents and humans [5]. NaV chan-
nels are pharmacologically classified according to their sensitivity to tetrodotoxin (TTX).
Six isoforms are highly sensitive (nanomolar range) to TTX (TTX-S): NaV1.1, 1.2, 1.3, 1.4,
NaV1.6, and NaV1.7 and reciprocally three isoforms are much less sensitive and thus called
resistant to TTX (TTX-R): NaV1.5, 1.8, and NaV1.9 [2,3]. These α-subunits are complex
pore-forming and glycosylated membrane proteins containing all molecular determinants
needed to form a rapid inactivating voltage-gated channel, highly selective to Na+ [5]. They
are associated with one or two auxiliary β-subunits (NaVβ1–4), encoded by four different
genes. These β-subunits play a chaperon, gating, and regulatory role for NaV channels and
belong to the cell adhesion molecule family [6].

The pharmacology of NaV channels is particularly vast and complex. At least seven
molecular binding sites (Sites 1–7) have been described for various neurotoxins, pyrethroids,
local anesthetics, antiarrhythmics, and antiepileptics [2,7,8]. All clinically used drugs block
NaV channels through binding to the so-called “local anesthetic receptor site”, within the
pore. TTX and saxitoxin, two natural alkaloids, are pore-binding blockers, defining Site 1.
Various neurotoxins act as activators, such as (i) veratridine (VTD) and batrachotoxin (BTX)
through binding to Site 2; (ii) animal toxins (from scorpion, snake, wasp and sea anemone),
which interact with Sites 3 and 4; (iii) polycylic toxins including brevetoxins (with PbTx-2)
and ciguatoxins, which interact with Site 5; (iv) δ-conotoxins by binding to Site 6; and (v)
pyrethroid insecticides with delthamethrin, defining Site 7 [2,7,8].

NaV channels are mainly expressed in excitable cells, such as neurons of the central
nervous system (NaV1.1–3 and NaV1.6) and of the peripheral nervous system (NaV1.6,
1.7, 1.8, 1.9 and possibly 1.1), myocytes (NaV1.4), and cardiomyocytes (NaV1.5) [2]. In
neurons [9–12], synaptosomes [13], and neuroblastoma cells [14–17], NaV channels could be
activated by neurotoxins, such as VTD or brevetoxin (PbTx), leading to a large intracellular
Ca2+ overload, as a consequence of the activation of Na+/Ca2+ exchanger reverse mode
(NCX), or/and NMDA receptor or/and voltage-gated Ca2+ channels (CaV), including
L-type CaV (LTCC). Besides the neurotoxicity linked to Ca2+ overload, these mechanisms
reveal a close relationship between Na+ and Ca2+ homeostasis, which is crucial for the
regulation of membrane excitability [11,18,19].

NaV channels are also expressed in endocrine networks, such as chromaffin cells,
pancreatic β cells, and somatotropic cells in the pituitary gland, which also exhibit mem-
brane excitability properties playing a key role in hormone release [18,20,21]. Among
endocrine cells, the GH3 pituitary cell line and subclones, such as GH4C1 and GH3b6
cells, exhibit spontaneous action potentials and intracellular Ca2+ oscillations that can be
modified by altering NaV channel activity [22,23]. Interestingly, these characteristics have
been already used to test the effects of new toxins and drugs targeting NaV channels using
electrophysiology [24–26] but never for a cell-based assay using fluorescent probe.

Here, we hypothesized that activation by neurotoxins of NaV channels endogenously
expressed in GH3b6 cells would lead to an increase of the intracellular Ca2+ concentration
([Ca2+]i), which could be measured by a Ca2+ fluorescent probe. By combining RT-qPCR,
immunoblotting and immunolocalization experiments, we showed for the first time that
GH3b6 cells mainly express the NaV1.3 channel subtype and the NaVβ1 subunit. The gating
and pharmacological properties of Na+ currents elicited by these cells indeed correspond
to NaV1.3 channels. We demonstrated that the pharmacological activation of NaV channels
induces [Ca2+]i elevation mediated by LTCC. Taken together, our data highlight a crosstalk
between Ca2+ and Na+ homeostasis in GH3b6 cells and particularly between NaV1.3
and LTCC.
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2. Results

2.1. GH3b6 Cells Mainly Express the NaV1.3 Channel Subtype

We first characterized the expression of NaV channels in GH3b6 cells by combining
RT-qPCR, immunoblotting, and immunolocalization (Figure 1). Scn2a, scn3a, and scn8a
cDNAs encoding three TTX-S NaV channels (NaV1.2, NaV1.3, and NaV1.6, respectively)
were amplified (Figure 1A). Scn1a and scn4a cDNAs encoding NaV1.1 and NaV1.4 were
also detected but at very low levels (Ct-values > 32, with 10 ng of cDNA), and thus their ex-
pression was disregarded. Absolute quantification of scn2a, scn3a, and scn8a mRNA copies
showed that the transcription level of scn3a was about 13.7-fold and 1.6-fold higher than
those of scn2a and scn8a, respectively (p < 0.0001, n = 3; Figure 1B). RT-qPCR experiments
allowed the amplifications of scn1b and scn3b cDNAs encoding NaVβ1 and NaVβ3 subunits
while scn2b and scn4b cDNAs were not detected (Figure 1A). The number of scn1b mRNA
copies was 8.9-fold higher than that of scn3b (p < 0.0001, n = 3, Figure 1B).

Figure 1. NaV channel expression in GH3b6 cells. (A) The mRNA expression levels of all α and β

subunits were first determined by relative RT-qPCR. (B) RT-qPCR with absolute quantification for

the genes, which were detected by relative RT-qPCR. One-way ANOVA (**** p < 0.0001) followed by

Tukey post-hoc multiple comparison test was performed. The data are mean ± SEM. D: Disregarded

(Ct > 32); ND: Not Detected. (C) Western blot analysis of NaV channel expression. Immunoblotting

was performed using pan-NaV and Nav1.3 channels antibodies with 20 and 50 µg of protein extracts

from GH3b6 cells and rat brain, after separation on 8% SDS-PAGE. Actin was the loading control.

(D) Immunocytolocalization of NaV1.3 channels in GH3b6 cells. Fluorescence labeling (green) using

Alexa Fluor 488 anti-mouse secondary antibody allowed the detection of NaV1.3 channels at the

plasma membrane. Nuclei (blue) were stained with DAPI. Original magnification ⇥60.

Since the detection of mRNAs encoding these NaV channel subtypes does not manda-
torily reflect their expression at the protein level, we performed Western blot and immuno-
cytochemistry analysis. The immunoblots of GH3b6 cell protein extracts showed an intense
immunoreactivity for a band with an apparent molecular weight of ~250 kDa with Pan-NaV

and NaV1.3 antibodies (Figure 1C). While NaV1.2 were immunodetected using protein
extracts from rat brain, the Western blot with GH3b6 cell proteins did not show NaV1.2
channels at the protein level (Supplementary Figure S1). In addition, the antibodies against
NaV1.6 allowed strong immunofluorescent labeling with neurons but not with GH3b6 cells
(Supplementary Figure S2). The expression of the NaV1.3 channel at the plasma membrane
was confirmed by fluorescent labeling with a specific monoclonal antibody (Figure 1D).
Altogether, these findings showed that the NaV1.3 channel is the main NaV channel subtype
expressed at the protein level in GH3b6 cells.
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Thus, it is likely that the NaV1.3 channel subtype endorses the genesis of voltage-
activated Na+ current in GH3b6 cells. To address this hypothesis, we characterized the
Na+ current (INa) in GH3b6 cells by patch-clamp electrophysiology. As expected, depo-
larizing pulses triggered inward currents, which were blocked by a low concentration
of TTX (300 nM, Figure 2A), in accordance with the presence of TTX-S NaV channels as
previously described in GH3 cells [27,28]. Current–voltage relationships showed that INa

activated between �45 and �40 mV, gradually increased to a maximum current density
of �82.87 ± 12.17 pA/pF at �5 mV, and reversed at +58.20 ± 5.14 mV (Figure 2A). We
also observed persistent currents at the end of the depolarization pulse (Figure 2A). The
voltage dependence of the activation and steady-state inactivation of INa were assessed
using specific voltage-clamp protocols. The normalized conductance or peak current am-
plitudes were plotted versus voltage and fitted to the Boltzmann equation, yielding a
V1/2 of �12.23 ± 1.34 mV (n = 11) for activation, and a V1/2 of �53.58 ± 1.66 (n = 16) for
inactivation (Figure 2B, Table 1). The recovery from inactivation was also examined and
the analysis of the data showed that the recovery of INa is mono-exponential with a time
constant of 9.38 ms. These data were in agreement with those previously reported [27,29].
Finally, to confirm that INa in GH3b6 cells are endorsed by NaV1.3 channels, we tested slow
ramp depolarization stimulation (Figure 2D). Our data showed that GH3b6 cells indeed
produce a ramp-triggered inward current, which is the hallmark of the NaV1.3 channel [30].

Figure 2. Electrophysiological characterization of INa in GH3b6 cells by manual patch-clamp record-

ing. (A) Representative family of Na+ current traces recorded in GH3b6 cells before and after the

application of 300 nM TTX. The currents were elicited by stepping the membrane potential (Vm) as

shown in inset. I–V relationship curve obtained by plotting the mean peak current density to Vm

(n = 13). Data were fitted to the equation of Stuehmer with ENa = 58.2 ± 5.1 mV, g = 1.92 ± 1.34 nS,

V1/2 = �10.39 ± 0.97 mV, and k = 7.06 ± 0.33 (n = 13). Selected traces illustrating persistent currents

are shown in an enlarged view. (B) The voltage dependences of activation (circles) and inactivation

(close circles). Depolarization protocols are shown in insets. Fitting was done with the Boltzmann

equation as described in the “Material and Methods” section. (C) The graph shows the kinetic of

recovery from inactivation at �100 mV. The data (mean ± SEM) were best fitted with a monoexpo-

nential equation. To illustrate the rate of recovery from inactivation, selected traces are shown in the

inset. (D) Example of the ramp response. The current evoked during increasing the voltage ramp

from �120 mV to + 40 mV during 160 ms is shown.
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Figure 3. Effects of ICA-121431, a selective inhibitor of NaV1.3 channels, on INa recorded in GH3b6

cells by manual patch-clamp. (A,B) To illustrate the effects of ICA-121431, examples of superimposed

INa elicited by 500 ms depolarizing pulses (at �20, 0, and +20 mV) and examples of superimposed INa

elicited by depolarizing pulse at 0 mV immediately after a 500 ms prepulse (�120, �60, and �50 mV)

are shown. The control traces are in blue (CTRL) and red traces correspond to INa after ICA-121431

application (1 µM). (B) Current–voltage relationships and (C) activation/inactivation curves of INa

recorded before (blue circles) and after 1 µM ICA-121431 (red circles). Comparison of V1/2 activation

(D) and inactivation (E) in the absence (CTRL) and in the presence of 1 nM Tf2. Statistical analysis

was performed using the two-tailed unpaired t-test, **** p < 0.0001. Data represent the mean ± SEM.
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Figure 4. Effects of Tf2, a selective β-scorpion toxin of NaV1.3 channels, on INa recorded in GH3b6

cells by automated patch-clamp. (A) Representative examples of INa elicited by 50 ms depolarization

steps (protocol inset), in the absence and presence of 1 nM Tf2. To illustrate the strong effect of

1 nM Tf2, superimposed INa traces at �45 mV are shown. (B) Current–voltage relationships (C) and

activation/inactivation curves of INa recorded before (blue circles) and after 1 nM Tf2 (red circles).

Comparison of V1/2 activation (D) and inactivation (E) in the absence (CTRL) and in the presence of

1 nM Tf2. Statistical analysis was performed using the two-tailed unpaired t-test, **** p < 0.0001. Data

represent the mean ± SEM.
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Table 1. Biophysical parameters of voltage-gated Na+ currents recorded in GH3b6 cells.

Condition Voltage-Dependency of Activation Voltage-Dependency of Inactivation

V1/2 (mV) k (mV) V1/2 (mV) k (mV)

Control 2 �12.23 ± 1.34
n = 11

6.06 ± 0.20
�53.58 ± 1.66

n = 16
5.26 ± 0.17

Control 3 �8.92 ± 1.01
n = 12

6.06 ± 0.20
�56.85 ± 1.54

n = 12
5.26 ± 0.17

+ 1 µM ICA-121431 3 �11.86 ± 1.05
n = 12 (p = 0.06)

6.67 ± 0.36
n = 12 (p < 0.05)

�67.19 ± 1.15
n = 12 (p < 0.0001)

5.18 ± 0.18
(p = 0.72)

Control 4 �15.07 ± 0.51
n = 86

5.78 ± 0.14
�55.69 ± 0.53

n = 76
5.86 ± 0.14

+1 nM Tf2 4 �26.78 ± 3.24
n = 9 (p < 0.0001)

5.83 ± 0.52
(p = 0.90)

�60.77 ± 1.20
n = 24 (p < 0.0001)

5.87 ± 0.32
ns, p = 0.97

2, 3 and 4 curve fitting parameters of Figures 2–4, respectively.

To explore the contribution of the NaV1.3 channel subtype in the genesis of INa in this
cell line, we used ICA-121431 [31–33] and the β-scorpion toxin Tf2 [32,34], two selective
ligands of this NaV channel subtype. At 1 µM, ICA-121431 reduced by 50% the amplitude of
INa when they were elicited by depolarizing pulse from �100 mV, while it almost abolished
INa evoked by the depolarizing pulse from �50 mV (Figure 3A). ICA-121431 reduced the
INa amplitude in a non-voltage-dependent manner (Figure 3B), and thus did not alter the
voltage dependency of activation (p = 0.06) (Figure 3C,D). However, ICA-121431 induced a
negative shift of 10.3 mV (p < 0.0001) of the voltage dependence of inactivation (Figure 3C,E).
These data are in agreement with previous data indicating that ICA-121431 preferentially
interacts with inactivated NaV1.3 channels [31–33]. At a very low concentration (1 nM), Tf2
strongly altered the activation of INa.

As illustrated in Figure 4A, depolarizing pulses elicited INa with higher amplitudes
in the presence of the Tf2 compared to the control. The current–voltage relationships
showed that NaV channels opened at potentials more negative in the presence than in
the absence of Tf2 (Figure 4B). The V1/2 of activation was positively shifted by 11.7 mV
(p < 0.0001) (Figure 4C,D). In addition, Tf2 induced a negative shift of V1/2 of inactivation
by 5.1 mV (p < 0.0001) (Figure 4C,E). In conclusion, INa is sensitive to both ICA-121431 and
Tf2, indicating that it is promoted by the NaV1.3 channel subtype.

2.2. Activation of NaV Channels by Various Neurotoxins Triggers the Increase of Intracellular Ca2+

in GH3b6 Cells

To explore the impact of NaV channel activation by neurotoxins on [Ca2+]i, we first
determined whether the two most often used NaV neurotoxins, VTD and BTX, could
induce [Ca2+]i elevation in GH3b6 cells. Using the Ca+ fluorescent probe, Fura 2-AM, we
showed that both VTD and BTX efficiently increased Fura-2 fluorescence, which indicated
[Ca2+]i elevation (Figure 5A,D). Thus, both toxins were able to induce [Ca2+]i elevation
with different kinetics and in a TTX-sensitive manner (Figure 5A,D). Indeed, the BTX-
induced Ca2+ response was slow and reached a plateau after 250 s of injection, while in
comparison, VTD induced a transient increases in [Ca2+]i, which peaked at ~1 min. The
VTD and BTX-induced Ca2+ responses were concentration dependent and best fitted by
the Hill–Langmuir equation for a bimolecular reaction (Figure 5B,E). As expected, VTD
exhibited a lower potency, with an EC50 of 5.39 ± 2.3 µM (Figure 5B), compared to BTX,
with an EC50 of 0.66 ± 0.18 µM (Figure 4E). The TTX-induced inhibition of VTD- and
BTX-evoked Ca2+ responses was fitted by a single site bimolecular equation, yielding
similar IC50 values in the nanomolar range in each case (IC50 of 15.63 ± 0.72 nM with VTD
and IC50 of 21.13 ± 3.32 nM with BTX), in agreement with the blockade of TTX-S NaV1.3
channels (Figure 5C,F).
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Figure 5. Effects of VTD and BTD, two selective NaV channel activators, on the intracellular Ca2+

level in GH3b6 cells. (A,D) Representative kinetics of Fura-2 fluorescence in GH3b6 cells treated

with increasing concentrations of VTD or BTX. The increase of the Fura-2 fluorescence emission

ratio reflects [Ca2+]i elevation. (B,E) The Ca2+ responses induced by VTD and BTX are concen-

tration dependent. In both cases, the concentration–response relationships were analyzed using

the Hill–Langmuir equation with variable slope. The values of EC50 and the Hill coefficient were

respectively 5.39 ± 2.3 µM and 2.00 ± 0.21 with VTD (R2 = 0.98) and 0.66 ± 0.18 µM, 2.88 ± 0.15

with BTX (R2 = 0.95). (C,F) The NaV channels involved in Ca2+ responses induced by VTD and

BTX are TTX-S. TTX inhibits in a concentration-dependent manner the Ca2+ responses elicited by

10 µM of VTD (C) or by 1 µM of BTX (F) with similar IC50 (15.63 ± 0.72 nM, 21.13 ± 3.32 nM,

respectively) and Hill coefficients (1.21 ± 0.21, R2 = 0.97 and 0.95 ± 0.04, R2 = 0.99 for VTD and BTX,

respectively). Data represent the mean ± SEM (n = 3 wells) and are representative of at least two

independent experiments.

To investigate the involvement of the NaV1.3 subtype in the [Ca2+]i increase induced
by NaV channel neurotoxins in GH3b6 cells, we used, as in the patch-clamp recordings of
INa, the NaV1.3-selective scorpion toxin, Tf2. This toxin also induced [Ca2+]i elevation in
our cell model and the Tf2-induced Ca2+ responses were concentration dependent with
an EC50 value of 17.51 ± 1.4 nM and best fitted by the Hill–Langmuir equation for a
bimolecular reaction with a Hill slope of 1.38 (Figure 6A,B). The TTX inhibition of Tf2-
evoked Ca2+ responses was fitted by a single site bimolecular equation, giving an IC50

value of 7.9 ± 2.1 nM and a Hill coefficient of 1.31 ± 0.14, in agreement with the blockade
of the TTX-S NaV1.3 channel subtype (Figure 6C).
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Figure 6. Effect of Tf2, a selective β-scorpion toxin of NaV1.3, on the intracellular Ca2+ level in

GH3b6 cells. (A) Representative kinetics of Fura-2 fluorescence emission in GH3b6 cells treated with

increasing concentrations of Tf2. (B) The Ca2+ responses induced by Tf2 are concentration dependent.

The concentration–response relationships were analyzed using the Hill–Langmuir equation with

variable slope. The values of EC50 and the Hill coefficient were 17.51 ± 1.4 nM and 1.378 (R2 = 0.99).

(C) TTX inhibits in a concentration-dependent manner the Ca2+ responses elicited by 0.5 µM of Tf2

with an IC50 value of 7.9 ± 2.1 nM and a Hill coefficient of 1.31 ± 0.135, R2 = 0.94. The data represent

the mean ± SEM (n = 3 wells) and are representative of at least two independent experiments.

Finally, to explore if other neurotoxins, which activate NaV channels through binding
to other pharmacological sites, could also enhance [Ca2+]i, we tested the wasp venom
peptide β-PMTX (Site 3) [31,35,36], the marine toxin PbTx-2 (Site 5), and the pyrethroid
deltamethrine (Site 7). These three molecules induced intracellular Ca2+ responses with
various kinetic profiles (Figure 7). At 100 µM, β-PMTX triggered a rapid and transient Ca2+

elevation, in a concentration-dependent manner, as observed with VTD (Figure 7A). In
comparison, PbTx-2 (3 µM) provoked a rapid response followed by a slower decrease of
the Ca2+ signal (Figure 7B). In contrast, deltamethrine (10 µM) caused Ca2+ responses with
a peak, followed by a plateau (Figure 7C). Ca2+ responses induced by these three toxins
were fully blocked by TTX at 1 µM.

Figure 7. Effects of NaV channel activators, which bind to Site 3, Site 5, and Site 7, on intracellular

Ca2+ in GH3b6 cells. Representative Fura-2 fluorescence kinetics traces were obtained after injection

of 100 µM β-PMTX (A), 3 µM of Pb-Tx2 (B), or 10 µM of deltamethrine (C). All of them were fully

abolished by TTX use at 1 µM. Data represent the mean ± SEM (n = 3 wells) from at least two

independent experiments.

2.3. NaV Channel Activation by Neurotoxins Triggers Ca2+ Influx Mediated by L-Type CaV
Channels (LTCC)

Since it is well-known that in neurons, persistent Na+ entry induced by VTD is
associated with [Ca2+]i elevation mediated by the Na+/Ca2+ exchanger NCX, and/or LTCC,
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and/or N-type channels [11,13,15,17,37], we challenged whether NCX and CaV channels
contribute to VTD-induced Ca2+ responses. To identify the source of Ca2+ mobilized by
VTD, Fura-2 experiments were performed in Ca2+-free medium. In this condition, the VTD-
evoked Ca2+ response was completely suppressed (Supplementary Figure S3). Moreover,
the depletion of Ca2+ stores by with thapsigargin (2 µM, 10 min prior to injection of VTD)
did not modify the VTD-induced Ca2+-response (Supplementary Figure S3). Thus, NaV

channel activation by VTD did not involve intracellular Ca2+ stores and leads to Ca2+ entry
mediated by transport through the plasma membrane by NCX and/or CaV channels.

The NCX gene expression profile by RT-qPCR revealed that NCX1–3 subtype tran-
scripts were expressed in GH3b6 cells with the following ranking order: slc8a3 > slc8a2 >
slc8a1 (Figure 8A). Since KB-R7943 inhibited the Na+ current [38], we used the two other
NCX inhibitors available: the selective NCX inhibitor SN-6 [39] with IC50 values of 2.9, 16,
and 8.6 µM for NCX1, NCX2, and NCX3, respectively, and the selective NCX1 and NCX2
inhibitor SEA-0400 [40] with IC50 values of 0.056 and 0.98 µM, respectively. Both SN-6 and
SEA-0400 did not significantly inhibit the VTD-induced Ca2+ responses, at a concentration
of 10 µM (Figure 8B,C), thus excluding the implication of NCX. Next, we characterized
the gene expression profiles of CaV channels by RT-qPCR in GH3b6 cells. The cDNAs of
cacna1c and cacna1d, encoding two LTCC (CaV1.2 and CaV1.3), cacna1a encoding a P/Q type
CaV channel (CaV2.1), cacna1g and cacna1i, encoding two t-type CaV channels (CaV3.1 and
CaV3.3) (Figure 8D), were detected at significant expression levels. The highest expression
levels of transcription were found for cacna1c, cacna1d, and cacna1i, indicating that both
L-type and T-type CaV channels represent the main CaV channel subtypes expressed in
GH3b6 cells, as previously described in GH3 or GH3b6 cells [41,42]. The VTD-evoked Ca2+

responses were totally suppressed either by Cd2+ (at ~30 µM) or nifedipine (at ~10 µM)
(Figure 8E). Both compounds induced a concentration-dependent inhibition of VTD-evoked
Ca2+ responses, which were best fitted with the Langmuir–Hill equation, with IC50 values
of 1.04 ± 0.65 µM for nifedipine and 9.76 ± 1.74 µM for Cd2+ (Figure 8E). Taken together,
our data shown that NaV channel activation by neurotoxins that triggers Ca2+ influx is
fully mediated by LTCC.

2.4. GH3b6 Cell-Based Assay Using Fura-2 Offers a Convenient Model to Characterize NaV
Channel Modulators

In order to validate our model as a suitable assay for NaV channel pharmacological
studies, we used a novel selective blocker of Site 2 of NaV channels BIII 890 CL (crobene-
tine) [43–45] together with BI 55CL, which is a structurally close analogue of BIII 890 CL
but with more than 1000-fold lower potency for NaV channels. When co-injected with
VTD (10 µM), 1 or 10 µM of BIII 890 CL blocked the increase of [Ca2+]i with a percentage
of inhibition of 34.9% ± 0.9% and 74.2% ± 4.2%, respectively, whereas BI 55CL did not
significantly modify the Ca2+ entry induced by VTD (Figure 9A). The BIII 890 CL inhibi-
tion of VTD-evoked Ca2+ responses could be fitted by a single site bimolecular equation,
giving an IC50 value of 1.47 ± 0.18 µM (Figure 9B). Importantly, Ca2+ responses induced
by Bay K8644, a specific LTCC activator, were not modified by BIII 890 CL nor BI 55 CL
whereas 10 µM of nifedipine totally blocked the Bay K8644-evoked Ca2+ entry in GH3b6
cells (Figure 9C), demonstrating the selectivity of BIII 890 CL toward NaV channels and the
specificity of the Ca2+ monitoring when NaV channels are activated by selective neurotoxin.
Taken together, the crosstalk between NaV and CaV channels in GH3b6 cells appears as a
new strategy to modulate NaV channels.
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Figure 8. Effects of NCX and CaV channel inhibitors on VTD-evoked Ca2+ responses in GH3b6 cells.

(A) The expression profile of NCX1–3 genes (scl8a1–3) in GH3b6 cells was characterized by relative

RT-qPCR. The data are mean of mRNA relative expression ± SEM. Effects of SN-6 (B) and SEA0400

(C), two specific inhibitors of NCX, on VTD-induced Ca2+ responses in GH3b6 cells. VTD was used

at 10 µM. (D) The expression profile of CaV channel genes (cacna1a–e, g–i, and s) in GH3b6 cells was

characterized by relative RT-qPCR. The data are mean ± SEM. D: Disregarded (Ct > 32); ND: Not

Detected. (E) Concentration–inhibition relationship of VTD-induced Ca2+ responses by nifedipine, a

specific blocker of L-type CaV channels (IC50 = 1.04 ± 0.65 µM, Hill slope = 1.30 ± 0.11, R2 = 0.98)

and Cd2+, a blocker of CaV channels (IC50 = 9.76 ± 1.74 µM, Hill slope = 2.35 ± 0.03, R2 = 0.97) with

VTD used at 10 µM. Data represent the mean ± SEM (n = 3) from two independent experiments.

Figure 9. Effects of BIII 890CL on Ca2+ responses triggered by VTD or Bay K8644. (A) Representative

Fura-2 fluorescence kinetic traces illustrating Ca2+ response induced by 10 µM of VTD, alone or

co-injected with 1 µM of TTX or with 10 or 1 µM of BIII 890 CL or with BI 55CL (10 and 1 µM), used

as a negative control. (B) Concentration–inhibition relationship of VTD-induced Ca2+ responses by

BIII 890CL, (IC50 = 1.47 ± 0.18 µM, Hill slope = 1.26 ± 0.23, R2 = 0.94). (C) Representative Fura-2

fluorescence kinetics traces illustrating Ca2+ response induced by 1 µM of Bay K8644, a specific

L-type CaV channel activator, alone or co-injected with 10 µM of nifedipine or with 10 or 1 µM of BIII

890 CL or with BI 55CL (10 and 1 µM), used as a negative control. Data represent the mean ± SEM

(n = 3) of recordings of two independent experiments.
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3. Discussion

All pituitary cells, including GH3 cells and its subclone GH3b6, exhibit membrane
excitability and signaling pathways similar to those observed in neurons, because they
endogenously express NaV and CaV channels [22]. Here, we showed that the NaV1.3
channel is the predominant subtype expressed at the plasma membrane and endorses the
voltage-gated INa in GH3b6 cells. Various neurotoxins or activators of NaV channels (VTD,
BTX, β-PMTX, PbTx2, and deltamethrine) and notably Tf2, a selective neurotoxin of the
NaV1.3 channel subtype, activate NaV channels in GH3b6 cells, which leads in turn to the
elevation of [Ca2+]i. We determined that this [Ca2+]i elevation is due to plasmalemmal Ca2+

entry mediated by LTCC, highlighting a crosstalk between NaV channels and CaV channels
in GH3b6 cells.

GH3b6 cells express TTX-S NaV channel subtype transcripts (scn2a, scn3a, scn8a) com-
monly expressed in neurons of the central nervous system. It appears that scn3a transcript
is the most abundant and only the NaV1.3 channel subtype was detected at the protein
level and at the plasma membrane in these cells. scn1b and scn3b, encoding β1 and β3
subunits, were also found, in accordance with the high level of NaV1.3 expression [46,47].
Since GH3b6 cells are a subclone of GH3 cells, it is not surprising that both share similar
Nav channel gene expression profiles except for Nav1.1, which was not detected in our
model [48,49]. Although we did not detect NaV1.2 and NaV1.6 channels at the protein
level, NaV1.2 and NaV1.6 channels are likely expressed at very low densities and thus their
contribution to INa could be disregarded. Indeed, the biophysical and pharmacological
properties of INa recorded in GH3b6 cells perfectly match with those of NaV1.3 channels.
This subtype produces INa with fast repriming kinetics and recovers rapidly from inactiva-
tion, ramp currents, and persistent currents [50,51]. Moreover, NaV1.3 channels are blocked
by ICA-121431, and were activated at more negative Vm in the presence of the β-scorpion
toxin Tf2, both being selective ligands of this NaV channel subtype.

Based on these data, the activation of NaV channels by neurotoxins could lead to
[Ca2+]i elevation, as previously demonstrated in neuronal cells, through a crosslink between
NaV and/or NCX and/or CaV channels [9,11,14,16,17] but never in endocrine cells. In
GH3b6 cells, we found that VTD-induced [Ca2+]i elevation was totally blocked by TTX
in the nanomolar range, confirming the involvement of TTX-S NaV channels. These
Ca2+ responses to VTD were only sensitive to CaV channel inhibitors, such as Cd2+ and
nifedipine, a selective LTCC inhibitor, which completely blocked the Ca2+ entry, with IC50

values close to those previously determined by electrophysiology [52,53]. Thus, when VTD
induced Na+ entry through NaV channels and subsequent membrane depolarization, only
LTCC are were and promoted a subsequent large Ca2+ influx. This is supported by the CaV

channel gene expression profile, showing LTCC as one of the main abundant CaV channels
in GH3b6 cells (CaV1.2 and CaV1.3). CaV3.1 encoded by cacna1g is also expressed in GH3b6
cells at a similar level to cacna1d. However, since nifedipine totally blocked VTD-induced
Ca2+ elevation, T-type CaV channels certainly do not contribute to these Ca2+ entries. Thus,
by inducing intracellular Ca2+ overload, neurotoxins that activate NaV channels might also
alter hormone secretion in endocrine cells.

Other neurotoxins activating NaV channels, such as BTX or the β-scorpion toxin
Tf2 [32,34], the wasp toxin β-PMTX [31], the marine toxin PbTx-2 [3], and the pyrethroid
deltamethrin [54], are also able to increase [Ca2+]i in GH3b6 cells. Moreover, the kinetics of
Ca2+ entry exhibited different patterns according to each type of neurotoxin (Figure 10).
Since these Ca2+ responses result from membrane depolarization mediated by NaV chan-
nels, their distinct kinetics likely reflect the NaV channel gating modification induced by
their interaction with these ion channels. For example, although BTX and VTD both bind
to Site 2 of open-state NaV channels and block the inactivation process, BTX induced a
slow and sustained Ca2+ responses, while VTD triggered rapid Ca2+ responses (Figure 10).
This is probably because BTX permanently maintains NaV channels in the open state,
whereas VTD behaves as a partial activator, triggering reversible and rapid alteration of
the inactivation process [55,56]. Thus, according to the profile of [Ca2+]i elevation kinetics,
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four types of NaV activator “class” can be distinguished (Figure 10). For class I (BTX), a
slow and sustained increase of [Ca2+]i time-rate was observed. For class II (deltamethrin
and Tf2 toxin), a rapid [Ca2+]i increase was followed by a slow decrease. For class III (VTD
and PbTx-2), intermediate rapid [Ca2+]i elevation kinetics with a peak were seen. Finally,
for class IV (β-PMTX), the responses were characterized by a rapid and transient kinetics.
Altogether, our model allows the establishment of a “fingerprint” for each class of NaV

channel activators.

Figure 10. Comparison of representative Fura-2 fluorescence kinetic traces illustrating the Ca2+

response induced by 0.6 µM of BTX, 0.5 µM of Tf2, 10 µM of deltamethrin (Delta), 3 µM of Pb-TX2,

10 µM of VTD, and 100 µM of 100 µM β-PMTX. Each kinetic trace was normalized against the

maximum of signal, given the 100% of maximum response.

This strategy could also be useful to characterize new NaV inhibitors. Indeed, we
showed that BIII 890 CL, a use-dependent NaV channel blocker [43–45], was able to inhibit
the VTD-induced Ca2+ responses. The absence of effects of BIII 890 CL on Bay K8644-
induced Ca2+ responses evidenced that BIII 890 CL selectively blocked NaV channels in
GH3b6 cells. In addition, the pharmacological profile towards NaV channels has not been
described. Our data showed for the first time that BIII 890 CL potently inhibits NaV1.3
channels with IC50 in the micromolar range. Since only one report has shown a similar IC50

(0.6 µM) on NaV1.8 channels [44], its selectivity towards the other NaV channel subtypes
deserves to be clarified.

Thus, GH3b6 cells appear as an interesting cellular model, which mainly express the
NaV1.3 channel subtype at the physiological level. This particular NaV channel subtype
is now considered as an emerging pharmacological therapeutic target for neurological
diseases, such as epilepsy or neuropathic pain, after channel upregulation due to spinal
cord injury [57–60]. The β-scorpion toxin Tf2, which selectively activates the NaV1.3
subtype, exhibited the strongest EC50 value in the nanomolar range, highlighting the
relevance of the use of this toxin for investigating the implication of this ion channel in
pain [32].

The crosstalk between the NaV and CaV channel appears to be advantageous for
characterizing the pharmacological properties of toxins or drugs. The pharmacological
profile of BIII 890 CL, which has been claimed to be a potent blocker of the NaV channel [43],
has not been extensively described. In our assay, we rapidly showed that this drug has
no effects on LTCC even at high concentrations. The crosstalk between the NaV and CaV

channel has been used in screening test-based assay with SH-SY5Y neuroblastoma cells,
which has led to the discovery of potent and selective inhibitors of the NaV1.7 channel
subtype [17,61], evidencing the interest in using such a strategy. GH3b6 cells could offer a
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way to follow in parallel, by monitoring [Ca2+]i with Fura-2, the possibility to screen for
ligands of NaV1.3 and LTCC.

4. Materials and Methods

4.1. Chemicals

BTX and TTX were from Latoxan (Valence, France). VTD was from Santa Cruz Biotech-
nology (Dallas, TX, USA), Tf2 and pompilitoxin (β-PMTX) were purchased from Smartox
Biotechnology (Saint Egrève, France) and PbTx-2 was a gift from Andrea Bourdelais (Uni-
versity of North Carolina Wilmington, Wilmington, NC, USA). BIII 890 CL, such as BI 55 CL,
was kindly provided by Boehringer Ingelheim (Biberach an der Riss, Germany) and Bay
K8644 was from Alomone (Jerusalem, Israel). All other reagents and solvents, including
Fura-2 AM, Pluronic®-F127 acid, ICA-121431, SN-6, SEA-0400, deltamethrin, thapsigargin,
nifedipine, and cadmium chloride (CdCl2), were obtained from Sigma-Aldrich Merck
(Saint-Louis, MO, USA) or Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA, USA).

4.2. Cell Line

The GH3b6 cells, a subclone of the rat GH3 pituitary cell line [62], were a generous
gift of Dr Françoise Macari (IGF, Montpellier, France). GH3b6 cells were cultured from
passage 14 until passage 32 at 37 �C/5% CO2 in Dubelcco’s Modified Eagle Medium
(DMEM)/F12 medium (without L-glutamine, with 15 mM HEPES, with 1.2 g/L NaHCO3)
(PAN-Biotech, P04-41550) supplemented with 10% fetal bovine serum (Eurobio, CVFSVF00-
01), 1 mM L-glutamine (PAN-Biotech, P04-80100), and 1 mM of penicillin/streptomycin
(PAN-Biotech, P06-07100) (called DMEM/F12 medium supplemented). GH3b6 cells were
routinely cultivated in Flask T75, and when 80% of confluence was reached, split in a ratio
of 1/5 in a new Flask T75.DMEM/F12 medium, removed every two or three days, and
fresh DMEM/F12 medium supplement added (15 mL for a Flask T75).

4.3. Quantitative Real-Time PCR

First, 100,000 GH3b6 cells per cm2 were seeded in multiwell 6 plates in 2 mL of
DMEM/F12 medium supplemented by well until 80% confluence. After 3 days of culture,
cells were washed in ice-cold PBS and total RNA from GH3b6 cells was extracted using the
RNeasy micro kit (Qiagen, Courtaboeuf, France). In total, 1 µg of total RNA was processed
for cDNA synthesis using random hexamers and the QuantiTect Reverse Transcription
kit (Qiagen). Real-time PCR assays were assessed on a LightCycler 480 Instrument II
(Roche, Meylan, France) using Sybr® Select Master Mix (Applied Biosystems®), 2.5, 5,
and 10 ng of cDNA in duplicate, and gene-specific primers (Supplementary Table S1)
previously designed using the Primer3 Software. Amplicon sizes (70–106 bp) and AT%
(47–55%) were chosen to allow comparison between the relative expression values obtained
for each gene [63]. Differences in transcript expression levels were determined using the
cycle threshold method, as described earlier [64]. Amplification specificity was confirmed
by one peak–melting curve at the end of the amplification process. Relative quantifica-
tion of gene expression was normalized to the mean of the expression of two validated
housekeeping genes using the 2�∆Ct method, where Ct is the threshold cycle: GAPDH
(glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase) and GUSB (beta-glucuronidase). To perform
absolute quantification, synthetic cDNA spanning each PCR amplicon were cloned into
pUC57 and sequenced to check if their sequences were identical to those deposited in the
GenBank (Genecust, Boynes, France). Absolute quantification of mRNA copies was then
carried out using the calibration curve method, using the recombinant double-stranded
plasmid DNA molecule determination as already described [65]. The plasmid copy num-
bers of eight dilutions of pure plasmids were used to establish the calibration curves for
each gene. The calibration curves were used to evaluate PCR efficiency, which reached
100% for each gene.
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4.4. Immunoblot

In total, 100,000 GH3b6 cells per cm2 were seeded in multiwell 6 plates and cultivated
in 2 mL of DMEM/F12 medium supplemented by well until 80% confluence. After 3 days
of culture, cells were washed, scratched in ice-cold PBS, and lysed in 100 µL of RIPA
buffer (150 mM Tris-HCl, 50 mM Tris, 12 mM sodium deoxycholate, 0.1% SDS, 1% Triton
X-100, pH 8), supplemented with CompleteTM Mini Protease Inhibitor cocktail (Roche
Applied Science, Laval, Quebec). Lysates were centrifuged for 15 min at 15,000 rpm and
supernatants were collected. After protein quantification (Pierce™ BCA Protein Assay Kit),
20–50 µg of either GH3b6 cells or rat brain protein extracts were separated by 8% SDS-
polyacrylamide gel electrophoresis and were transferred onto a PVDF membrane 0.45 µM
(Thermo Fisher Scientific). The primary antibodies used were anti-pan NaV (rabbit, SP19,
ASC-003, Alomone labs, Jerusalem, Israel), anti-NaV1.3 (rabbit, ASC-004, Alomone labs
or mouse, WH0006328M1, Sigma-Aldrich Merck), and anti-actin used as loading control
(mouse, clones AC-203 or AC-74, Sigma-Aldrich Merck). Peroxidase-conjugated secondary
antibodies and a PierceTM ECL-Plus Chemiluminescence kit (Thermo Fisher Scientific)
were used before visualization using a LAS-3000 imager (Fujifilm, Tokyo, Japan).

4.5. Immunofluorescence Staining

In total, 200,000 cells per cm2 were seeded in a Nunc Lab-Tek chamber slide (Thermo
Scientific) and cultivated for 3 days and cultivated until 80% confluence. After being
washed with ice-cold PBS, the cells were fixed for 10 min with 4% paraformaldehyde,
rinsed with PBS, and incubated in blocking solution (10% BSA in PBS) for one hour at
room temperature (RT). Immunofluorescence staining was processed, first overnight at
4 �C using the mouse primary antibody anti-NaV1.3 (1/50, WH0006328M1, Sigma-Aldrich)
and then for one hour at RT using goat anti-mouse IgG (H + L) cross-adsorbed Alexa Fluor
488-conjugated secondary antibody (1/200, Invitrogen). Nuclei were stained with DAPI
10 µg/mL (Molecular probes, Invitrogen). The localization and expression of the targeted
proteins were visualized using a Nikon Eclipse TE2000S confocal microscope, and the
images were analyzed using the Metamorph® software. Control experiments excluding the
primary antibody were performed to verify the specificity of the fluorescence.

4.6. Measurement of Intracellular Ca2+

GH3b6 cells were plated at a density of 100,000 cells by well (96 wells black/clear
bottom plate) in 100 µL of DMEM/F12 medium supplemented by well. Twenty-four hours
after plating, cells were incubated with Fura-2 AM. The Fura-2 AM dye (10 mM, DMSO)
was freshly prepared in a Fura-2 buffer composed of Hank’s Balanced Salt Solution (HBSS)
supplemented (in mM): 2.5 CaCl2, 1 MgCl2, 10 HEPES-K, and 0.5% BSA (pH 7.4). Cells
were first incubated with Fura-2 AM (4 µM) and Pluronic®-F127 acid (0.02%) in Fura-2
buffer for 60 min at RT. After washing, cells were incubated with Fura-2 buffer for 60 min
for a complete de-esterification of the dye. The plates were illuminated at 340 and 380 nm
excitation wavelengths and the fluorescence emission spectra was recorded at 510 nm
using a FlexStation® 3 Benchtop Multi-Mode Microplate Reader. After a 30 s baseline, NaV

activators including VTD, BTX, Tf2, PbTx-2, β-PMTX, and deltamethrin and Bay K8644
were automatically injected, and the fluorescence emission spectra were monitored for
320 s at an acquisition frequency of 0.25 Hz. Co-injection of NaV (TTX, BIII 890 CL, or its
negative control BI 55 CL) or NCX (SN-6, SEA 0400) or LTCC (nifedipine, CdCl2) inhibitors
was achieved with activators. All experiments were performed in triplicate at least twice.
Data analysis was performed using the SoftMax Pro 5.4.1 software (Molecular Devices,
Sunnyvale, CA, USA).

4.7. Manual Patch-Clamp Experiments

The manual whole-cell patch-clamp technique [66] was used to record inward Na+

currents, using an EPC 10 USB amplifier controlled with PATCHMASTER software (HEKA
Elektronik, Lambrecht, Germany). GH3b6 cells were plated at a density of 30,000 cells
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by glass coverslips and placed in perfusion chamber thermostated at 27 �C. Microelec-
trodes were prepared by pulling glass capillaries with a resistance of 2.4–2.5 MΩ. The
procedure for patch-clamp recordings used in this work followed all recommendations
kindly provided by Prof. Stefan H. Heinemann (Friedrich Schiller University of Jena, Jena,
Germany) and adapted from previous studies [67,68]. The intracellular solution contained
(in mM): 35 CsCl, 80 CsF, 15 NaCl, 10 TEACl, 10 EGTA, and 10 HEPES (pH 7.4, osmolarity
299 mOsm), and the extracellular solution contained (in mM): 140 NaCl, 5 CsCl, 0.2 CdCl2,
2 CaCl2, 1 MgCl2, and 10 HEPES (pH 7.4, osmolarity 290 mOsm).

4.8. High-Throughput Electrophysiology

Automated patch-clamp recordings were performed using the SyncroPatch 384PE from
Nanion (München, Germany). Single-hole 384-well recording chips with medium resistance
(4.77 ± 0.01 MΩ, n = 384) were used for the recordings of HEK-293 cells stably expressing
human NaV1.3 channel or GH3b6 cells (300,000/mL) in a whole-cell configuration. Pulse
generation and data collection were performed with the PatchControl384 v1.5.2 software
(Nanion) and the Biomek v1.0 interface (Beckman Coulter). Whole-cell recordings were
conducted according to the recommended procedures of Nanion. Cells were stored in a cell
hotel reservoir at 10 �C with a shaking speed of 60 rpm. After initiating the experiment, cell
catching, sealing, whole-cell formation, buffer exchanges, recording, and data acquisition
were all performed sequentially and automatically. The intracellular solution contained (in
mM): 10 CsCl, 110 CsF, 10 NaCl, 10 EGTA, and 10 HEPES (pH 7.2, osmolarity 280 mOsm),
and the extracellular solution contained (in mM): 140 NaCl, 4 KCl, 2 CaCl2, 1 MgCl2,
5 glucose, and 10 HEPES (pH 7.4, osmolarity 298 mOsm). For GH3b6 cells, 10 µM of
nifedipine were added to the external buffer to block LTCC. Whole-cell experiments were
performed at a holding potential of �100 mV at room temperature (18–22 �C). Currents
were sampled at 20 kHz. Tf2 was diluted in external buffer supplemented with 0.3% BSA.

4.9. Data Analysis

All graphs and statistical analysis were established using GraphPad Prism 7.02 (La
Jolla, CA, USA). Data are presented as the mean ± SEM, calculated from at least n = 3
replicates and representative of at least 2 or 3 independent experiments. The kinetic traces
of Fura-2 fluorescence were plotted as an emission ratio (λex 340 nm/λex 380 nm). Non-
linear analysis with variable slope was used to fit the concentration–response data with the
Langmuir–Hill equation. For these analyses, the integration of the fluorescence kinetics
(area under curve, AUC) obtained with increasing concentrations were used. Normality of
the data distribution was evaluated using the Shapiro–Wilk test before choosing parametric
or non-parametric tests. Multiple groups were compared by using a one-way analysis of
variance (ANOVA) followed by Tukey post-hoc test or a two-way ANOVA followed by a
Bonferroni post-hoc test, when appropriate. Differences between independent groups were
assessed by using the non-parametric Mann–Whitney test. Differences with p < 0.05 were
considered significant (ns: not significant, * for p < 0.05, ** for p < 0.01, *** for p < 0.001,
**** for p < 0.0001).

5. Conclusions

Na+ and Ca2+ homeostasis is intimately linked in excitable cells thanks to the crosstalk
between Na+ channels, Ca2+ channels, and/or Na+/Ca2+ exchanger. Here, we demon-
strated this crosstalk occurs between the NaV1.3 channel subtype and LTCC in the endocrine
cell line GH3b6. Thereby, neurotoxins that specifically persistently activate NaV channels
induce intracellular Ca2+ overload, which could in turn alter hormone secretion. Moreover,
GH3b6 cells represent a convenient model for in vitro characterization of neurotoxins tar-
geting NaV channels and particularly those that could be selective for NaV1.3 by measuring
[Ca2+]i levels, thanks to NaV–CaV channels interplay.
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Abbreviations

AUC area under curve

BTX batrachotoxin

INa Na+ current

PbTx brevetoxin

β-PMTX β-pompidilotoxin

CaV channel voltage-gated Ca2+ channel

[Ca2+]i intracellular Ca2+ concentration

GAPDH glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase

GUSB beta-glucuronidase

LTCC L-type voltage-gated Ca2+ channel

NaV channel voltage-gated Na+ channel

NCX Na+/Ca2+ exchanger

TTX tetrodotoxin

TTX-S sensitive to tetrodotoxin

TTX-R resistant to tetrodotoxin;

VTD veratridine
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Titre : Étude du rôle des canaux Na+ dépendant du potentiel dans la vasomotricité des artères de résistance.  

Mots clés : Canaux Na+ dépendant du potentiel, vasomotricité, artères mésentériques, vératridine, 
échangeurs Na+/Ca2+ (NCX)  

Résumé : L’expression des canaux Na+ dépendant du potentiel (canaux Nav) a été bien décrite dans les 
artères, cependant leur rôle physiologique dans la vasomotricité reste à démontrer. Leur activation a des 
effets opposés sur des artères de résistance, à savoir, une vasoconstriction des artères mésentériques (MA) 
de rat et une vasorelaxation des artères crémastériques de souris. Cette thèse a donc pour objectif de 
préciser le rôle de ces canaux dans la vasomotricité des MA de souris par une approche pharmacologique 
basée sur l’utilisation de toxines sélectives, l’une inhibitrice, la tétrodotoxine (TTX) et l’autre activatrice, la 
vératridine (VTD).  
Dans une 1ère étude, nous avons caractérisé l’expression des canaux Nav dans l’endothélium et la media 
de l’aorte et de différentes branches des MA : les MA de 1er ordre (FOMA) et les artères cécocoliques (CA). 
Ces artères expriment majoritairement le gène Scn2a codant l’isoforme  Nav1.2. En myographie, la TTX a 
entraîné une relaxation totale des FOMA et des CA, démontrant que les canaux Nav sont des régulateurs de 
la contraction de la musculature lisse de l’artère. Par artériographie, nous avons pu montrer que la TTX 
potentialise la dilatation flux-dépendante des FOMA et des CA, suggérant que les canaux Nav seraient 
impliqués dans la mécanotransduction. L’expression de Scn2a est significativement diminuée dans les 
aortes de souris hypertendues à l’angiotensine 2 et de souris âgées. En conclusion, cette 1ère étude 
propose que les canaux Nav devraient être considérés comme de nouveaux acteurs de la régulation du 
tonus vasculaire des MA et notamment de la mécanotransduction. Par ailleurs, la modulation de leur 
expression dans des modèles d’hypertension et de vieillissement nous laisse supposer que les canaux Nav  
seraient impliqués dans les mécanismes physiopathologiques.  
Dans une 2ème étude, nous avons caractérisé les effets de l’activation des canaux Nav par la VTD sur les 
FOMA et les CA. Nous avons pu démontrer par myographie que la VTD induit une vasoconstriction des 
FOMA et une vasorelaxation des CA isolées. En présence de prazosine, un antagoniste des ⍺1-
adrénocepteurs, la contraction des FOMA induite par la VTD est inhibée, indiquant que la toxine a entraîné 
la libération de noradrénaline par des terminaisons nerveuses sympathiques. Quant aux CA, la 
vasorelaxation provoquée par la VTD était résistante à la prazosine, mais inhibée par l’atropine, un 
antagoniste des récepteurs muscariniques. Par conséquent, la VTD a causé la libération d’acétylcholine 
(Ach) par des terminaisons nerveuses parasympathiques présentes dans les CA. Cette réponse 
vasorelaxante de la VTD est dépendante de la voie du NO. De plus, ces effets vasorelaxants ont été 
fortement réduits par des antagonistes des échangeurs Na+/Ca2+ (NCX), KB-7943 et SEA0400. Ceci est en 
accord avec l’expression de NCX1, observée au niveau de l’endothélium. Pour confirmer l’implication du 
NCX1 dans la production de NO, nous avons utilisé une lignée de cellules endothéliales de souris. 
L’élévation du Ca2+ intracellulaire induite par l’Ach est très réduite par les antagonistes des NCX et 
également un inhibiteur de protéine kinase C (PKC). En conclusion de cette 2ème étude, la VTD modifie de 
façon opposée la contractilité des FOMA et des CA en agissant sur leur innervation motrice différente. Les 
FOMA ont une innervation sympathique motrice, alors que les CA disposeraient d’une innervation motrice 
principalement parasympathique. Par ailleurs, le NCX1 endothélial serait un acteur à considérer dans 
l’augmentation du Ca2+ intracellulaire à l’origine de l’activation de la voie du NO et il pourrait être activé par 
la PKC. 

 

 


