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Introduction

L'infarctus du myocarde, plus communément appelé « crise cardiaque » constitue la forme la
plus mortelle des cardiopathies ischémiques. On estime en France qu’environ 80 000 personnes en
sont victimes chaque année, dont 12 000 en décédent (INSERM, 2017). Bien que la mortalité liée a
I'infarctus du myocarde ait grandement chuté ces dernieres décennies (Laforgia et al., 2022), les
cardiopathies ischémiques constituent un probleme majeur de santé publique puisqu’elles restent la
premiere cause de mortalité a I’échelle mondiale (OMS, 2020). L’infarctus du myocarde correspond a
une nécrose d’'une partie du muscle cardiaque, consécutive a I'occlusion totale ou partielle d’une ou
plusieurs artére(s) coronaire(s). Privées d’oxygene et de nutriments, les cellules cardiaques en aval de
I'obstruction coronaire se retrouvent dans une situation d’ischémie, correspondant a un déséquilibre
entre les apports réels et les besoins en oxygeéne des tissus. Deés lors, la seule solution thérapeutique
pour limiter les dommages cellulaires est la reperfusion des tissus ischémiés. Bien que la restauration
du flux sanguin soit essentielle pour mettre fin a I'épisode ischémique, elle entraine paradoxalement
des lésions cardiaques additionnelles qui lui sont propres, appelées lésions de reperfusion (Fliss &
Gattinger, 1996). Parmi ces lésions, on distingue notamment I'accélération de la mort cellulaire au
cours des premiéres minutes de la reperfusion (E. Murphy & Steenbergen, 2008; Piper et al., 2004) qui
contribuera de maniéere plus ou moins importante a I’étendue de la zone infarcie et ainsi a la sévérité

de linfarctus du myocarde.

La mitochondrie est aujourd’hui bien décrite comme un acteur clé de la mort cellulaire au cours
de l'infarctus du myocarde. En effet, bien que les mitochondries occupent une place centrale dans la
survie cellulaire, notamment a travers leur role bien décrit dans le métabolisme énergétique, elles
peuvent aussi réguler les processus conduisant a la mort de la cellule. Dans le contexte particulier de
I'ischémie-reperfusion (IR), la réoxygénation brutale et massive des territoires ischémiés va permettre
au niveau cardiomyocytaire, de rétablir la respiration mitochondriale et la production d’adénosine
triphosphate (ATP) ; cependant cette reperfusion est a double tranchant puisqu’elle va engendrer de
nombreux désordres mitochondriaux contribuant a [I'établissement d’un cercle vicieux entre
surproduction d’espéces réactives de I'oxygene (ERO) et surcharge calcique mitochondriale. Celui-ci va
in fine aboutir a I'ouverture prolongée du mégapore de transition de perméabilité mitochondriale : le
mPTP (Baines et al., 2005; Haworth & Hunter, 1979; Nakagawa et al., 2005). L'ouverture de ce dernier
entraine une perte de la perméabilité de la membrane interne mitochondriale, un effondrement du
potentiel de membrane suivi d’'un gonflement de la matrice, une rupture des membranes
mitochondriales et la libération de facteurs pro-apoptotiques dans le cytosol. Ainsi, I'ouverture
prolongée du mPTP est généralement considérée comme un « point de non-retour » jouant un role

majeur dans I'augmentation de la mort cellulaire suite a un infarctus du myocarde.
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Récemment, l'interaction entre le réseau mitochondrial et le réticulum sarcoplasmique (RS)
apparait comme un nouvel acteur dans la physiopathologie cardiaque en exacerbant le cercle vicieux
entre surproduction d’ERO, surcharge calcique et activation du mPTP au cours de I'IR (Lopez-Crisosto
et al., 2017; Ruiz-Meana et al.,, 2010). En effet, il est admis qu’une portion membranaire des
mitochondries est en interaction étroite avec le réticulum via des connexions protéiques dynamiques,
créant ainsi des microdomaines fonctionnels au sein de la cellule appelés « Mitochondria-associated
membranes » (MAMs). Ces interactions mitochondrie-réticulum ont été impliquées dans de
nombreuses fonctions cellulaires telles que le transfert de calcium (Ca?*) et de lipides, la dynamique
mitochondriale, I'apoptose, I'autophagie ainsi que la génération d’ERO (Gao et al., 2020; Lopez-
Crisosto et al., 2017). De part cette communication privilégiée, les MAMs sont reconnues comme des
plateformes d’échanges de Ca* mais également d’ATP (Kaasik et al., 2001; Wilding et al., 2006) et
d’ERO (Davidson & Duchen, 2006; Ruiz-Meana et al., 2010), d’ou I'importance de leur régulation en
physiologie cardiaque. D’ailleurs, de maniére intéressante, la réduction des interactions mitochondrie-
réticulum au niveau cardiaque atténue la surcharge calcique mitochondriale et protége les
cardiomyocytes de I'hypoxie-réoxygénation (Paillard et al., 2013). Cette étude souligne I'importance
de la régulation des MAMs et de I’entrée de Ca?* dans la mitochondrie dans les troubles de la fonction
mitochondriale au cours de I'IR. A ce jour, le transfert de Ca?* du réticulum vers la mitochondrie semble
assuré par le complexe protéique IP3R-GRP75-VDAC. Cependant, dans les cellules excitables telles que
les cardiomyocytes, les mouvements intracellulaires de Ca?* sont principalement attribués a
I’ouverture du récepteur a la ryanodine de type 2 (RyR2) au cours du couplage excitation-contraction
(CEC), permettant la genése du transitoire calcique essentiel a la contraction myocardique.
Néanmoins, dans le cadre de I'IR, bien que la fuite de Ca?* par le RyR2 soit assez bien décrite (Bovo et
al., 2018; Fauconnier et al., 2011), son réle dans les troubles de ’homéostasie calcique mitochondriale
au cours de I'IR demeure mal compris. En effet, il est admis que le RyR2 est localisé préférentiellement
au niveau du RS jonctionnel (RSj) qui fait face au tubule T dans I'espace dyadique (Bootman et al., 2006;
Brochet et al., 2005), I'éloignant ainsi des points de contact avec la mitochondrie. Néanmoins, certains
travaux suggerent une localisation du RyR2 a proximité des mitochondries cardiomyocytaires
(Boncompagni et al., 2009; Sharma et al., n.d.), tandis que d’autres rapportent une localisation au
niveau des MAMs (Chen et al., 2012) ou il formerait un complexe avec VDAC2 (Min et al., 2012). Ces
résultats pourraient notamment contribuer a expliquer les variations rythmiques, battement par
battement, de la concentration calcique dans les mitochondries cardiomyocytaires. Ainsi, RyR2
pourrait constituer un acteur majeur des échanges calciques entre le réticulum et les mitochondries

dans les cardiomyocytes.
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Ces zones particuliéres d’interactions entre les membranes mitochondriales et les membranes
du réticulum, les MAMs, sont également bien décrites pour leur role clé dans la dynamique
mitochondriale correspondant notamment a I'équilibre entre la fusion et la fission des mitochondries.
De maniére intéressante, au cours de I'IR, de nombreuses études ont rapporté une fission excessive
des mitochondries associée a une altération de I'homéostasie calcique (Sharp et al., 2014), une
surproduction d’ERO (Disatnik et al., 2013), une activation précoce du mPTP et in fine une sensibilité
accrue du cceur a I'IR (Ong et al., 2010). Parmi les acteurs participant a la fission mitochondriale, la
protéine GTPase cytosolique Dynamin-related protein 1 (Drp1) ainsi que le réticulum sont reconnus
comme jouant un réle clé dans la constriction de la membrane externe mitochondriale. Plus
précisément, il a été rapporté que I'activation de Drp1 induit sa translocation vers la mitochondrie, au
niveau des points de contacts entre la mitochondrie et le réticulum. Suite a cela, les tubules du
réticulum, associés a du cytosquelette d’actine, initient ensemble la constriction de la membrane
externe mitochondriale. Drpl s’oligomérise ensuite en anneau constricteur menant a la fission de la
mitochondrie. Au-dela de ce role canonique, I'implication de Drpl dans I'homéostasie cellulaire semble
étre plus complexe. Récemment, il a été démontré que Drpl contribue a la tubulation du réticulum,
indépendamment de son oligomérisation, facilitant ainsi I'interaction entre les mitochondries et le
réticulum (Adachi et al., 2020). Drp1 a également été proposé comme jouant un rdle dans l'activation
du mPTP (Zhang et al., 2017), 'apoptose (Jenner et al., 2022) et la mitophagie (Tong et al., 2023). Par
ailleurs, plus récemment Drpl a été rapporté comme étant présent au niveau des MAMs ou il
colocaliserait avec RyR2 (Tong et al., 2023), suggérant qu’au-dela de son réle dans la fission
mitochondriale, Drpl pourrait de facon plus générale, étre un acteur clé dans linteraction
mitochondrie-réticulum. De maniere intéressante, 'utilisation d’un inhibiteur de Drpl, le Mdivi-1
(« mitochondrial division inhibitor »), au cours de I'IR préserve la morphologie mitochondriale, diminue
la surproduction d’ERO et la surcharge calcique cytosolique (Sharp et al., 2014), prévient I'ouverture
du mPTP et in fine réduit la zone infarcie (Ong et al., 2010). Ainsi, de par ses rdles canoniques et non-
canoniques, Drpl semble participer au cercle vicieux entre surproduction d’ERO, surcharge calcique et

activation du mPTP au cours de I'IR.

Parmi les facteurs contribuant a I'aggravation des Iésions de reperfusion, I'hyperglycémie per
se est apparue ces derniéres années comme un facteur prédictif de la sévérité de l'infarctus du
myocarde (Kosiborod et al., 2005). Plusieurs études cliniques rapportent que le niveau de glycémie lors
de I'admission a I’h6pital est positivement corrélé a la taille de I'infarctus du myocarde et au pronostic
vital du patient (Ishihara et al., 2009; Mather et al., 2010). De maniére intéressante, cette sensibilité

du cceur a I'hyperglycémie est plus marquée chez les patients non diabétiques, par rapport aux
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patients diabétiques admis avec une glycémie similaire (Eitel et al., 2012; Ishihara et al., 2009). Cette
glucotoxicité a également été confirmée par des études expérimentales rapportant une augmentation
de la sévérité de I'infarctus lorsque I'IR est réalisée en condition d’hyperglycémie (Ham et al., 2019;
Yang et al., 2013). Cependant, malgré un constat scientifique clair, les mécanismes cellulaires sous-
jacents expliquant comment I’hyperglycémie per se sensibilise le coeur a I'IR, restent mal compris. A ce
jour, il est admis que I’hyperglycémie conduit a une surproduction d’ERO au niveau cardiomyocytaire
mais la source de ces ERO, mitochondriale (Sedlic et al., 2017) et/ou cytosolique (Lu et al., 2020)
demeure controversée. Par ailleurs, I'hyperglycémie semble également impacter I'homéostasie
calcique cellulaire en favorisant I'instabilité du RyR2 (Lu et al., 2020). Il est des lors intéressant de noter
gu’in vitro sur une lignée cellulaire H9C2, I'hyperglycémie per se est a I'origine d’une fission excessive
des mitochondries via un mécanisme dépendant du calcium cytosolique (Yu et al.,, 2011). Cette
fragmentation est de plus associée a une surproduction d’ERO (Kobayashi et al., 2020; Yu et al., 2011)
et a une activation précoce du mPTP (Yu et al., 2008). De maniére intéressante, I'utilisation d’un
mutant dominant-négatif pour Drpl sur des cellules H9C2 prévient la fission mitochondriale exacerbée
en hyperglycémie, diminue la production d’ERO et retarde I'ouverture du mPTP (Yu et al., 2008),

suggérant un role clé de Drpl dans la glucotoxicité cellulaire.

Ainsi, il semble, au regard de la littérature, que I’hyperglycémie per se puisse impacter l'interaction
complexe entre dynamique mitochondriale, production d’ERO et homéostasie calcique. Ces travaux
ont pour la plupart étaient conduits sur des modeéles cellulaires assez éloignés des cardiomyocytes
cardiaques. Ainsi, a ce jour, I'impact réel de I'établissement de ces interactions complexes dans les

effets déléteres de I’hyperglycémie sur la sensibilité du cceur a I'IR demeure a investiguer.

L’objectif principal de cette thése a donc été 1) d’évaluer le role de I'interaction complexe entre
dynamique mitochondriale, homéostasie calcique et production d’ERO dans la sensibilité accrue du

cceur a I'IR en condition d’hyperglycémie et 2) d’évaluer le role de Drp1 dans ce phénomeéne.
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Chapitre 1 : La mitochondrie : un acteur central des lésions d’ischémie-
reperfusion myocardique

I. Physiopathologie de I'ischémie-reperfusion myocardique

1. Généralités

L'ischémie myocardique se définit comme un déséquilibre entre les besoins réels tissulaires et
les apports en oxygene et en substrats nutritifs par le sang artériel coronaire. Lors d’un infarctus du
myocarde, I'ischémie résulte d’'une obstruction partielle ou totale du réseau artériel coronaire, suite a
la sténose ou a la formation d’un thrombus consécutif a la rupture d’une plaque d’athérome. Des lors,
I'ischémie est dite régionalisée puisqu’elle est localisée dans la zone en aval de I'obstruction coronaire.
A ce jour, la seule solution thérapeutique efficace pour mettre fin a I’épisode ischémique et limiter la
sévérité de l'infarctus est la reperfusion du territoire ischémié, de fagon médicamenteuse (agents
thrombolytiques) ou interventionnelle (angioplastie ou pontage coronarien). L'occurrence et la
sévérité des altérations cellulaires liées a I'ischémie sont directement dépendantes de la durée de
I’occlusion coronaire, principal déterminant des lésions ischémiques (De Luca et al., 2004; Reimer et
al., 1977), mais également de I'étendue de la zone ischémiée (appelée zone a risque) ainsi que de
I'existence de collatéralité. Lors d’une ischémie de courte durée, on observe une réversibilité de
I'ischémie par la reperfusion permettant une récupération fonctionnelle et métabolique totale du tissu
préalablement ischémié. Cependant au-dela d’'une durée « seuil » d’occlusion, évaluée a environ 20-
25 min sur des modeéles animaux (Palmer et al., 2004; Reimer et al., 1977), I'ischémie entraine des
Iésions irréversibles conduisant a la mort des cellules contractiles du myocarde et in fine a
I’établissement d’une zone infarcie. Ainsi, la restauration du flux sanguin s’avere cruciale pour la survie
du myocarde et doit étre effectuée le plus précocement possible. Cependant, bien qu’elle permette la
stabilisation de la taille de l'infarctus en évitant I'infarcissement complet de la zone a risque, la
reperfusion entraine paradoxalement des lésions cellulaires additionnelles qui lui sont propres,
appelées lésions de reperfusion (Fliss & Gattinger, 1996; Jennings et al., 1960) (Figure 1). Parmi celles-
ci, on distingue (i) le phénoméne de sidération myocardique correspondant a une dysfonction
contractile transitoire du myocarde lors de la reperfusion (Braunwald & Kloner, 1982) (ii) le
phénoméne de no-reflow par lequel des altérations de la microcirculation compromettent la
restauration du flux sanguin coronaire (Niccoli et al., 2010) (iii) les arythmies de reperfusion traduisant

des troubles du rythme lors de la reperfusion, et enfin (iv) les Iésions léthales de reperfusion
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correspondant a I’exacerbation de la mort des cardiomyocytes qui étaient initialement viables a la fin
de I'ischémie (Murphy & Steenbergen, 2008; Piper et al., 2004). Ces lésions |éthales apparaissent des
les premieres minutes de la reperfusion et représentent a ce jour, de par leur caractere irréversible, la
complication la plus sévére du syndrome d’IR. On sait aujourd’hui que I'extension des Iésions cellulaires
due a la reperfusion pourrait représenter 40 a 50% de la taille finale de I'infarctus (Yellon & Hausenloy,
2007)(Figure 1). Plusieurs études ont d’ailleurs montré qu’une intervention thérapeutique administrée
uniquement au début de la reperfusion permettait de réduire la taille de I'infarctus (Garcia-Dorado et
al., 1992; Schluter et al., 1991). Ainsi, I'appellation actuelle de syndrome d’IR rappelle que les Iésions
tissulaires suite a un infarctus du myocarde sont a la fois le résultat de I'ischémie mais également de

la reperfusion.

’ Lésions en absence
/ de reperfusion
La reperfusion diminue de 40%
/ la toille d'infarctus théorigue

Lésions dues a la reperfusion
La reperfusion augmentede 40 &
50% la taille d’infarctus

Taille de la zoneinfarcie
{en % de la zone a risque)

Lésions dues a l'ischémie

Ischémie Reperfusion

Figure 1 : La reperfusion post-ischémique, une épée a double tranchant dans la survie du tissu myocardique
(Adaptée de Hausenloy et al, 2013)

2. Mécanismes cellulaires de I'ischémie-reperfusion
a. Lésions liées a I'ischémie

Lors de lischémie, la production par phosphorylation oxydative de composés riches en
énergie, tels que I'’ATP devient insuffisante pour assurer le métabolisme et la survie des
cardiomyocytes. Le muscle cardiaque ne disposant que de faibles réserves énergétiques, on observe
alors tres rapidement, dés 15 secondes d’ischémie (Benhabbouche et al., 2011) un « switch »

métabolique au profit de la glycolyse anaérobie, qui devient la principale source de production d’ATP



Introduction Revue de littérature Matériels & Méthodes M

de la cellule. Toutefois, cette derniére est peu rentable sur le plan énergétique et la conversion du
pyruvate en lactate induit une accumulation intracellulaire de protons H* (Figure 2). Face a I'acidose
cellulaire, I'échangeur Na*/H* (NHE) s’active afin d’extruder les protons de la cellule mais cela
s’accompagne d’une surcharge en Na*, accentuée par la réduction de I'activité de la pompe Na*/K*
ATPase due & la déplétion en ATP. En conséquence, I'échangeur Na*/Ca®" (NCX) s’active en mode
« reverse » pour corriger la surcharge sodique mais cela est a 'origine d’'une augmentation marquée
de la concentration calcique cellulaire (Figure 2). Lorsque I'ischémie perdure, les pompes responsables
du maintien de I'homéostasie calcique, telles que la pompe SERCA (sarcoplasmic/endoplasmic
reticulum Ca?* ATPase) ou la pompe Ca?* ATPase sarcolemmale (PMCA) se retrouvent inhibées par la
déplétion en ATP, exacerbant davantage la surcharge calcique cytosolique qui se répercute
progressivement au niveau mitochondrial. En paralléle, I'effondrement du potentiel de membrane
mitochondrial (AWm), suite a la déplétion en O, entraine une inversion de |'activité de I’ATP synthase
qui va alors hydrolyser I’ATP, accentuant ainsi sa déplétion (Jennings et al., 1991; Rouslin et al., 1990).
Ces troubles ioniques entrainent in fine une altération de I'activité contractile, une production
résiduelle d’ERO mais également [activation d’enzymes Ca** dépendantes telles que les
phospholipases et les calpaines qui vont entrainer la fragilisation des membranes cellulaires et la
désorganisation du cytosquelette. Ces désordres cellulaires sont a I'origine de Iésions irréversibles,

essentiellement par nécrose des cardiomyocytes dés 20 a 30 minutes d’ischémie.
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Figure 2 : Représentation schématique des principales conséquences cellulaires de I'ischémie myocardique
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b. Lésions liées a la reperfusion

La réintroduction brutale et massive de I'oxygéne dans les cardiomyocytes va étre a I'origine
d’altérations cellulaires dés les premiéres minutes de la reperfusion. En effet, la reprise de la
phosphorylation oxydative par la chaine respiratoire mitochondriale, fonctionnellement endommagée
par I'ischémie, va s"accompagner d’une production massive d’'ERO, dépassant largement les capacités
des systémes antioxydants cellulaires. Ce « burst oxydatif » va avoir des effets délétéres sur la fonction
cardiomyocytaire en induisant notamment des lésions au niveau des membranes cellulaires par
peroxydation lipidique, une carboxylation des protéines mais également des dommages au niveau de
I’ADN. Parallelement, le rétablissement du flux sanguin permet I’élimination des produits de la
glycolyse anaérobie et la correction de I'acidose en quelques minutes, mais entraine a nouveau une
surcharge cellulaire sodique puis calcique (Figure 3). Cette derniére va exacerber le phénomeéne de
contracture sarcomérique causée par la restauration de I'activité contractile ATP-dépendante des
myofibrilles, combinée a la concentration anormalement élevée de Ca?* intracellulaire (Schiafer, 2001).
De plus, la production massive d’ERO a la reperfusion va participer a I'exacerbation de cette surcharge
calcique en impactant, via des modifications post-traductionnelles, le statut redox de certaines
protéines impliquées dans I’homéostasie calcique et le couplage excitation-contraction. Notamment,
la production simultanée d’ERO et de monoxyde d’azote (NO) entraine une oxydation et/ou une S-
nitrosylation du RyR2 (Fauconnier et al., 2011; Yano et al., 2005) responsables de fuites calciques
diastoliques du RS lors de la reperfusion (Yano et al., 2005; Zima & Mazurek, 2016) (voir
Chapitre1/11.2.b). D’autres études semblent également suggérer une diminution de I'activité de la
pompe SERCA lors de la reperfusion suite a I'oxydation de certaines de ses cystéines (Kuster et al.,
2010; Qin et al., 2013). La libération spontanée de Ca?* par le RyR2, associée a une réduction du
contenu calcique du réticulum va favoriser I'apparition d’oscillations calciques incontrélées,
contribuant a l'altération de la fonction contractile myocardique, a la contracture ischémique et aux
arythmies cellulaires. L'ensemble de ces phénomenes vont a travers |'exacerbation de la surcharge
calcique cytosolique contribuer aux altérations de la fonction mitochondriale (Figure 3). En effet, la
reprise du fonctionnement de la chaine respiratoire permet de restaurer le AWm permettant ainsi, via
I'augmentation de I’électronégativité de la matrice mitochondriale, de stimuler I'entrée de Ca** dans
la mitochondrie. Ainsi, la normalisation du pH intracellulaire, la production massive d’ERO et la
surcharge calcique mitochondriale vont étre a 'origine de I'ouverture du mPTP, considérée comme un
processus clé dans I'apparition des lésions de reperfusion (Figure 3). En effet, I'ouverture de ce dernier
est responsable d’une perte de perméabilité de la membrane interne mitochondriale suivie d’un
effondrement du AWm et d’un épuisement des réserves d’ATP. L’ensemble de ces phénomeénes vont

rapidement étre suivis par un gonflement matriciel, causé par une entrée massive d’eau et d’ions dans
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la mitochondrie, pouvant aller jusqu’a la rupture des membranes mitochondriales et a la libération du
cytochrome c et autres facteurs pro-apoptotiques dans le cytosol. L'ouverture du mPTP est
classiguement reconnue comme un point de non-retour puisqu’elle conduit a la mort des
cardiomyocytes par nécrose et/ou apoptose en fonction de I'état énergétique des cellules et de
I’atteinte mitochondriale.

Ainsi, de par ses conséquences irréversibles, la mort cellulaire représente la lésion de
reperfusion la plus sévere suite a un infarctus du myocarde. Le réle de la mitochondrie dans les lésions
d’IR et les mécanismes moléculaires menant a I'ouverture du mPTP sont décrits plus en détail dans la

partie Chapitre 1/ 11.2. du manuscrit.
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Figure 3 : Représentation schématique des principales conséquences cellulaires de la reperfusion myocardique

Il. La mitochondrie : acteur majeur des lésions d’ischémie-reperfusion

1. La mitochondrie au centre de I’lhoméostasie cellulaire cardiaque

Afin d’assurer une fonction contractile continue, le coeur consomme quotidiennement une
masse d’ATP qui dépasse son propre poids d’environ 10 fois (Murphy et al., 2016). Ayant une capacité
étonnamment faible a stocker I'énergie, le coeur doit assurer un flux énergétique quotidien élevé via

une production d’ATP rapide et constante, assurée en quasi-totalité par la phosphorylation oxydative
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(>95%). Par conséquent, il n’est pas surprenant, qu’en tant qu'organe le plus métaboliquement actif
de l'organisme, le coeur possede la plus grande quantité de mitochondries de tous les tissus, avoisinant
25 a 30% du volume total des cardiomyocytes (Barth et al., 1992). En produisant quotidiennement
environ 6kg d’ATP, les mitochondries cardiaques assurent le maintien d’une fonction contractile
continue et permettent au coeur de battre 100 000 fois par jour (Neubauer, 2007). Il semblerait
gu’environ 90% de I’ATP produit est utilisé pour soutenir le cycle de contraction-relaxation cardiaque,
tandis que le reste permettrait d’assurer principalement le transport des ions dans la cellule en
alimentant les pompes ATPase dépendantes. Il est intéressant de noter que la densité mitochondriale
cardiaque augmente de I'homme a la souris parallelement a I'augmentation de la fréquence cardiaque
et de la consommation d'oxygene (Schaper et al., 1985). Cependant, bien que les mitochondries aient
longtemps été décrites uniquement comme des citernes énergétiques, il est aujourd’hui admis qu’en
influencant pratiquement toutes les fonctions cellulaires, ces organites sont indispensables a la survie
de la cellule. En effet, les mitochondries sont reconnues comme régulant la thermogénese, la
signalisation redox, 'homéostasie calcique, la synthese des stéroides mais également la mort cellulaire
programmée. Dans la suite du manuscrit nous développeront particulierement les mécanismes
mitochondriaux intervenant dans la production d’ERO (Chapitre 1/11.1.b) et la régulation du calcium
(Chapitre 1/11.1.c), deux éléments clés du fonctionnement mitochondrial impliqués dans les lésions

d’IR.

a. La mitochondrie : centrale énergétique cardiaque

Afin de répondre a la demande énergétique tout en s'adaptant aux changements de
I’environnement (disponibilité en O, et nutriments dans le sang ; modification de la charge de travail
lors d’un exercice physique), les mitochondries cardiaques ont développé une plasticité dans
I'utilisation des substrats. Chez I'adulte sain, les acides gras sont le substrat préférentiel du myocarde,
fournissant environ 60 a 90% de I'approvisionnement énergétique total (Murphy et al., 2016). Les
autres substrats utilisés sont le glucose (10 a 30%), le lactate (10%) et dans une moindre mesure les
corps cétoniques et les acides aminés (Glatz et al., 2020; Stanley et al., 2005). Les acides gras sont
oxydés dans la matrice mitochondriale par le processus de B-oxydation, tandis que le pyruvate dérivé
du glucose et du lactate est oxydé par I'enzyme mitochondriale pyruvate déshydrogénase (PDH)
(Figure 4). Le produit de ces deux voies, I'acétyl-Coenzyme A (Acétyl-CoA), entre dans le cycle de I'acide
tricarboxylique (TCA) ou cycle de Krebs et subit une série de réactions au cours desquelles les électrons
sont extraits des intermédiaires du TCA sous la forme de coenzymes réduits NADH et FADH,. Ces deux
transporteurs d’électrons alimentent ensuite la chaine de transport des électrons (CTE) pour la

synthése d’ATP. Plus précisément les molécules de NADH sont oxydées par le complexe | tandis que le
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FADH2 est oxydé par le complexe Il. Le flux d’électrons est pris en charge par différentes réactions
d’oxydo-réduction assurées par les quatre complexes de la chaine respiratoire mitochondriale
(complexe | a IV) et aboutissant a la réduction de I'O, moléculaire (accepteur final d’électrons) en H,0
par le complexe IV (Figure 4). Le transport des électrons entre les complexes |, Il et Ill est assuré par la
coenzyme Q (CoQ ou ubiquinone) tandis que le cytochrome c (cyt c) fait la navette entre le complexe
Il et IV. L'énergie fournie par le transfert des électrons est utilisée par les différents complexes (hormis
le complexe Il) pour le pompage actif des protons H* de la matrice mitochondriale vers I'espace
intermembranaire, créant ainsi un gradient de concentration de protons de part et d’autre de la
membrane interne mitochondriale. Ce gradient électrochimique (ou force proton motrice) se compose
d’une différence de AWm (~180mV) et d’une différence de pH entre la matrice et 'espace inter-
membranaire. Du fait d’un gradient électrochimique favorable, les protons précédemment expulsés
vont retourner dans la matrice par I'intermédiaire de I'ATP synthase (ou ATPase FO/F1 ou complexe
V). L'énergie potentielle fournie par cette translocation de protons est utilisée par I’ATP synthase pour

catalyser la réaction de phosphorylation de I'adénosine diphosphate (ADP+Pi) en ATP (Figure 4).
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Figure 4 : Représentation schématique des principales voies du métabolisme énergétique mitochondrial

Outre son réle indispensable dans la fonction énergétique de la mitochondrie, le maintien du
gradient électrochimique conditionne I’'homéostasie cellulaire tout entiere. En effet, il agit comme une
force motrice pour I'absorption mitochondriale de protéines, métabolites ou d’ions tels que le Ca?*

(Giorgi et al., 2012) mais régule également la production d’ERO.
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b. La mitochondrie comme régulateur du statut redox cellulaire

Le statut redox d’une cellule est défini par la balance entre le niveau de production d’ERO et
leur taux d’élimination par les systémes antioxydants. A I'état basal, la balance rédox est dite a
I’équilibre. Les ERO sont des radicaux libres dérivés de I'oxygene possédant un électron célibataire sur
leur couche de valence, ce qui leur confere une trés forte réactivité avec les molécules environnantes.
Parmi les sources cellulaires d’ERO, la mitochondrie est considérée comme I'une des principales dans
les myocytes cardiaques (Kohlhaas et al., 2017; Murphy et al., 2016; Nguyen et al., 2019). En condition
physiologique, les ERO sont produits en faible quantité par la chaine respiratoire mitochondriale. En
effet, bien que le transport des électrons vers 'accepteur final soit finement régulé, une fraction
mineure (=0.1%) des électrons circulants s’échappe de la CTE au niveau des complexes |, Il et Ill et
réagit directement avec 'O, (Murphy et al., 2016). L’O, moléculaire étant hautement électrophile,
cette fuite d’électrons entraine la formation d’anion superoxyde (0,") libéré au niveau de la matrice
mitochondriale et dans I'espace intermembranaire. La densité des mitochondries ainsi que
I'importance de la phosphorylation oxydative dans les cardiomyocytes peuvent conduire a une
surproduction marquée d’0,". Ainsi, afin de maintenir un faible niveau d’ERO la production d'0," est
contrebalancée par l'activation de plusieurs enzymes antioxydantes telles que la superoxyde
dismutase (SOD) responsable de la dismutation de I'O,* en peroxyde d’hydrogene (H,0,), suivie de la

catalase et la glutathion peroxydase (GPX) qui vont convertir I'H,0; en H,0.

Par ailleurs, la CTE n’est pas la seule source d’ERO d’origine mitochondriale (EROmt); en effet
la NADPH oxydase 4 (NOX4) ou des enzymes intervenant dans les voies métaboliques telles que I'a-
cétoglutarate déshydrogénase et la PDH peuvent également induire une production d’0," et/ou de
I’H,0; au niveau mitochondrial (Kuroda et al., 2010; Quinlan et al., 2014; Starkov et al., 2004). Etant
donné la perméabilité des membranes mitochondriales a I’H.0,, les EROmt peuvent diffuser vers le
cytosol et participent a des cascades de signalisation non seulement intramitochondriales mais aussi
extramitochondriales, régulant ainsi différentes fonctions cellulaires. En effet, bien que les ERO aient
longtemps été considérées comme néfastes pour la cellule via leur action directe sur différents
composants cellulaires, il a été démontré qu’une production modérée et contrélée d’ERO est
essentielle pour I'homéostasie cellulaire en participant a la régulation de différents processus
biologiques. On parle alors de signalisation redox (Schieber & Chandel, 2014; Sena & Chandel, 2012).
Les ERO interviennent comme des messagers dans la signalisation cardiomyocytaire, lors de processus
tels que le développement et la différenciation cardiaque (Sauer et al., 2000), I'angiogenése (Zhou et
al., 2013), le couplage excitation-contraction (Brennan et al., 2006; Prosser et al., 2011), I'adaptation

au signal hypoxique (Chandel et al., 1998) ou encore I'autophagie des cardiomyocytes (Sciarretta et
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al., 2013). Par exemple, Prosser et al. (2011) ont rapporté que I'étirement physiologique du
cardiomyocyte active la production transitoire d’ERO par la NADPH oxydase 2 (NOX2) au niveau de la
membrane plasmique et des tubules T, favorisant la signalisation calcique et la contraction cardiaque
chez des cardiomyocytes sains (Prosser et al., 2011). Par contre, il est admis que lorsque la production
d’ERO dépasse la capacité antioxydante, on observe un stress oxydant pathologique responsable
d’altérations cellulaires. Il est reconnu qu’une surproduction d’ERO peut provoquer I'oxydation, de
manieére non spécifique et irréversible de protéines, lipides ou ADN, conduisant a des dommages
fonctionnels cellulaires. Ce phénomeéne, visible au cours de I'IR sera détaillé dans le Chapitre 1/ 11.2.a.
du manuscrit. Cette double potentialité des ERO, peut étre expliquée, au moins en partie, par le fait
que les réponses cellulaires varient de maniére tres sensible et trés différente en fonction de la nature

chimique de I'ERO, de son niveau de production (effet dose-dépendant) ou encore du site producteur.

c. Place de la mitochondrie dans ’homéostasie calcique cardiomyocytaire

i. Homéostasie calcique cardiomyocytaire

Le couplage excitation-contraction (CEC) correspond aux différents processus cellulaires
permettant de transformer |'excitation électrique de la membrane cellulaire (potentiel d’action) en
contraction. Le Ca?* joue un réle de messager secondaire central dans ce phénoméne permettant de
relier la dépolarisation des cardiomyocytes a leur contraction (Bers, 2002). En effet, la dépolarisation
de la membrane plasmique pendant la systole déclenche I'ouverture des canaux Ca*" voltage-
dépendants de type L (LTCC) ou récepteurs a la dihydropyridine (DHPR) induisant une entrée de Ca%
dans la cellule. Cette derniere va stimuler le mécanisme de « Calcium-Induced Calcium Release » (CICR)
consistant en I'activation, par le Ca*, des canaux calciques RyR2 présents au niveau du RS et a la
libération massive du Ca®* du réticulum dans le cytosol. Le RS, en tant qu’organite majeur de stockage
du Ca%, peut accumuler jusqu’a 1mM de Ca?* dont la majorité est associée a une molécule tampon a
faible affinité et a forte capacité, la calséquestrine de type 2 (CASQ2). Cette citerne calcique
intracellulaire joue un role majeur dans le CEC puisque I'augmentation de la concentration calcique
cytosolique ([Ca%*]c) lors de la systole résulte a 70-90% de la libération de Ca?* par le RS via les RyR2
(Bers, 2002). Le RyR2, isoforme majoritaire dans le muscle cardiaque, est un homotétramére de 2.2
MDa (4 monomeres de 565 kDa) ancré dans la membrane du RS via son domaine C-terminal (Yano et
al., 2009) (Figure 5). Le RyR a été initialement identifié a I'aide d’un alcaloide végétal a haute affinité,
la ryanodine, qui lorsqu’elle se lie au RyR a de faibles concentrations bloque le canal dans un état semi-
ouvert, entrainant un épuisement du Ca®* du RS et I'interruption du CEC. D’ailleurs, les extraits de la
plante Ryania speciosa étaient utilisés par les indigenes d'Amérique du Sud comme poison pour les

pointes de fléches, car I'ouverture des RyR de facon stable et permanente induit une libération de Ca%
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du RS continue provoquant la tétanie et la mort (Santulli et al., 2017). Il est admis a ce jour que
I’'ouverture des RyR est régulée par différents ligands (Ca%*, ATP, Mg?*, caféine) dont le Ca?*, reconnu
comme le principal ligand physiologique. La probabilité d’ouverture (Po) du canal présente une
dépendance biphasique au Ca?* illustrée par une courbe caractéristique en forme de cloche
(Bezprozvanny et al., 1991). En effet, lorsque la [Ca%]c est faible (~100-200nM), les canaux RyR2 sont
fermés avec une Po extrémement faible. La Po augmente & des niveaux submicromolaires de Ca%
cytosolique, atteignant une Po maximale & ~10-100uM alors que des concentrations de Ca*
cytosolique supérieures a ces valeurs abaissent la Po (Bezprozvanny et al., 1991; Santulli et al., 2018).
Ce comportement indique la présence de deux sites de liaison au Ca?* avec des affinités différentes,
un site de liaison d'activation du Ca?* 3 affinité modérée (1-10uM Kd) et un site d'inhibition dépendant
du Ca?* a affinité plus faible (~100 uM Kd) (Bezprozvanny et al., 1991; des Georges et al., 2016). Par
ailleurs, I'ATP est également un ligand activateur du RyR2 pouvant se fixer sur la boucle cytoplasmique
du canal ; contrairement a I'ion magnésium (Mg?**) qui lui exerce un effet inhibiteur. Il semblerait que
le Ca%* et I'ATP exercent un effet synergique sur I'activation du RyR ; la Po la plus élevée étant atteinte
lorsque les deux sont présents (Smith et al.,, 1986; Xu et al., 1996). Pour finir, les RyR peuvent
également s’ouvrir en réponse a des signaux internes grace a leur capacité a détecter les
concentrations calciques dans la lumiére du RS. Par exemple, lors d’une surcharge calcique réticulaire,
les RyR peuvent s’ouvrir spontanément selon un processus nommé SOICR (store overload-induced
calcium release) induisant des vagues calciques incontrolées et des arythmies ventriculaires (Chen et

al., 2014; Jiang et al., 2004).

: PKA-
Primary structure of RyR2 phosphorylation
FKBP12 Abindinn,, (2806,2815) CaM hindinc, transmenbrane

300073 5000
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N-terminal 1 i
omals domain
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Figure 5 : Représentation schématique du complexe macromoléculaire formé par le récepteur a la ryanodine 2
(RyR2) et ses protéines régulatrices associées. (Yano et al, 2009).
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Bien que le Ca?* est le déclencheur principal de I'ouverture des RyR2 au cours du CEC, d’autres
éléments participent a la régulation de I'activité du canal tels que des modifications post-
traductionnelles (phosphorylation, oxydation, nitrosylation) ainsi que I’action de nombreuses
protéines accessoires capables de se lier au RyR2 et pouvant ainsi moduler la fonction du canal. Des
études structurelles ont rapporté qu’environ 90 % de la chaine polypeptidique de RyR2 forme un
domaine cytoplasmique volumineux (région N-terminale), zone principale de fixation des protéines
régulatrices, tandis que les 10% restants (région C-terminale) forment les segments
transmembranaires et la région du pore du canal (Yano et al., 2009; Zalk et al., 2007) (Figure 5). Chaque
monomere composant le RyR2 peut interagir avec plusieurs ions et protéines régulatrices formant
ainsi un énorme complexe macromoléculaire (Bers, 2004). Ces protéines interagissent, de facon
directe ou indirecte, avec le domaine cytoplasmique (FKBP12.6, calmoduline, sorcin, PKA, PP1 et
PP2A), ou le domaine luminal (junctine, triadine, CASQ2) du RyR2 modulant ainsi son activité (Figure
5). Lintégrité de leur interaction avec les sous unités du RyR2 joue un rble déterminant dans la
physiologie cardiaque. La calstabine-2 (ou FKBP12.6), dont la stoechiométrie castalbine:RyR est de 4:1,
est 'une des protéines régulatrices les plus importantes puisqu’elle a pour fonction de stabiliser le
canal, notamment en position fermée lors de la diastole (Brillantes et al., 1994; Kaftan et al., 1996) et
de faciliter le couplage entre les RyR voisins (Marx et al., 1998). |l a été rapporté que la dissociation de
la castalbine-2 du RyR2 augmente la Po, due a une sensibilité accrue a I'activation dépendante du Ca%,
et induit des états de sous-conductance (Brillantes et al., 1994; Marx et al., 2000). Par ailleurs, la
calmoduline (CaM) et la sorcine sont deux autres protéines régulatrices de RyR2. Ces protéines a haute
affinité pour le Ca?* peuvent se fixer directement sur la boucle cytoplasmique de RyR2 et exercent une
action inhibitrice sur le canal (Balshaw et al., 2001; Lokuta et al., 1997; Yamaguchi et al., 2003).
L’activité du RyR2 est également régulée par la protéine kinase A (PKA) et la Ca**/calmoduline kinase
Il (CaMKII) qui peuvent toutes les deux se fixer sur le récepteur. Lors d’une stimulation B-adrénergique,
I'activation de la PKA suite a I'augmentation de la concentration en adénosine-monophosphate
cyclique (AMPc) entraine la phosphorylation du RyR2. Cette derniére induit la dissociation transitoire
de la calstabine-2 et la suractivation physiologique du canal, essentielle pour assurer une libération
plus importante de Ca%" par le RS et répondre ainsi aux besoins énergétiques accrus du muscle
cardiaque (Ginsburg & Bers, 2004; Marx et al., 2000). La sorcine peut étre également phosphorylée
par la PKA diminuant ainsi son action inhibitrice sur le canal (Lokuta et al., 1997). La phosphorylation
du RyR2 par la CaMKIl, quant a elle, n'est pas associée a une dissociation de calstabine-2 mais
augmente également la Po du RyR2 (de maniére plus modérée que la phosphorylation dépendante de
la PKA) en réponse a une augmentation du rythme cardiaque (Kushnir et al., 2010; Wehrens et al,
2004). Ainsi, ces mécanismes de réponse au stress « combat ou fuite » (« fight or flight ») permettent

d’augmenter rapidement la contractilité et le débit cardiaque pendant I’exercice ou en cas de stress
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soudain. Cependant, dans certains cas pathologiques, on observe une hyperphosphorylation
chronique du RyR2 par la PKA (Marx et al., 2000; Wehrens et al., 2003) ou la CaMKII (Ai et al., 2005)
maintenant le canal dans un état de sous-conductance permanent induisant des fuites calciques
diastoliques incontrblées. Ces derniéres sont a I'origine d’arythmies ventriculaires associées a une
dysfonction contractile et a un risque de mort subite. De maniéere intéressante, le développement de
nouvelles drogues stabilisatrices du RyR (appelées rycals) visant a augmenter I'affinité de la liaison du
RyR2 et de la castalbine-2 permet de prévenir les fuites calciques diastoliques et les arythmies
ventriculaires chez des souris déficientes pour la castalbine-2 */ (Lehnart et al., 2006; Wehrens et al.,
2004b) ou chez des modeles d’insuffisance cardiaque induits chez le chien (Yano et al., 2003). En
condition physiologique, afin d’éviter la phosphorylation permanente de RyR2, les phosphatases de
type 1 (PP1) et 2A (PP2A) et la phosphodiestérase de type 4D3 (PDE4D3) assurent respectivement, la
déphosphorylation du RyR2 et la diminution locale de la concentration en AMPc (Lehnart et al., 2005;

Marx et al., 2001).

Outre la phosphorylation, le RyR2 est sensible a la S-nitrosylation, qui entraine une activation
du canal (Xu et al., 1998) , mais également aux agents oxydants qui peuvent dissocier la CaM (Oda et
al., 2015) et la castalbine-2 du RyR (Zissimopoulos et al., 2007). Pour finir, d’'importantes régulations
s’opérent également au niveau de la partie luminale ou intra-RS du RyR2. Cette régulation fait, en
particulier, intervenir la protéine a fort pourvoir chélateur du Ca%, la CASQ2, qui permet de maintenir
une forte [Ca?*] dans le RS. La CASQ2 interagit physiquement avec le RyR2 grace a deux protéines
transmembranaires, la triadine et la junctine liées au site luminal du RyR2 (Zhang et al., 1997). Outre
son action de tampon du Ca?*, ce complexe jonctionnel participe également 3 la régulation de I'activité
du RyR2 grace a la détection luminale de la [Ca?*] par la CASQ2. Il est suggéré qu’une diminution
importante de la [Ca®*] intra-SR au cours du CICR (40-60% du Ca®* luminal) induit une désensibilisation
des RyR2 au Ca?* du cdté cytosolique entrainant leur fermeture (Bers & Shannon, 2013). Cette derniére
serait médiée par la CASQ2 via un renforcement de sa liaison avec le complexe junctine/triadine
(Gyorke et al., 2004; Terentyev et al., 2003). L'inhibition des canaux est suivie d’'une période réfractaire
qui se maintient jusqu’a la reconstitution des stocks calciques du RS par la pompe SERCA (Terentyev
et al., 2002). L’inhibition des RyR2 est ensuite levée lorsqu’une forte [Ca?*] intra-SR est percue par la

CASQ2 (Gyorke et al., 2004).

Afin d’optimiser le transfert du signal calcique au cours du CICR, la disposition des composants
cellulaires est optimisée et structurée au sein du cardiomyocyte. En effet, dans I'espace dyadique, le
RS jonctionnel (RSj ; partie distale du RS contenant les citernes calciques) enveloppe les tubules T de

maniére a créer une étroite apposition (=10nm) entre les LTCC et les clusters de RyR2 localisés
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préférentiellement au niveau du RSj, permettant d’atteindre des concentrations calciques suffisantes
pour déclencher I'ouverture des RyR2 (Bootman et al., 2006; Brochet et al., 2005). De cette facon, la
concentration calcique dans I'espace dyadique augmente jusqu’a 100uM (Fearnley et al., 2011) tandis
gue la concentration dans le cytosol passe de 100nM a environ 0,5-1uM en condition basale et peut
atteindre 4uM en situation de stress B-adrénergique (Hamilton et al., 2021). Bien que les LTCC et RyR2
ne soient pas accouplés physiguement dans les myocytes cardiaques, la protéine junctophiline 2 a
émergée ces dernieres années comme pouvant jouer un réle majeur au cours du CEC en reliant la
membrane plasmique au niveau des tubules T avec celle du RS maintenant les canaux LTCC et RyR2 a
une distance fixe, d’environ 12 nm (Beavers et al., 2014). Dans le cceur, chaque fente jonctionnelle
située entre un tubule T et les citernes terminales du RS est composée d’un groupe de ~10 a 100 RyR2
et de 10-25 LTCC (Baddeley et al., 2009; Franzini-Armstrong et al., 1999) formant une unité locale de
libération de Ca®* appelée « couplon » (Bers, 2002). Cependant, au cours du CEC, seule une partie des
LTTC et des RyR2 au sein d’'un méme couplon s’ouvre pour libérer le Ca?* dans I’espace cytoplasmique
(Bers, 2002).L’activation synchrone d’environ 6 a 20 RyR2 appartenant a un méme cluster repose sur
un couplage physique et fonctionnel des RyR2 (de par leur large domaine cytoplasmique), processus
appelé « coupled gating » (Marx et al., 2001) qui résulte en une étincelle de Ca?* appelée « sparks »
(Bers, 2004; Bers, 2002). Les étincelles de Ca®* sont les unités fondamentales de la libération de Ca?*
par le SR, a la fois au repos (événements rares et stochastiques) et pendant le CEC. Au cours de ce
dernier, les 10 000 couplons composant un cardiomyocyte sont activés simultanément et
indépendamment par l'influx de Ca?* provenant des LTCC juxtaposés. La relargage massif et
synchronisé de plusieurs milliers d’étincelles calciques par le potentiel d’action donne naissance a un
transitoire calcique, correspondant a la sommation temporelle et spatiale des augmentations locales
de la [Ca?*]c le long du cardiomyocyte (Bers, 2002; Cheng & Lederer, 2008). La genése du transitoire
calcique est essentielle pour la fixation du Ca% sur la troponine C et la formation des ponts acto-
myosines au niveau sarcomérique déclenchant ainsi la contraction cardiaque suite a I’hydrolyse d’ATP.
Parallélement, une partie du Ca?* cytosolique est captée par les mitochondries afin de stimuler les
mécanismes de production d’ATP et répondre aux besoins énergétiques du coeur. Ce mécanisme
d’activation paralléle dépendant du Ca?* (consommation d’énergie/régénération d’énergie) permet au
cceur de répondre a une charge de travail accrue par une augmentation soutenue de la production
d’ATP par la mitochondrie. La relaxation débute lorsque le Ca?* se détache de la troponine C et qu’il
est recapté dans le SR par la pompe SERCA2a localisée principalement au niveau du RS longitudinal
(Greenstein & Winslow, 2011). Il a été estimé qu’environ 70% du Ca?* cytosolique est recapté par
SERCA2a pendant la relaxation cardiaque. Le Ca?* cytosolique restant est extrudé dans le milieu
extracellulaire majoritairement par I'’échangeur NCX mais également par la PMCA. L'organisation tres

spécifique des composants cellulaires au sein du cardiomyocyte favorise I'absorption du Ca? par les
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mitochondries en excluant SERCA2a de la fente dyadique (Fearnley et al., 2011), tout en I'alimentant
avec I’ATP dérivé de la mitochondrie (Wilding et al., 2006) et le Ca** libéré par le NCLX dans des zones

a proximité des myofilaments (Malli et al., 2005; Rossini & Filadi, 2020).

ii. Homéostasie calcique mitochondriale

La mitochondrie est maintenant bien reconnue comme étant capable de capter du Ca®* au
cours du CEC en parallele des variations calciques cytosoliques (Dedkova & Blatter, 2008; Rizzuto et
al.,, 1992; Robert et al.,, 2001). En effet, la CTE crée un gradient électrochimique le long de de la
membrane interne mitochondriale qui agit comme une force motrice pour I'absorption mitochondriale
de Ca? (Vasington & Murphy, 1962). Ainsi, en condition basale, la concentration calcique
mitochondriale ([Ca?*]m) est similaire aux valeurs mesurées dans le cytoplasme (100-200nm) ;
cependant lors d'une stimulation adrénergique ou autres situations favorisant I'augmentation de la
[Ca?*]c, les mitochondries accumulent 10 3 20 fois plus de Ca?* que le compartiment cytosolique. La
capacité de stockage calcique des mitochondries est permise grace a la présence dans la matrice
mitochondriale de phosphate inorganique (Pi), composé requis pour la synthése d’ATP. la
précipitation du Ca®* libre en phosphate de calcium permet d’augmenter la capacité de tamponnage
du Ca?* par la mitochondrie (Chalmers & Nicholls, 2003). Par ailleurs, bien que la mitochondrie ait
longtemps été considérée comme capable de tamponner une grande quantité de Ca?* pendant le CEC,
il a récemment été rapporté que sa contribution dans I’élimination du Ca* cytosolique a chaque
transitoire semble minime (=1%) en comparaison avec SERCA2a ou NCX1 (Lu et al., 2013; Williams et
al., 2013). Cette entrée de Ca?*dans la mitochondrie ne semble donc pas jouer un réle majeur dans la
modulation de I'amplitude du transitoire calcique (Bertero & Maack, 2018). Ce phénomene semble
plutot servir de signal permettant de synchroniser les changements de la fonction cardiaque a la
production d'ATP, afin de répondre aux changements des besoins énergétiques cellulaires (Yaniv et al.,
2010). En effet, le Ca?* est un activateur de plusieurs enzymes déshydrogénases impliquées dans
I'oxydation du pyruvate (PDH) ou dans le cycle de Krebs (isocitrate et a-cétoglutarate
déshydrogénases) (Glancy & Balaban, 2012). D’autres études rapportent également une action directe
du Ca?* sur la chaine respiratoire mitochondriale notamment au niveau de I’ATP synthase (Bertero &
Maack, 2018; Territo et al., 2000) et possiblement sur le complexe Il et IV (Glancy et al., 2013; Murphy
et al., 1990). Ainsi, la concentration de Ca?* dans la matrice mitochondriale est directement corrélée a

la régénération des équivalents réduits (NADH et FADH,) et a la synthése d’ATP (Jouaville et al., 1999).

Au cours de la derniére décennie, de nombreuses recherches ont porté sur I'identification des
7 . 7 ’ 7 2+ . .
composants moléculaires régulant I'entrée de Ca** dans la mitochondrie. Le consensus actuel est que

le Ca* peut facilement diffuser a travers la membrane externe mitochondriale par I'intermédiaire d’un
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canal a faible sélectivité et a haute conductance, le canal anionique dépendant du voltage (VDAC). En
revanche, la membrane interne mitochondriale étant quant a elle imperméable aux ions, est équipée
de différents transporteurs calciques tels que le complexe de I'uniporteur de calcium mitochondrial
(MCUc), qui est reconnu comme la principale voie d’entrée de Ca?* dans la mitochondrie. Le MCUc est
un canal ionique trés sélectif au Ca?*, 3 faible affinité (Km = 20-30uM) mais & haute capacité (De Stefani
et al., 2011). C’est un grand complexe multiprotéique de 500-800 kDa, qui comprend la sous-unité
principale MCU (30-40kda) qui s’oligomérise en tétramere pour former un canal fonctionnel, les sous-
unités régulatrices MICU1 et MICU2 (mitochondria calcium uptake 1 et 2) et la protéine EMRE
(essential MCU regulator). Ce complexe protéique coopere étroitement pour réguler I'absorption
mitochondriale de Ca?* dans les cardiomyocytes. Plus précisément, le coeur du canal est constitué de
quatre sous-unités MCU associées a quatre sous-unités EMRE transmembranaires dans un rapport 1:1
(Figure 6). La liaison de EMRE a MCU est essentielle pour stabiliser et maintenir les sous-unités MCU
dans une configuration ouverte lors du passage du Ca** (Van Keuren et al., 2020). La protéine EMRE
interagit également avec la protéine régulatrice MICU1 et contribue a ancrer MICU1 au complexe MCU
(Figure 6). MICU1 et MICU2 forment des hétérodimeéres qui projettent dans I'espace
intermembranaire leurs domaines « main-EF » capables de lier le Ca?* de maniére coopérative et avec
une grande affinité (Csordas et al., 2013; Patron et al., 2014). De part cette capacité a détecter les
changements locaux de concentration de Ca?*, les protéines MICU1 et MICU2 régulent I'activité du
canal MCU d’ou leur nom de « gatekeeper ». En effet, elles maintiennent le canal fermé lors de faibles
[Ca%*]c, mais favorisent son activation lorsque la concentration calcique augmente (>1uM) tel un
interrupteur on/off (Kamer et al., 2017). Toutefois, leur contribution respective dans la régulation du
MCUc reste encore mal connue. Il a été proposé que lors de faibles [Ca?*]c, MICU2 exercerait un rdle
inhibiteur sur 'ouverture du canal (Patron et al., 2014) tandis que MICU1 se lierait physiquement a
I’entrée cytoplasmique du pore MCU occluant ainsi 'uniporteur (Fan et al., 2020; Paillard et al., 2018;
Phillips et al., 2019). L’élévation de la [Ca*] dans 'espace intermembranaire induirait I'activation
coopérative des « mains-EF » conduisant a un changement de conformation des MICU et au déblocage
du canal permettant au Ca%* de pénétrer dans la mitochondrie (Fan et al., 2020). En ce sens, I'absence
de MICU1 a été associée a une accumulation de Ca** dans la mitochondrie lors de faibles élévations de
[Ca?]c (condition basale) et a une diminution de I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie en réponse a
de fortes élévations de [Ca%*]c (de |a Fuente et al., 2014; Liu et al., 2016; Mallilankaraman et al., 2012).
Cela a permis de mettre en évidence que MICU1 fixe non seulement le seuil d’ouverture du MCU
(=1uM) afin de limiter la surcharge calcique mitochondriale en condition basale mais coopére
également pour activer I'ouverture du canal lors d’'une [Ca%"] élevée pour répondre aux besoins
énergétiques (Csordas et al., 2013). Pour finir, d’autres membres appartenant au complexe MCU tels

gue MCUDb (un paralogue dominant-négatif de MCU pouvant s’incorporer dans le canal par le biais d'un
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mécanisme cellulaire sensible au stress) mais également MCUR1 (mitochondrial calcium uniporter
regulatorl ; essentiel pour I'association des tétraméres de MCU) ou SLC25A23 (Solute Carrier Family
25 Member 23) ont été identifiés comme des modulateurs de I'activité globale du MCU mais leur role
pour certains est encore inconnu et promet une complexification de la régulation calcique

mitochondriale.

Longitudinal view 3y

MCUB

Figure 6 : Représentation schématique de I'assemblage moléculaire et de la staechiométrie de I"'uniporteur
calcique mitochondrial (MCU) (Garbincius et Elrod, 2022)

De maniere intéressante, il est admis que I'activité du MCU est 25 a 30 fois plus faible dans le
cceur que dans d’autres tissus, y compris le muscle squelettique (Fieni et al., 2012). Cette activité
réduite peut étre expliquée par des différences de stoechiométrie résultant en un ratio MCUb:MCU
plus élevé (1:3 dans le cceur contre 1:40 dans le muscle squelettique) et un ratio MICU1:MCU plus
faible dans le coeur (Paillard et al., 2017; Raffaello et al., 2013). Ces caractéristiques spécifiques
cardiaques pourraient contribuer a prévenir la surcharge calcique mitochondriale dans les

cardiomyocytes, cellules soumises a de fréquentes et importantes élévations du Ca?* cytosolique.

Par ailleurs, le complexe MCU est la principale mais non la seule voie de transport du Ca?* dans
les mitochondries. En effet, un mécanisme rapide d’absorption du Ca*" appelé RaM (Rapid Uptake
mode) a été décrit sur mitochondries cardiaques isolées (Buntinas et al., 2001) mais son identité
moléculaire reste encore inconnue. Ce mécanisme fonctionnerait a des [Ca%]c inférieures & 200nM,
(Ia ol le MCUc n’est pas activé) et permettrait de séquestrer trés rapidement du Ca** dans la

mitochondrie mais ce uniquement au début de chaque impulsion calcique. Par ailleurs, dans les
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mitochondries cardiaques, le RaM aurait besoin de plus de 30 sec pour réactiver compléetement sa
conductivité calcique et ne pourrait donc pas étre responsable de I'absorption de Ca?* mitochondrial
d'un battement a I'autre (Maack & O’Rourke, 2007). Certaines études suggerent que ce mécanisme
pourrait étre assuré par le MCU, qui présenterait deux modes différents d’entrée de Ca?* tandis que
d’autres rapportent que le RaM serait médié par un autre canal indépendant (Bertero & Maack, 2018).
En ce sens, des études ont également rapporté la présence d’'un RyR1 au niveau de la membrane
interne des mitochondries cardiaques, qui s’activerait a faible [Ca®*]c (Beutner et al., 2001, 2005) mais
son importance physiologique reste a investiguer. D’autres protéines telles que I'antiporteur Ca%*/H*
nommé LETM1 (Leucine zipper/EF-hand-containing transmembrane protein 1), ou encore les
protéines découplantes UCP2 et UCP3 (uncoupling proteins 2 & 3) pourraient également contribuer a

I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie (Waldeck-Weiermair et al., 2011).

Alors qu’il était accepté que I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie par le MCUc était essentielle
pour assurer la production d'ATP au cours du CEC, de récentes études ont remis en question ce dogme
scientifique. En particulier, trois modeéles de souris déficientes en MCU présentant soit une délétion
globale du géne MCU (Pan et al., 2013), une délétion inductible spécifiguement cardiaque (Kwong et
al., 2015; Luongo et al., 2015) ou une délétion cardiaque par expression transgénique d’'un dominant
négatif du MCU (Wu et al., 2015) ont fourni des modeles uniques pour étudier I'importance du MCU
dans la physiologie cardiaque. Dans les trois modéles une incapacité a capter rapidement le Ca®* dans
les mitochondries cardiaques a été rapportée mais étonnamment la concentration calcique matricielle
mitochondriale est inchangée et les souris déficientes en MCU présentent une fonction cardiaque
normale au repos suggérant un réle non essentiel du MCU dans le CEC en condition basale. En
revanche, lors d’une stimulation B-adrénergique, une incapacité a stimuler les déshydrogénases
mitochondriales ainsi qu’une réduction de la réactivité contractile a été observée (Luongo et al., 2015)
suggérant que le MCU est nécessaire uniquement lors d’augmentations aigues de la charge de travail
cardiaque. De maniere intéressante, les souris délétées pour MCU sont incapables de sprinter
immédiatement sur un tapis roulant, a moins d’avoir été échauffées pendant 30 minutes au préalable
(Kwong et al., 2015) suggérant que le MCU est essentiel pour faire correspondre de maniére rapide la
production d’ATP a la charge de travail cardiaque lors d’un stress aigue de type « Fight or Flight ». En
adéquation avec ce résultat, Wu et al (2015) ont rapporté que le MCU joue un réle majeur dans
I'augmentation de la fréquence cardiaque lors d’une situation de « combat ou fuite », notamment en
augmentant rapidement la [Ca?*lm dans les cellules pacemaker. Ainsi, I'ensemble de ces résultats
indique que le MCU ne serait pas essentiel au CEC physiologique mais qu’il serait spécifiquement requis
pour les augmentations aigues de la [Ca?*]m, afin d’accélérer le rendement métabolique et répondre

a la demande contractile accrue du cceur. Pour finir, 'absence d’altérations cardiaques chez les souris
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dépourvues de MCU en condition basale est assez surprenante mais peut étre expliquée par une
potentielle compensation par les autres voies d’entrée de Ca®* dans la mitochondrie. Par exemple, il a
été rapporté qu’en réponse a un stress B-adrénergique a l'isoprotérénol, le Ca®* libéré par les RyR2
pénéetre dans la mitochondrie par le MCU ; cependant ce dernier ne semble pas impliqué dans I'entrée
de Ca® en réponse a la stimulation des IP3R. En effet, le Ca?* libéré par les IP3R semble entrer
rapidement dans la mitochondrie par le RyR1, augmentant la teneur en ATP sans pour autant stimuler

la production d’EROmt (Seidlmayer et al., 2016).

Pour finir, concernant les mécanismes responsables de la sortie de Ca%* de la mitochondrie,
une forme spécifique de I'échangeur Na*/Ca?, appelé échangeur Na*/Ca%*/Li* (NCLX), responsable
d’extruder 1 Ca®* en échange de 3 Na* ou 3 Li* a été rapporté comme la voie d’extrusion calcique
principale dans les mitochondries cardiaques (Palty et al., 2010). Dans le cceur, la fraction de I'efflux
calcique dépendante du NCLX par rapport a I'efflux total mitochondrial est de 60 a 100% selon I'espéce
et les conditions expérimentales (Takeuchi & Matsuoka, 2021). La fraction restante semble médiée par
I’échangeur mitochondrial H*/Ca?* (mHCX) qui extrude 1Ca®* pour 2H* (Rottenberg & Marbach, 1990),
bien que sa contribution dans le coeur soit controversée. Pour finir, il a été émis I'hypothése que
I'ouverture transitoire du mPTP, dépendante du Ca?*, pourrait prévenir la surcharge calcique en
fournissant aux mitochondries un canal de libération rapide du Ca?* (Bernardi & von Stockum, 2012;
Petronilli et al., 1999). De maniere intéressante, alors que I'absence de MCU n’altere pas la fonction
cardiaque en condition basale, 'absence du NCLX a des conséquences drastiques sur le cceur. En effet,
la délétion cardiaque du NCLX, induite par le tamoxiféne, induit une Iéthalité accrue en raison d’un
remodelage cardiaque sévere attribué a une surcharge calcique mitochondriale, une production
accrue d’ERO et I'ouverture du mPTP (Luongo et al., 2017). Ces résultats suggérent que la surcharge

calcique mitochondriale pourrait étre beaucoup plus délétére pour le cceur que la déplétion en Ca?*.

iii. Importance de l'interaction mitochondrie-réticulum dans
I’homéostasie calcique mitochondriale

Au cours des dernieres décennies, le développement des indicateurs calciques codés
génétiquement a permis de pallier aux difficultés rencontrées avec les sondes calciques fluorescentes
standards (contamination du signal mitochondrial par I'indicateur cytosolique) et ainsi de mesurer plus
précisément les transitoires calciques mitochondriaux en paralléle des transitoires cytosoliques. Cette
avancée a permis d’éclaircir la controverse existante sur le sujet, consistant a savoir si, pendant le CEC
les mitochondries cardiaques absorbent le Ca?*, battement par battement, de facon rapide et
synchrone avec les oscillations calciques cytosoliques ou plutdt lentement en accumulant le Ca%

graduellement par intégration des signaux cytosoliques sur plusieurs battements (Bertero & Maack,
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2018; De la Fuente & Sheu, 2019; Dedkova & Blatter, 2008). Le consensus actuel est que la [Ca?*]lm
augmente rapidement et de facon synchrone a la [Ca%]c lors d’une stimulation électrique (Maack et
al., 2006; Robert, 2001) mais que la décroissance des transitoires mitochondriaux est
considérablement plus lente que celle des transitoires cytosoliques (Andrienko et al., 2009; Bell et al.,
2006) due a une cinétique plus lente du NCLX comparé aux activités de SERCA2a et du NCX
sarcolemmal. Par conséquent, lors d’une stimulation électrique a haute fréquence cette asymétrie
induit une accumulation progressive du Ca%* dans la mitochondrie (Hamilton et al., 2021; Lu et al.,
2013) (Figure 7). L’augmentation de la [Ca**]m dépend principalement de I'amplitude des transitoires
et de la fréquence de stimulation (Maack et al., 2006) et cette derniére peut atteindre jusqu’a 4uM
lorsque les cardiomyocytes sont exposés a une stimulation B-adrenergique (Hamilton et al., 2021; Lu
et al., 2013). De maniéere intéressante, Maack el al. ont observé sur cardiomyocytes isolés suite a un
stress B adrénergique a I'isoprotérénol, un pic de [Ca**]m plus précoce par rapport au pic de [Ca*']c

suggérant que les mitochondries peuvent détecter plus précocement 'augmentation du Ca®* (Maack

et al., 2006).
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Figure 7 : Enregistrement simultané des oscillations calciques cytosoliques et mitochondriales
cardiomyocytaires en réponse a une stimulation électrique (Hamilton et al, 2021)

Comme expliqué précédemment, le MCUc a une trés faible affinité pour le Ca** (Km =20-30uM
dans des conditions physiologiques), ainsi la concentration calcique a proximité du transporteur doit
étre ~ 2-5 UM pour assurer une absorption convenable du Ca?* (Hamilton et al., 2021). Cependant,
cette concentration n’est pas atteinte dans le cytosol des cardiomyocytes lors des cycles de
contraction-relaxation ([Ca%']c en systole ~ 500nM en condition basale / 1-4uM en condition de stress
adrénergique). Cette incohérence a été clarifiée, il y a maintenant plus de 2 décennies, par

I'observation en microscopie électronique d’une proximité structurale entre les mitochondries
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cardiaques et les citernes terminales du RS (Ramesh et al., 1998; Sharma et al., n.d.). Cette apposition
étroite (=<40nm) permet d’atteindre des concentrations calciques au sein de ces microdomaines 5 a 20
fois supérieures aux valeurs moyennes cytosoliques lors de la systole (Garbincius & Elrod, 2022),

permettant ainsi de surmonter Iaffinité relativement faible du MCUc pour le Ca%.

Les points de contact entre la mitochondrie et le réticulum, appelés « mitochondria-associated
membranes » (MAMs) ont été décrits dans de nombreux types cellulaires et ont été rapportés comme
jouant un roéle dans la synthése et le transfert des lipides, la dynamique mitochondriale,
I'inflammation, la génération d’ERO, la régulation de I'autophagie et de I'apoptose mais également le
transfert de Ca%* (Gao et al., 2020; Lopez-Crisosto et al., 2017). Il a été évalué qu’environ 5 a 20% de la
surface mitochondriale était en apposition étroite avec le réticulum (Rizzuto et al., 1998) et que la
distance les séparant était de = 10 a 25nm (Csordas et al., 2006). Les MAMs sont maintenues par des
liaisons protéiques, plus ou moins bien décrites, telles que les mitofusines (Mfn), le complexe VAPB-
PTPIP51 (Stoica et al., 2014) ou encore FUNDC1-IP3R2 (Wu et al., 2017). Il est admis que la protéine
Mfn2 localisée a la surface du réticulum forme un dimére avec Mfnl ou Mfn2 située au niveau de la
membrane externe mitochondriale créant ainsi une interaction physique entre les deux organites (de
Brito & Scorrano, 2008). Les MAMs forment ainsi des microdomaines fonctionnels, reconnus
notamment comme des plateformes d’échange calcique jouant un role crucial dans la régulation de
I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie et ’homéostasie calcique cellulaire. Dans le coeur, il a été
rapporté que la liaison protéique formée par Mfn2 est essentielle pour la communication calcique
mitochondrie-RS, notamment pour adapter la production d’ATP mitochondriale a la demande
énergétique lors d’une augmentation aigue du travail cardiaque. En effet, la délétion spécifique
cardiaque de Mfn2 chez la souris induit une augmentation de la distance RS-mitochondries et une
diminution de la surface des interactions (Beikoghli Kalkhoran et al., 2017), associées a une diminution
de I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie et de I'activation des déshydrogénases du cycle de Krebs lors
d’une stimulation B-adrénergique (Chen et al., 2012). Par ailleurs, parmi les complexes protéiques
assurant le transfert de Ca?* du réticulum vers la mitochondrie, le plus décrit est celui comprenant
I'IP3R, le pore VDAC et la protéine chaperonne Grp75 qui lie les deux canaux calciques entre eux par
leur portion cytosolique (Szabadkai et al., 2006). Cependant, dans les cellules excitables telles que les
cardiomyocytes, la libération de Ca?* par le RS pendant le CEC est majoritairement attribuée au RyR2
en comparaison avec IP3R (Garcia-Pérez et al., 2008). En effet, au niveau cardiaque, la quantité
d’ARNm de RyR est 50 fois plus élevée que celle d’IP3R (Moschella & Marks, 1993) et les cinétiques de
libération de Ca?* par les IP3R sont trop lentes, comparées a celles de RyR2, pour contribuer aux
transitoires calciques pendant le CEC (Santulli et al., 2017). De plus, les flux calciques médiés par RyR

sont beaucoup plus importants que ceux d’IP3R (Zima & Blatter, 2004). Ainsi, 'ensemble de ces
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observations ont fait émerger I'idée d’un potentiel réle du RyR2 au sein des MAMs. En ce sens, des
études récentes ont rapporté une localisation préférentielle du RyR2 a proximité des mitochondries
(Eisner et al., 2013; Sharma et al., n.d.) voire méme sa présence au niveau des MAMs (Chen et al.,
2012) ou il formerait un complexe avec VDAC2 (Min et al., 2012), suggérant ainsi que le RyR2 pourrait
constituer I'acteur majeur de la communication calcique au sein des MAMSs cardiomyocytaires.
Toutefois, l'interaction physique entre le RyR2 et un composant de la membrane externe
mitochondriale est assez controversée, notamment due a des incohérences en termes d’organisation
spatiale au sein du cardiomyocyte. En effet, il est admis que les mitochondries sont stratégiquement
juxtaposées au RSj afin d’étre a proximité des sites de libération de Ca?* par les clusters de RyR2 (=35-
40nm) (Sharma et al., n.d.). Cependant, les mitochondries étant exclues des fentes dyadiques, elles
sont accolées au RSj du coté opposé, impliquant que le Ca?* doit diffuser autour des citernes du RSj
pour atteindre la mitochondrie (Eisner et al., 2013; Rossini & Filadi, 2020). Cette disposition
mitochondrie-RSj rend ainsi difficile I'idée d’une interaction physique entre RyR2 et un composant de
la membrane externe mitochondriale (Figure 8). Cette divergence pourrait étre expliquée par des
dispositions structurelles différentes des MAMs selon la localisation des mitochondries
(subsarcolemmales ou intermyofibrillaires) (Figure 8). En effet, Min et al., (2012) ont observé un
couplage RyR2-VDAC2 uniquement chez les mitochondries subsarcolemmales. Cette sous-population
de mitochondries étant beaucoup moins susceptibles d’étre a proximité des tubules T, on peut
supposer que les RyR2 font directement face a la membrane externe mitochondriale dans cette sous-
population de mitochondries. D’ailleurs, cela pourrait expliguer que les mitochondries
subsarcolemmales soient plus sensibles a la surcharge calcique que les mitochondries
intermyofibrillaires (Holmuhamedov et al., 2012). Pour finir, il a été rapporté que les MCUc au sein de
la membrane interne mitochondriale étaient stratégiquement positionnés au niveau de zones
juxtaposées avec le jRS contrairement au NCLX qui lui est exclu de ces régions (De La Fuente et al.,
2016, 2018). Le fait que l'absorption de Ca?* et |'extrusion de Ca?* soient physiquement réparties dans
deux régions séparées contribuerait a améliorer I'efficacité du couplage excitation-bioénergétique

(Figure 8).
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Figure 8 : Représentation schématique de I'organisation structurelle de I'interaction mitochondrie-réticulum au sein
du cardiomyocyte adulte

d. Dynamique mitochondriale cardiomyocytaire : mythe ou réalité ?

Bien que les mitochondries aient longtemps été considérées comme des organites statiques,
il est maintenant bien reconnu qu’il existe un remodelage constant du réseau mitochondrial au sein
de la cellule. L'expression "dynamique mitochondriale" est utilisée pour décrire a la fois (i) les
changements de morphologie des mitochondries par le biais d’événements de fusion et de fission, (ii)
leur capacité a interagir avec d'autres structures subcellulaires via leur transport le long du
cytosquelette, mais également (iii) le remodelage structurel de la membrane interne mitochondriale
(Giacomello et al., 2020; Quintana-Cabrera & Scorrano, 2023). Ces changements structurels constants
des mitochondries impactent directement leur activité et expliquent ainsi la polyvalence fonctionnelle
des mitochondries. Dans la suite du manuscrit, nous développerons particulierement les mécanismes
impliqués dans la fission et la fusion des mitochondries ainsi que leur réle au niveau cardiomyocytaire.
Les autres aspects de la dynamique mitochondriale, ne constituant pas un point central dans le travail

de these, seront uniqguement abordés brievement.
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La mitochondrie est décrite comme un organite dynamique pouvant interagir avec de
nombreux composants subcellulaires tels que le réticulum endoplasmique (RE), les lysosomes, les
peroxysomes, les endosomes mais également la membrane plasmique. Au niveau cardiomyocytaire,
les mitochondries sont en contact avec le RS plus que tout autre organite de la cellule et cette
interaction, développée précédemment (Chapitre 1/Il.1.c.iii), est largement reconnue comme
participant a I’'homéostasie cellulaire en permettant une communication privilégiée entre les deux
organites. Il a été estimé que dans les cellules ou le cycle calcique est trés sollicité, telles que les
cardiomyocytes, plus de 97% des mitochondries sont en contact étroit avec le RS (Bleck et al., 2018).
Cette interaction permet I'échange de Ca*" et de lipides mais également d’ATP (Kaasik et al., 2001;
Wilding et al., 2006) et d’ERO (Davidson & Duchen, 2006; Ruiz-Meana et al., 2010) au sein de
microdomaines cellulaires. Plus récemment, 'interaction mitochondrie-réticulum a également été
rapporté comme nécessaire pour induire la constriction de la membrane mitochondriale lors du
processus de fission (Friedman et al., 2011). Ce mécanisme sera détaillé dans la suite du manuscrit
(Chapitre 1/ II. 1.d.ii). Par ailleurs, I'interaction entre la mitochondrie et les autres composants
cellulaires a été tres peu étudiée chez des cardiomyocytes adultes et son importance physiologique

reste a investiguer.

Pour finir, le dernier aspect de la dynamique mitochondriale fait référence au remodelage des
crétes mitochondriales ou « cristae », correspondant aux replis de la membrane interne des
mitochondries. Les cristae sont des structures dynamiques qui adaptent leur architecture en réponse
a des facteurs physiologiques ou pathologiques, notamment grace au complexe protéique MICOS
(mitochondrial contact site and cristae organizing system) impliqué dans les changements de
courbures des crétes. Il a été rapporté qu'une demande bioénergétique accrue entraine un
resserrement des cristae alors qu’un stimulus apoptotique entraine I'élargissement des crétes
mitochondriales afin de maximiser la libération du cytochrome c vers I'espace intermembranaire puis
sa libération dans le cytosol (Quintana-Cabrera & Scorrano, 2023). Ainsi, la dynamique des crétes

mitochondriales semble jouer un role majeur dans la fonction mitochondriale.

i. Role de la fission et fusion mitochondriale

Les mitochondries, du grec mitos (fil) et chondros (grain) ont été identifiées il y a plus de cent
ans par microscopie photonique et nommées ainsi de par I'hétérogénéité de leur morphologie
(Sauvanet et al., 2010). En effet, les mitochondries peuvent se présenter sous forme d’organites isolés
ou de réseaux interconnectés plus vastes. Ces changements morphologiques dynamiques des
mitochondries résultent de cycles de fusion ou fission des mitochondries, indispensables pour

I’'homéostasie mitochondriale et cellulaire. La fusion mitochondriale, régulée notamment par les
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protéines Mfnl, Mfn2 et OPA1 (Optic atrophy type 1) implique que deux mitochondries fusionnent
pour générer une mitochondrie plus grande tandis que la fission mitochondriale, médiée
principalement par la protéine Drpl, correspond a la scission d'une mitochondrie pour générer des

organites plus petits.

La fusion a pour role de permettre aux mitochondries de partager leur contenu intra-
mitochondrial (métabolites, protéines, lipides, ADN) afin de maintenir une uniformité génétique et
biochimique (Figure 9). Ce processus limite I'accumulation de Iésions protéiques et de mutations dans
I’ADN mitochondrial, notamment dues aux ERO, et optimise ainsi la fonction mitochondriale (El-Hattab
et al.,, 2018; Westermann, 2012). En effet, il a été rapporté que les mitochondries fusionnées
présentent une augmentation de la phosphorylation oxydative et de la synthése d’ATP (Breitzig et al.,
2018; Youle & van der Bliek, 2012) et leur proportion est augmentée lors de conditions de forte
demande énergétique ou de stress cellulaire (Tondera et al., 2009; Yao et al., 2019). Cependant, cela
ne semble pas s’appliquer a tous les types cellulaires. En effet, Coronado et al., (2018) ont rapporté
gue lors d’un exercice physique, I'augmentation de la fission mitochondriale au niveau cardiaque était
une adaptation physiologique normale pour réponse a I'augmentation de la demande énergétique.
Par ailleurs, les longs réseaux mitochondriaux pourraient agir comme des systémes électriquement
unis favorisant la transmission du AWm (Figure 9), ce qui est particulierement important pour les
grandes cellules ayant une demande énergétique élevée (Skulachev, 2001; Westermann, 2010). De
maniere intéressante, la délétion conditionnelle de Mfnl et Mfn2 dans le muscle squelettique induit
des dysfonctions mitochondriales caractérisées par une accumulation de mutations ponctuelles dans
le génome mitochondrial, associée a une réduction de la capacité respiratoire mitochondriale et a une
atrophie musculaire (Chen et al., 2010). L'importance de la fusion mitochondriale au niveau cardiaque
a également été mise en évidence par la délétion combinée de Mfn1l et Mfn2 dans le coeur de souris
adultes (Chen et al., 2011). Dans cette étude, l'augmentation de la fission mitochondriale
s’accompagne d’une dysfonction respiratoire mitochondriale et cardiomyocytaire menant rapidement
a une cardiomyopathie dilatée léthale. Ainsi, bien que les mitochondries cardiomyocytaires soient
décrites comme hypodynamiques et majoritairement fissionnées (Dorn & Kitsis, 2015; Song & Dorn,
2015), la fusion mitochondriale apparait comme essentielle pour ’homéostasie cardiaque (Chen et al.,

2011).

La fission mitochondriale quant a elle assure la biogenése mitochondriale, essentielle pour
maintenir un nombre adéquat de mitochondries au sein de la cellule (Figure 9). Elle est notamment
indispensable chez les cellules prolifératrices pour répliquer les mitochondries au cours de la division

cellulaire afin de s’assurer que les cellules filles contiennent autant de mitochondries que la cellule
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mere (Quiles & Gustafsson, 2022; Westermann, 2010). De plus, un autre réle majeur de la fission est
de séparer les mitochondries endommagées et dysfonctionnelles du réseau mitochondrial sain afin
gu’elles soient dégradées par mitophagie, processus correspondant a la dégradation par autophagie
des mitochondries (Figure 9). Il a été rapporté que la division mitochondriale est a I'origine dans
certains cas de deux mitochondries filles, 'une de grande taille présentant un AWm élevé et l'autre
plus petite avec un AWm faible, suggérant que la fission représente un « test de stress » qui pousserait
une mitochondrie fille a se dépolariser complétement si elle ne fonctionne pas de maniére optimale
(Twig et al., 2008). De maniére intéressante, la mitochondrie dépolarisée présente une expression
réduite de la protéine de fusion mitochondriale OPA1, la rendant moins susceptible de fusionner a
nouveau avec le réseau mitochondrial et la vouant donc a une élimination par mitophagie (Twig et al.,
2008). Ainsi, lorsque qu’une mitochondrie présente des dommages dépassant un niveau critique, on
observe une fission asymétrique permettant d’isoler la partie endommagée afin qu’elle soit éliminée
par les lysosomes. Ce mécanisme de contréle de la qualité des mitochondries permet de maintenir une
population mitochondriale saine et une capacité bioénergétique élevée. Par ailleurs, la délétion post-
natale de Drpl au niveau cardiaque chez la souris inhibe I'autophagie mitochondriale induisant une
accumulation de mitochondries défectueuses associée a une dysfonction cardiaque léthale au bout de
13 semaines (lkeda et al., 2015; Song et al., 2015). Ainsi, la fission joue un réle double en induisant soit
la biogénese de nouvelles mitochondries saines soit I’élimination de mitochondries défectueuses.
Récemment une étude a rapporté I'existence de deux signatures distinctes de fission permettant de
prédire le destin de la mitochondrie. En effet, la division asymétrique de la mitochondrie (fission
périphérique) serait précédée d’une diminution du AWm et d’une augmentation d’ERO et de Ca% au
niveau mitochondrial ce qui vouerait la mitochondrie a I'autophagie alors que la fission symétrique
(fission médiane) conduirait a la prolifération mitochondriale (Kleele et al., 2021). De plus, la fission
médiane nécessiterait I'interaction entre le réticulum et la mitochondrie pour initier la constriction
membranaire tandis que la fission périphérique serait précédée par un contact avec les lysosomes.
Ainsi, ces mécanismes moléculaires distincts pourraient expliquer comment les cellules régulent la
fission de maniere indépendante, conduisant a des destins mitochondriaux différents. Par ailleurs,
concernant les autres rdles de la fission, plusieurs études ont rapporté qu’elle jouerait un role
fondamental dans le processus apoptotique en impactant la libération du cytochrome ¢ médiée par
Bax (Bcl-2-associated X) (Frank et al., 2001; Suen et al., 2008) (Figure 9). De plus, tout comme la fusion,
la fission semble également intimement liée a la respiration mitochondriale et la synthése d’ATP et
semble affectée par les changements métaboliques (Quiles & Gustafsson, 2022). Des études ont
rapporté que l'inhibition ou I'ablation de DRP1 sur cardiomyocytes isolés ou sur modele murin est
associée a une diminution de la respiration mitochondriale et a une dysfonction des mitochondries

(Aishwarya et al., 2020; lkeda et al., 2015; Ishihara et al., 2015). De maniéere intéressante, en plus de

31



Introduction Revue de littérature Matériels & Méthodes M

contribuer a la respiration basale dans les cardiomyocytes, la fission mitochondriale est cruciale dans
le coeur pour augmenter la capacité respiratoire mitochondriale en réponse a une demande
énergétique accrue lors d’un exercice physique (Coronado et al., 2018). Pour finir, la fission en
générant des mitochondries plus petites, faciliterait également le transport et la redistribution des
mitochondries dans la cellule, vers des zones a haute demande énergétique (Figure 9).

Ainsi, les cycles de fusion et fission permettent au réseau mitochondrial de s’adapter
rapidement aux changements de I'environnement et aux besoins de la cellule afin de maintenir

I’'homéostasie métabolique cellulaire.

Dissipation of

metabolic energy Turnover of 5 Aifaphiagy
4 damaged organelles
Transmission of \l Cytoskeleton- o
membrane potential mediated —>Distribution
Q transport

Apoptosis

Complementation of mtDNA
products in heteroplasmic cells

Defense against ageing

[Growth and division @
Inheritance

Figure 9 : Rbles et conséquences biologiques de la fusion et fission mitochondriale (Westermann et al, 2010)

Au niveau cardiaque, les mitochondries ont pendant longtemps été considérées comme des
organites statiques et hypodynamiques, face a I'absence de preuves directes de fusion ou de fission
mitochondriale dans les cardiomyocytes adultes, dues notamment a des limites techniques (Li et al.,
2020; Song & Dorn, 2015). Par ailleurs, I'arrangement cellulaire des mitochondries, confinées dans un
espace étroit entre les myofibrilles, suggere fortement une mobilité réduite au sein du cardiomyocyte.
Cependant, I'expression importante au niveau cardiaque de protéines impliquées dans la dynamique
mitochondriale ainsi que I'altération fonctionnelle apres manipulation génétique de I'expression de
Drpl ou Mfn1/2 dans le coeur suggérent I'existence et I'importance de la dynamique mitochondriale
dans la physiologie cardiaque (Dorn et al., 2015). Récemment, grace a la transduction in vivo d’une
protéine fluorescente (GFP) photoactivable et ciblant la matrice mitochondriale, Eisner et al (2017) ont

observé apres plusieurs heures, une propagation de la fluorescence verte a un grand nombre de
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mitochondries sur cardiomyocytes isolés et sur coeur entier, témoignant I'existence d’événements de
fusion mitochondriale (=1,4 * 0,1 événement/min/cellule). Cette derniére est dépendante des
oscillations calciques et de I'activité contractile cardiomyocytaire, expliquant la réduction importante
des événements de fusion dans les cardiomyocytes en culture en comparaison aux cardiomyocytes
fraichement isolés. La dynamique mitochondriale cardiaque a également été confirmée par la
visualisation en temps réel des événements de fusion et fission a I’échelle d’'une mitochondrie via
I'analyse des flash mitochondriaux (Qin et al., 2018). Un flash mitochondrial est une augmentation
transitoire de la fluorescence mitochondriale, détectée par une protéine fluorescente, qui refléte
I'activité de la chaine de transport d’électrons et |'activation du métabolisme mitochondrial (Gong et
al., 2015). Sachant que les événements de fusion et fission mitochondriale affectent le métabolisme
mitochondrial, le mitoflash est utilisé ici comme un indicateur biologique permettant de mettre en
évidence la dynamique mitochondriale. Dans cette étude, bien que des événements de fusion ou
fission mitochondriale aient été observés (= 1,0 événement de fission contre 3,9 événements de fusion
pour un million de mitochondries en 100 s), ces derniers ont uniquement eu lieu entre mitochondries
adjacentes et au niveau d’'un site trés restreint confirmant la faible mobilité des mitochondries
cardiaques (Qin et al., 2018). De plus, ces événements se produisent bien moins fréquemment que

dans d’autres types cellulaires (Qin et al., 2018).

Par ailleurs, les mitochondries de cardiomyocytes adultes ont été décrites comme des
organites petits, arrondis et isolés entre les myofibrilles mais en aucun cas sous forme de réseaux
interconnectés comme on peut le voir chez les cellules non-myocytaires tels que les fibroblastes (Dorn
& Kitsis, 2015; Song & Dorn, 2015). En effet, alors que les mitochondries cardiaques apparaissent sous
forme de longs filaments a I’état fcetal, on observe au cours des trois premiéres semaines aprés la
naissance un changement progressif de la morphologie mitochondriale vers un phénotype
principalement fissionné (Griffiths et al., 2010; Li et al., 2020). Face a cette observation, certaines
études ont émis I’hypothese que les mitochondries intrinsequement fragmentées pourraient conférer
un avantage biomécanique aux muscles striés, en comparaison avec des mitochondries
interconnectées qui constitueraient un élément de résistance interne préjudiciable a la contraction
des myocytes (Dorn & Kitsis, 2015). Cependant, la morphologie des mitochondries ainsi que le faible
taux d’événements de fusion chez le cardiomyocyte adulte sont assez surprenants si I'on considere
que la fusion mitochondriale est nécessaire pour maintenir une uniformité génétique et biochimique,
essentielle pour assurer la fonction mitochondriale et la contractilité cardiaque. De maniere
intéressante, plusieurs études ont récemment découvert que les mitochondries cardiaques peuvent
échanger leur contenu intra-mitochondrial via d’autres mécanismes, ne nécessitant pas de motilité,

tels que le « kissing » ou les nanotunnels (Eisner et al., 2017; Huang et al., 2013; Qin et al., 2018). Le
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phénomeéne de « kissing » ou « kiss and run » décrit I'accolement de deux mitochondries adjacentes
suivi rapidement de leur séparation. Ce contact rapide et transitoire permet I’échange des composants
de la matrice mitochondriale sans modification de la morphologie des mitochondries. Les nanotunnels
guant a eux représentent une structure tubulaire permettant de relier deux mitochondries voisines ou
éloignées. Ainsi, ces nouveaux mécanismes de communication inter-mitochondriale permettraient de
pallier a I'arrangement spatial des mitochondries cardiaques et semblent étre bien plus fréquents que
la fusion ou la fission mitochondriale (Huang et al., 2013; Qin et al., 2018).

Ainsi, la dynamique mitochondriale, bien que faible dans les cardiomyocytes, est présente et
indispensable pour la physiologie cardiaque. Les troubles de la dynamique mitochondriale sont
d’ailleurs impliqués dans de nombreuses pathologies dont les maladies cardiovasculaires. Le réle de la

fusion et la fission dans I'exacerbation des lésions d’IR sera développé dans la partie Chapitre 1/ 11.2.e.

ii. Mécanismes impliqués dans la fission mitochondriale

Chez les mammiféeres, la fission mitochondriale est principalement orchestrée par la protéine
cytosolique Drpl (80kDa), appartenant a la famille des dynamines et caractérisée par son activité
GTPasique (hydrolyse du GTP en GDP). La protéine Drp1 est composée de 4 domaines : le domaine N-
terminal GTPase suivi d’'un domaine central, d’'un domaine variable puis d’'un domaine effecteur
GTPase en C-terminal (GED) (Figure 10b). L’activité GTPase est activée par la combinaison des
domaines GED et GTPase (Muhlberg, 1997; Zhu et al., 2004) tandis que les domaines variable et GED
sont responsables de I'activité de Drpl, déterminée par diverses modifications post-traductionnelles.
Parmi elles, on distingue la phosphorylation, la SUMOylation, la O-GIcNAcylation, la S-nitrosylation et
I'acétylation (Figure 10). De nombreuses études se sont intéressées au cours de la derniere décennie
a la phosphorylation de Drpl, pouvant se produire au niveau de différentes sérines et impactant
directement la translocation de Drpl vers la mitochondrie. En effet, bien que la protéine Drpl se
localise majoritairement dans le cytosol en condition physiologique (=97%) (Smirnova et al., 2001), une
petite portion de Drp1l peut se transloquer vers la mitochondrie afin d’initier le processus de fission. I
a été rapporté que l'activation et la translocation de Drpl vers la mitochondrie est régulée
principalement par deux sérines clés, la sérine 616 (Ser616) et la sérine 637 (Ser637), dont la
phosphorylation exerce des effets opposés (Figure 10). En effet, il a été rapporté que la
phosphorylation de Drpl sur la Ser616 est associée a la translocation de Drpl vers la mitochondrie et
a l'activation du processus de fission (Han et al.,, 2020; Xu et al., 2016). Au contraire, Drpl est
maintenue dans le cytosol lorsqu’elle est phosphorylée sur la Ser637, notamment par la PKA qui
diminue son activité GTPase (Chang & Blackstone, 2007; Giacomello et al., 2020). La déphosphorylation
de ce site, notamment par la calcineurine, une phosphatase dépendante du Ca?, induit la translocation

de Drp1l vers la mitochondrie (Cereghetti et al., 2008) et sa liaison avec ses récepteurs localisés au
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niveau de la membrane externe mitochondriale. Parmi eux, on distingue, le facteur de fission
mitochondriale (MFF), les protéines de la dynamique mitochondriale (MID49, MID51) et la protéine de
fission mitochondriale 1 (FIS1) (Figure 10). Le r6le spécifique de ces récepteurs ainsi que leur régulation
restent encore a investiguer. Certaines études rapportent que Fisl interviendrait plutét au cours de la
fission périphérique impliquée dans le processus de mitophagie tandis que MFF, récepteur le mieux
caractérisé, interviendrait dans la fission médiane qui contribue a la biogenése mitochondriale (Kleele
et al., 2021; Shen et al., 2014). Par ailleurs, il semblerait que seule la délétion simultanée de plusieurs
récepteurs perturbe considérablement le recrutement de Drpl a la mitochondrie et induit un réseau
mitochondrial fusionné suggérant qu’il existe une redondance entre les différents récepteurs de Drpl
(Osellame et al., 2016). Suite a la fixation de Drpl sur ses récepteurs, la liaison du GTP induit la
formation de polymeéres linéaires de Drpl au niveau de la membrane mitochondriale externe. Ces
derniers forment un anneau autour de la mitochondrie, stabilisé par I'interaction avec ses récepteurs.
L’hydrolyse du GTP va induire le raccourcissement des polymeres de Drpl de maniére a constricter la

mitochondrie et induire sa scission compléte (Kalia et al., 2018) (Figure 10).

a Activation of fission b Post-translational modifications of DRP1
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Figure 10 : Structure et mécanismes d’action de Drp1 dans la fission mitochondriale (Quiles et al, 2022).

De maniére intéressante, il a été rapporté chez la levure que le recrutement de Drpl a la
membrane externe mitochondriale a lieu au niveau de zones de contact entre le réticulum et la
mitochondrie. En effet, le réticulum jouerait un réle majeur dans la fission mitochondriale en formant
des tubules qui enveloppent la mitochondrie de maniére a initier la constriction de la membrane

externe mitochondriale (Friedman et al., 2011) (Figures 11 et 12). L'importance de cette pré-
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constriction par le RE a été révélée par des études de biologie structurale rapportant que le diamétre
de I'anneau contractile de Drp1 (=100nm) est beaucoup plus petit que le diamétre de la mitochondrie
(=0.5-1um) suggérant que Drpl est incapable d’initier la constriction (Mears et al., 2011; Quintana-
Cabrera & Scorrano, 2023). Ainsi, les tubules du RE en s’enroulant autour de la mitochondrie
permettraient, avant le recrutement de Drpl, d’initier la constriction de la membrane externe
permettant ensuite a Drpl de s’oligomériser autour de la mitochondrie (Friedman et al.,, 2011;
Korobova et al., 2013). Ce processus est soutenu par les protéines du cytosquelette tels que I'actine et
la myosine qui vont se polymériser, en réponse a des élévations de [Ca?*]c, pour former des filaments
a linterface entre mitochondrie et réticulum (Figure 12). L'accumulation des filaments d’actine
contribuerait au processus de constriction par le RE mais soutiendrait également le recrutement et la
polymérisation ultérieure de Drpl (Fernandez-Sanz et al., 2021; Korobova et al., 2013; Moore et al.,
2016). Par ailleurs, la myosine permettrait de fournir la force mécanique nécessaire pour entrainer la
constriction de la membrane externe mitochondriale par les filaments d'actine (Korobova et al., 2014;

Quintana-Cabrera & Scorrano, 2023).
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Figure 11 : Réle du réticulum dans la constriction et la fission mitochondriale chez la levure (Friedman et al, 2011)
Modéle 3D représentant les points de contact entre le réticulum endoplasmique (vert) et la mitochondrie (violet)
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Pour finir, de maniere intéressante, les sites de contact entre le réticulum et la mitochondrie
forment également une plateforme fonctionnelle favorisant la transmission des signaux calciques. En
effet, 'laugmentation transitoire de I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie via le MCU a été rapportée
comme essentielle pour activer la constriction de la membrane interne mitochondriale avant la fission,
de maniére indépendante de Drp1 et de la constriction de la membrane externe (Cho et al., 2017). En
ce sens, la déplétion en MCU induit une diminution de la fission mitochondriale en condition basale
ou apres un stress (Chakrabarti et al., 2018) et I'ablation de Drp1 résulte en une surexpression de MCU
au niveau cardiaque (Qin et al., 2020). Pour finir, en favorisant les points de contact mitochondrie-
réticulum, la polymérisation de I'actine permettrait de stimuler 'entrée de Ca?* dans la mitochondrie
et d’initier la fission de la membrane interne avant celle de la membrane externe (Chakrabarti et al.,
2018). Ainsi, la polymérisation de I'actine stimule indépendamment la dynamique des deux
membranes pendant la division mitochondriale : la membrane interne par l'augmentation du Ca%

matriciel, et la membrane externe par le recrutement de Drp1.
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Figure 12 : Représentation schématique des mécanismes impliqués dans la fusion et fission mitochondriale
(Giacomello et al, 2020)
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iii. Régulation de la fission mitochondriale

La protéine Drpl est soumise a diverses modifications post-traductionnelles qui régulent son
activité et son recrutement en réponse a des changements redox ou a des modifications dans le statut
métabolique cellulaire. Comme énoncé précédemment, Drpl peut étre phosphorylée au niveau de la
Ser616, décrite comme le site activateur de la fission mitochondriale, ou au niveau de la Ser637, site
inhibiteur de la fission. Cependant, alors qu’il est admis que la phosphorylation de Drp1 sur la Ser616
augmente la translocation de Drp1 vers la mitochondrie et le processus de fission mitochondriale (Han
et al.,, 2020; Xu et al.,, 2016), les effets de la phosphorylation de Drpl sur la Ser637 sont plus
controversés. En effet, de nombreuses études rapportent que Drpl est maintenue dans le cytosol
lorsqu’elle est phosphorylée sur la Ser637 alors que sa déphosphorylation contribue a sa translocation
vers la mitochondrie (Cereghetti et al., 2008; Chang & Blackstone, 2007; Cribbs & Strack, 2007).
Néanmoins, des études ont récemment rapporté que Drpl phosphorylée sur la Ser637 se transloquait
a la mitochondrie (Yu et al., 2019) et favorisait la fission mitochondriale (Han et al., 2008; Jhun et al.,
2018). Ainsi, on peut supposer qu’en fonction de la kinase impliquée, du modele cellulaire ou des
conditions utilisées, la phosphorylation de Drpl sur la Ser637 n’induit pas les mémes effets sur la
dynamique mitochondriale. Quoi qu'’il en soit, il semblerait que le statut redox de la cellule ainsi que
la [Ca®*]c soient des déclencheurs majeurs de I'activation de Drpl. En effet, parmi les kinases régulant
I’activité de Drp1, I'activation de la CaMKII par les ERO (Hu et al., 2019) ou par le Ca?* (Kim et al., 2016)
induit une phosphorylation de Drpl sur la Ser616 et une augmentation de la fission mitochondriale.
Par ailleurs, des études ont rapporté que l'augmentation de la [Ca®*]c active la kinase ERK1/2
(extracellular signal-regulated kinase 1/2) qui phosphoryle Drpl sur la Ser616 (Yu et al., 2011) tandis
que la calcineurine, phosphatase dépendante du Ca%* déphosphoryle Drp1 sur la Ser637 (Cereghetti et
al.,, 2008; Zaja et al., 2014) conduisant in fine a I'augmentation de la fission mitochondriale. En
adéquation avec ces résultats, 'augmentation de la [Ca?*]c suite & la stimulation des cardiomyocytes 3
la thapsigargine (inhibiteur de SERCA) ou au KCI (activateur des DHRP) augmente la translocation de
Drpl et la fission mitochondriale. De maniére intéressante, I'utilisation d’un inhibiteur du MCU, le
RU360 permet de prévenir la fragmentation des mitochondries en réponse a I'élévation calcique (Hom
et al., 2010). Ainsi, considérant que les ERO et le Ca?* semblent contribuer a I'activation de Drp1, il n’est
pas étonnant d’observer des altérations de la dynamique mitochondriale au cours de I'IR (voir Chapitre

1/11.2.e)
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iv. Mécanismes impliqués dans la fusion mitochondriale

La fusion mitochondriale est orchestrée par 3 protéines mitochondriales appartenant
également a la famille des dynamines et caractérisées de ce fait par leur activité GTPasique. La fusion
mitochondriale implique la fusion de la membrane externe mitochondriale assurée par les protéines
Mfnl et Mfn2 ainsi que la fusion de la membrane interne qui est médiée par la protéine OPA1. Mfnl
et Mfn2 sont des protéines tres similaires caractérisées par une structure divisée en 4 domaines : un
domaine de liaison au GTP en N-terminal, un domaine contenant 7 répétitions d’hélices alpha
(HR1/coil-coil domain), un domaine transmembranaire bipartite et un second domaine d’hélices alpha
(HR2) en C-terminal. Les domaines HR2 et GTPase sont tous deux exposés vers le cytosol (Figure 11) et
jouent un réle majeur dans la fusion de la membrane externe mitochondriale (Griffin & Chan, 2006;
Koshiba et al., 2004). En effet, deux mitochondries adjacentes vont s’associer I'une a I'autre grace au
domaine HR2 qui assure I'oligomérisation homotypique (Mfn1-Mfn1) ou hétérotypique (Mfn1-Mfn2)
en trans de deux Mfn (Koshiba et al., 2004; Schrepfer & Scorrano, 2016). Bien que Mfn1 soit reconnue
comme jouant un réle majeur dans 'association des membranes mitochondriales, le role de Mfn2 dans
la fusion mitochondriale semble moins important (Cipolat et al., 2004; Ishihara et al., 2004). Cela
pourrait s’expliquer par le fait que (i) Mfn2 joue également un réle majeur dans linteraction
mitochondrie-réticulum (de Brito & Scorrano, 2008) (ii) Mfn1 présente une activité GTPasique huit fois
plus élevée que Mfn2 (Ishihara et al., 2004). Pour finir, I'hydrolyse du GTP induit ensuite un
changement de conformation des Mfns entrainant une augmentation de la surface de contact entre
les deux membranes externes mitochondriales aboutissant in fine a la fusion membranaire (Ishihara
et al.,, 2004; Quintana-Cabrera & Scorrano, 2023). La fusion des membranes internes est ensuite
assurée par la protéine OPA1, ancrée dans la membrane interne mitochondriale par son domaine
transmembranaire tandis que son domaine GTPase fait face a I'espace intermembranaire. OPA1 est
nécessaire que sur une seule des deux mitochondries opposées puisqu’elle peut se lier en trans avec
un composant lipidique de la membrane interne de la mitochondrie opposée, la cardiolipine (Ban et
al., 2017) (Figure 11). La liaison OPA1-cardiolipine permet alors, suite a I’hydrolyse du GTP d’induire la
fusion des membranes internes mitochondriales. Plus précisément, la fusion dépend du ratio entre les
différentes formes d’OPA1. En effet, OPA1 existe sous forme longue (L-OPA1) ancrée a la membrane
interne mitochondriale mais également sous forme courte soluble (S-OPA1) suite a un clivage
protéolytique (Figure 11). Il a été rapporté que seule L-OPA1 peut se lier a la cardiolipine et induire la
fusion des membranes internes mitochondriale ; cependant I’association de S-OPA1 avec le complexe
L-OPA1/cardiolipine permet de potentialiser I'interaction et induire une fusion mitochondriale efficace

et rapide (Ban et al., 2018; Ge et al., 2020).
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v. Régulation de la fusion mitochondriale

Les protéines impliquées dans la fusion mitochondriale sont elles aussi soumises a diverses
modifications post-traductionnelles régulant leur activité telles que la phosphorylation, I'oxydation et
I’ubiquitylation. Tout comme Drp1, les Mfns semblent sensibles au statut redox cellulaire et a la [Ca®*]c.
En effet, il a récemment été montré que I'oxydation des cystéines présentent au niveau de leur
domaine C-terminal (projeté dans I'espace intermembranaire) entraine I'oligomérisation des Mfns et
la fusion mitochondriale ultérieure (Mattie et al., 2018). Par ailleurs, la phosphorylation des Mfns
semble avoir été beaucoup moins investiguée que celle de Drpl. Il a été rapporté que la
phosphorylation de Mfn1 par ERK (Pyakurel et al., 2015) ou la phosphorylation de Mfn2 par JNK (c-Jun
N-terminal kinase) inhiberait la fusion mitochondriale et stimulerait 'apoptose (Leboucher et al.,
2012). Par ailleurs, une étude sur cardiomyocytes a rapporté que les oscillations calciques étaient
essentielles pour assurer I'expression de Mfn1 et la fusion mitochondriale mais les mécanismes sous-
jacents sont encore inconnus (Eisner et al., 2017). Pour finir, I'un des aspects majeurs de la régulation
d’OPA1 est son clivage par les protéases Omal (overlapping activity with m-AAA protease 1) et Ymelll
(ATP-dependent zinc metalloprotease) conduisant a la forme courte et soluble d’OPA1 (Quintana-
Cabrera & Scorrano, 2023). A I'état basal une proportion équivalente de forme courte et longue
d’OPA1 est requise pour assurer la fusion mitochondriale (Song et al., 2007). Cependant, en condition
de stress (dépolarisation membranaire, déplétion en ATP ou stimuli apoptotique), la suractivation de
Omal est a l'origine d’'une augmentation du clivage protéolytique de OPAl induisant une
prépondérance de la forme S-OPAl qui entrainerait majoritairement une fragmentation
mitochondriale (Anand et al., 2014; Duvezin-Caubet et al., 2006; Ishihara et al., 2006). Ainsi, il a été
rapporté que la délétion conditionnelle cardiomyocytaire de Ymell induit une fragmentation accrue
des mitochondries suite au clivage d’OPA1 induisant progressivement une cardiomyopathie dilatée,
caractérisée par de la nécrose cellulaire, de la fibrose et un remodellage ventriculaire (Wai et al.,
2015)). De maniére intéressante, la délétion additionnelle de Omal permet de prévenir la fission
mitochondriale et le développement de la cardiomyopathie (Wai et al., 2015). Ainsi, la régulation du
clivage d’OPAl semble jouer un réle crucial dans l'intégrité et le controle de la qualité des

mitochondries.
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Message a retenir ~\

La mitochondrie a longtemps été étudiée pour son rdle de centrale énergétique.
Néanmoins, il est admis aujourd’hui que son implication dans ’homéostasie cellulaire est
bien plus complexe. Notamment, la dynamique du réseau mitochondrial joue un réle central
dans la capacité des mitochondries a moduler (i) la production d’ERO, essentielle a la
signalisation redox cellulaire mais pouvant devenir un élément clé des lésions cellulaires, (ii)
les interactions avec d’autres organites, dont le réticulum, permettant notamment
d’impacter ’lhoméostasie calcique cellulaire et d’adapter la bioénergétique aux besoins
cellulaires. Ainsi, les déréglements de cette dynamique mitochondriale semblent pouvoir

jouer un role clé dans les dysfonctions et la mort de la cellule.
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2. Altérations mitochondriales lors de I'ischémie-reperfusion

La fonction contractile cardiaque étant dépendante de la phosphorylation oxydative, toute
dysfonction de I’"homéostasie mitochondriale conduit a des défauts de fonctionnement de 'organe.
Ainsi, au cours de I'IR, la surcharge calcique mitochondriale associée a la production massive d’EROmt
aboutissent a I'activation du mPTP, reconnu comme un acteur clé dans les Iésions myocardiques de

reperfusion (Kuznetsov et al., 2019; Yellon & Hausenloy, 2007).

a. Surproduction d’EROmt au cours de I'IR

Bien que l'idée d’une production accrue d’ERO au cours de I'ischémie puisse paraitre contre
intuitive, cette derniére a toutefois été mise en évidence dans de nombreuses études (Becker, 2004;
Kevin et al., 2003; Pasdois et al., 2008). En effet, méme en cas d’ischémie importante, le coeur n’est
jamais en anoxie totale. De plus, la cytochrome c oxydase (complexe IV) ne consommant pas
rapidement tout I'O; résiduel, celui-ci peut, en début d’ischémie, conduire a une augmentation de la
production d’ERO (Bugger & Pfeil, 2020; Zhu & Zuo, 2013). Il est aujourd’hui largement admis que la
production d’ERO au cours de I'ischémie est principalement médiée par la mitochondrie, cependant
les mécanismes sous-jacents sont encore débattus. La diminution de la disponibilité en O, semble
ralentir fortement le flux d’électrons a travers la chaine respiratoire mitochondriale induisant ainsi une
accumulation a I'état réduit des transporteurs d’électrons (NADH, FADH, et CoQ). Ce phénoméne
favorise finalement la fuite d’électrons et la formation d’0,"*, notamment par les complexes | et lll de
la CTE (Becker et al., 1999; Rouslin, 1983; Solaini & Harris, 2005). En effet, il est admis que I'ischémie
est a I'origine d’altérations fonctionnelles des complexes de la CTE favorisant la fuite d’électrons et la
production d’ERO (Abe et al., 1999; Galkin et al., 2009; Lesnefsky et al., 2017). Par ailleurs, I'ischémie
induit également une diminution de I'activité des complexes I, lll et IV ayant pour conséquence une
chute drastique de la phosphorylation oxydative et une libération du cytochrome c dans le cytosol
(Lesnefsky et al., 1997; Solaini & Harris, 2005). L'oxydation de la cardiolipine, phospholipide
caractéristique de la membrane interne mitochondriale, semble également pouvoir participer aux
troubles de la CTE (Lesnefsky et al., 2001; Paradies et al., 1999). Ainsi, bien que le stress oxydant soit
plutot modéré pendant la phase ischémique, il semble pouvoir impacter I'intégrité fonctionnelle des
mitochondries, et ainsi conditionner la réponse de ces organites au cours de la reperfusion (Bugger &

Pfeil, 2020; Murphy & Steenbergen, 2008).

Lors des toutes premieres minutes de la reperfusion, la reprise brutale de la phosphorylation

oxydative va aboutir a une production massive d’EROmt. En effet, la prise en charge des intermédiaires
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réduits par les différents complexes mitochondriaux, fonctionnellement endommagés au cours de
I'ischémie, augmente la probabilité d’'une fuite anormale d’électrons et ainsi la production massive
d’0,*. Dans ces conditions, le complexe | a été proposé comme la principale source de production
d’0,* lors de la reperfusion, bien que des quantités moindres mais néanmoins significatives d’ERO
puissent étre générées au niveau du complexe Il (Bugger & Pfeil, 2020; Chouchani et al., 2016; Solaini
& Harris, 2005). En effet, la reperfusion induit un changement de conformation du complexe |, de sa
forme inactive vers sa forme active, induisant sa réactivation rapide et la production d’'une grande
quantité d’O," (Chouchani et al., 2014; Gorenkova et al., 2013). Ainsi, I'inhibition pharmacologique du
complexe | ou son blocage temporaire dans sa forme inactive limite la production d’'EROmt et protege
des lésions d’IR (Chen et al., 2006; Chouchani et al., 2016; Lesnefsky et al., 2004) suggérant que la
prévention de la réactivation du complexe | lors de la reperfusion constituerait une stratégie
thérapeutique. Alors que les mécanismes sous-jacents expliquant la génération massive d’EROmt au
cours de la reperfusion ont longtemps été incompris, le phénomene de « flux réverse d’électrons » ou
« retour électronique » a récemment été mis en évidence (Chouchani et al., 2014; Murphy, 2009; Pell
et al., 2016). En effet, il a été démontré que la succinate déshydrogénase (SDH) au cours de I'ischémie
peut fonctionner en mode réverse et ainsi entrainer I'accumulation de succinate. A la reperfusion, la
reprise de I'activité « normale » de la SDH induit I'oxydation rapide du succinate accumulé en fumarate
induisant une sur-réduction du pool de CoQ. On observe alors qu’une partie des électrons transportés
par I'ubiquinone ne sont pas dirigés vers le complexe Ill (sens normal) mais reviennent vers le complexe
| ol ils réagissent avec 'O, pour former une quantité importante d’O,". De maniéere intéressante, le
mécanisme de « flux réverse d’électrons » produit une quantité d’0,* nettement supérieure a tout
autre processus mitochondrial (Murphy, 2009) et est donc proposé comme une cible d’intérét dans la
cardioprotection (Prag et al.,, 2023). Il est des lors intéressant de noter que la diminution de
I'accumulation de succinate au cours de l'ischémie ou l'inhibition de son oxydation lors de la
reperfusion permet de réduire les Iésions d’IR in vivo dans des modéles murins d'infarctus du myocarde
(Chouchani et al., 2014). Ainsi, il est aujourd’hui bien décrit que la surproduction d’0,* participe de
maniere majeure aux dommages cellulaires observés au cours de la reperfusion. De maniere encore
plus critique, I'O," peut réagir avec le NO pour former des ERO azotées telles que le ONOO', reconnu
pour sa forte cytotoxicité. L’O,* peut aussi étre réduit en H,O; par la SOD. Bien que I’'H,0; ne soit pas
en soi une espéce radicalaire, cette ERO posséde tout de méme une forte toxicité de par son
interaction possible avec les ions métalliques (via la réaction de Fenton) aboutissant a la formation
d’une espeéce radicalaire trés cytotoxique, le radical hydroxyle (OH*"). Ce dernier est responsable de la
plupart des dommages observés lors de la reperfusion puisqu’il possede une forte réactivité avec tous
les matériaux biologiques. Ainsi, le « burst oxydatif » observé a la reperfusion et dépassant largement

les capacités des systemes antioxydants cellulaires consommés en partie durant I'ischémie (Ferrari et
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al.,, 1993), va étre a l'origine de nombreux dommages cellulaires et mitochondriaux. (Murphy &
Steenbergen, 2008). Notamment, ces ERO de reperfusion vont étre capable d’impacter i) les
cardiolipines, aggravant les altérations de la chaine respiratoire (Paradies et al., 2004; Petrosillo et al.,
2003; Solaini & Harris, 2005), ii) les lipides membranaires, fragilisant les membranes cellulaires et
augmentant la perméabilité de la membrane interne mitochondriale, iii) 'ADN mitochondrial et
finalement iv) la sensibilité des mitochondries a la surcharge calcique matricielle favorisant in fine
I'ouverture du mPTP, déclencheur clé de la mort cellulaire au cours de I'IR (voir Chapitre 1/11.2.d). Par
ailleurs, il semblerait qu’au cours de la reperfusion un mécanisme de « ROS-induced ROS release »
(RIRR) puisse participer a I'auto-amplification de la production ERO. Ce phénomene, encore tres
discuté est observable lors de I'excitation laser de mitochondries cardiaques et est a I'origine d’une
perte rapide du AWm due a I'ouverture transitoire du mPTP, suivie d’une production rapide d’ERO. Ce
phénoméne de RIRR dans les cardiomyocytes se produit souvent de maniéere synchrone et réversible
entre les mitochondries adjacentes (Zorov et al., 2000, 2014). Son existence dans le cadre particulier

de I'IR mérite néanmoins d’étre confirmé.

Pour finir, la CTE n’est pas la seule source d’ERO au cours de I'IR. En effet, les monoamines
oxydases (Kaludercic et al, 2011), les NADPH oxydases (Braunersreuther et al., 2013; Lasségue et al.,
2012), les xanthines oxydases (Linas et al., 1990) ou encore les NO synthases découplées (Granger &
Kvietys, 2015) peuvent participer a la production d’ERO lors de I'IR. Néanmoins, leurs contributions

seraient considérées comme secondaires et subséquentes a la production d’EROmt.

Ainsi, au regard de la littérature, il semble a ce jour assez évident que les défauts de
fonctionnement de la CTE au cours de I'IR, conduisant a une surproduction EROmt, participent de
maniere majeure aux lésions d’IR myocardique. Néanmoins, en dépit de cette évidence, la difficulté a
moduler cette production d’EROmt au cours de la reperfusion et le manque d’efficacité des stratégies
basées sur I'utilisation d’antioxydants, suggere fortement que I'amélioration de la compréhension des
mécanismes cellulaires a I'origine de ce phénomene soit essentielle afin de pouvoir développer de

nouvelles stratégies thérapeutiques.
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b. Surcharge calcique mitochondriale au cours de I'IR

Les oscillations transitoires de Ca?* dans la mitochondrie jouent un réle crucial dans la
stimulation du métabolisme cardiaque. Néanmoins, la surcharge calcique mitochondriale prolongée
est a I'origine de dysfonctionnement mitochondriaux aboutissant a la mort des cellules (Giorgi et al.,
2018; Rasola & Bernardi, 2011). Lors de I'IR, la surproduction d’ERO associée a la surcharge calcique
mitochondriale favorisent I'ouverture du mPTP, acteur clé dans la nécrose et I'apoptose des cellules

cardiaques (voir Chapitre 1/11.2.d).

Comme détaillé dans le chapitre 1/1.2.a., I'arrét du métabolisme oxydatif lors de I'ischémie est
a l'origine d’une acidose cellulaire aboutissant a une surcharge intracellulaire sodique puis calcique. La
surcharge calcique cytosolique s’accompagne d’une augmentation de la [Ca**]m, qui pour autant reste
modérée (Murata et al., 2001; Ruizmeana et al., 2006). En effet, la diminution massive de I'activité de
la CTE lors de I'ischémie induit une chute du AWm limitant I'influx de Ca?* par le MCUc, uniporteur trés
dépendant de I'énergie du potentiel membranaire (Murphy & Steenbergen, 2008). Néanmoins,
I’entrée de Ca?* dans la mitochondrie au cours de I'ischémie ne semble pas uniquement faire intervenir
le MCUc (Ashok et al., 2023; Petersen et al., 2023). En effet, I’équipe d’Elizabeth Murphy a récemment
rapporté que les coeurs provenant de souris délétés en MCU présentent une [Ca?*]m plus faible, aprés
20 minutes d’ischémie, que les animaux contrdles. Cependant, I'augmentation de la [Ca?*]m est tout
de méme visible dans les coeurs délétés pour MCU suggérant que la surcharge calcique mitochondriale
pendant l'ischémie ne dépend pas uniquement du MCUc. Plusieurs études in vitro ont mis en évidence
que l'inhibition du NCLX permet de prévenir 'augmentation de la [Ca?*]m au cours de I'ischémie
suggérant que le NCLX fonctionnerait en mode « réverse » et favoriserait I'entrée de Ca®* dans la

mitochondrie (Ashok et al., 2023; Griffiths, 1999).

Lors de la reperfusion, la correction de I'acidose cellulaire va exacerber la surcharge
cytosolique sodique puis calcique. Parallelement, la reprise de la chaine respiratoire mitochondriale
permet le rétablissement du AWm potentialisant ainsi I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie. Il est
aujourd’hui admis que I'augmentation de la [Ca**]m, en contribuant a I'ouverture du mPTP, joue un
réle majeur dans la mort cellulaire suite a I'IR. En effet, la diminution de la surcharge calcique
mitochondriale, en diminuant I'influx de Ca?* par le MCU ou en augmentant I’efflux de Ca?* par le NCLX,
est apparue ces dernieres années comme une stratégie thérapeutique prometteuse pour limiter les
Iésions d’IR (Lambert et al., 2019; Luongo et al., 2015, 2017). Ainsi, une attention toute particuliére a
été portée sur le role clé du MCU. Alors que la délétion non-conditionnelle du MCU (Pan et al., 2013;

Rasmussen et al., 2015) n’a aucun effet sur la sensibilité du coeur a I'IR, il est intéressant de noter que
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la délétion induite et cardiomyocytaire du MCU chez la souris a I’dge adulte protége contre la surcharge
calcique mitochondriale, retarde I’activation du mPTP et limite la taille d’infarctus (Kwong et al., 2015;
Luongo et al., 2015). Les divergences dans les résultats pourraient étre attribuées a des adaptations
phénotypiques liées a la délétion totale non induite de MCU avant ou aprées la naissance. Il est alors
intéressant de noter que l'utilisation d’un inhibiteur du MCU, le RU360 sur cceur isolé perfusé
(Miyamae et al., 1996) ou in vivo sur souris (Guan et al., 2019), diminue fortement la [Ca**]m et la
sensibilité du cceur a I'IR. Ces résultats pharmacologiques viennent confirmer les données suggérant
un role majeur de la surcharge calcique médiée par le MCU dans la sévérité de I'infarctus du myocarde.
Par ailleurs, la CAMKII mitochondriale, activée lors de I'IR, semble pouvoir directement interagir et
phosphoryler le MCU, entrainant une entrée accrue de Ca?* dans la mitochondrie (Joiner et al., 2012).
De maniére intéressante, les souris transgéniques exprimant le peptide CAMKIIN, puissant inhibiteur
de la CAMKII, spécifiquement au niveau des mitochondries cardiaques, présentent une entrée réduite
de Ca% dans la mitochondrie, une ouverture retardée du mPTP et sont protégées contre les lésions
d’IR (Joiner et al., 2012). Ces résultats ont néanmoins été remis en question deux années aprés leur
publication par les travaux de Fieni et al. (Fieni et al., 2014). Cela souligne I'intérét de conduire des
études complémentaires afin de mieux comprendre I'impact de la CAMKIlI mitochondriale sur la
régulation du MCU au cours de I'IR. Pour finir, il a été rapporté que le cceur est capable d’augmenter
I’expression du MCUb (dominant négatif du MCU) 48h aprés une IR in vivo, suggérant un mécanisme
adaptatif permettant de limiter I'accumulation de Ca?* dans la mitochondrie (Lambert et al., 2019). En
accord avec ce concept, il a été rapporté que la surexpression cardiaque du MCUb chez un modéle
murin protége le coeur contre les lésions d’IR (Lambert et al., 2019). Le méme résultat a été obtenu

avec la surexpression du NCLX permettant d’améliorer la régulation de la [Ca**]m (Luongo et al., 2017).

Par ailleurs, lors de I'IR, I'activit¢ du RyR2, protéine impliquée dans la régulation de
I’'homéostasie calcique au cours du CEC, a été rapporté comme étant fortement altérée. Ceci semble
participer a I'exacerbation de la surcharge calcique cytosolique mais également mitochondriale lors de
I'IR (Fauconnier et al., 2013; Feno et al., 2019). La diminution de la production d’ATP au cours de I'IR
est aussi a l'origine d’une diminution de I'activité de SERCA renfor¢ant ainsi la surcharge calcique
cytosolique et certainement mitochondriale. De plus, la surproduction d’ERO cellulaires ainsi que la
surcharge calcique cytosolique vont stimuler I'activité de kinases telles que la CAMKII et la PKA,
capables de moduler I'activité du RyR2 (Di Carlo et al., 2014; Haushalter et al., 2019). Ainsi, I'oxydation
de CaMKIl a été décrite comme jouant un réle majeur dans I'apoptose myocardique, I’altération de la
fonction cardiaque et dans la mortalité post-IR (Erickson et al., 2008). Ces résultats semblent pouvoir
étre expliqués par le fait que 'augmentation de la phosphorylation de RyR2 (Ser2814 ou Ser2808) par

la CAMKII contribue a son instabilité. En effet, chez des souris mutantes, caractérisées par une
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mutation ponctuelle du RyR2 au niveau de son résidu Ser2814, rendant ce récepteur non
phosphorylable, présentent une meilleure récupération fonctionnelle aprés une IR in vivo et une taille
d’infarctus réduite (Di Carlo et al., 2014). Ces résultats suggerent un role clé de I’hyperphosphorylation
du RyR2 par la CAMKII dans la sévérité des Iésions d’IR. Par ailleurs, alors qu’il existe aujourd’hui des
preuves solides qu’une phosphorylation de RyR2 par la PKA contribue a la dysfonction contractile dans
I'insuffisance cardiaque (Dobrev & Wehrens, 2014), son rble dans les fuites calciques diastoliques au
cours de I'IR reste a investiguer. Enfin, I'activité du RyR2 a également été décrite comme pouvant étre
impactée par des modifications redox post-traductionnelles. Ainsi, il a été décrit que I’oxydation (Bovo
et al., 2018; Terentyev et al., 2008) et/ou la S-nytrosylation (Fauconnier et al., 2011) du RyR2 lors de
situations de stress oxydant ou nitro-oxydant favorisent son instabilité et la survenue de fuites
calciques diastoliques du RS au cours de I'IR. Ces dernieres sont a |'origine d’oscillations calciques
cytosoliques, reconnues comme jouant un role majeur dans l'initiation des arythmies de reperfusion
et dans l'altération de la fonction contractile myocardique (Fauconnier et al., 2011; Lehnart et al.,

2006)

De maniére intéressante, Santulli et al. (2015) ont rapporté que les fuites calciques diastoliques
du RS contribuent a la surcharge calcique mitochondriale et aux dysfonctions cellulaires post-IR
(Santulli et al., 2015). Ainsi, I'existence de microdomaines cellulaires localement restreints, les MAMs,
en favorisant les échanges de Ca®* entre le réticulum et la mitochondrie, pourraient renforcer in fine
les troubles de ’homéostasie calcique mitochondriale au cours de I'IR (Eisner et al., 2013; Ruiz-Meana
et al., 2010). Au cours de la derniére décennie, plusieurs études se sont intéressées au role de la
communication RS-mitochondrie dans la surcharge calcique mitochondriale et les Iésions cellulaires au
cours de I'IR (Gomez et al., 2016; Paillard et al., 2013; Qiao et al., 2017). Paillard et al. (2013) ont ainsi
observé que I’hypoxie-réoxygénation induit une augmentation des points de contact mitochondrie-
réticulum favorisant I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie. De maniére intéressante, la diminution des
interactions mitochondrie-réticulum via I'utilisation de ARNsi ciblant les protéines Mfn2 ou Grp75,
impliquées dans la liaison des deux organites, permet de prévenir la surcharge calcique mitochondriale
et la mort cardiomyocytaire suite a I’hypoxie-réoxygénation (Paillard et al., 2013). De plus, la délétion
cardiague de PTPIP51 (protein tyrosine phosphatase interacting protein-51), une protéine
surexprimée lors de I'IR et impliquée dans la liaison mitochondrie-RS, réduit la surcharge calcique
mitochondriale, la taille infarcie et les |ésions cardiaques aprés une IR in vivo (Qiao et al., 2017). En lien
avec ces résultats, les souris délétées en Mfn2 spécifiquement au niveau cardiomyocytaire présentent
une réduction des points de contacts mitochondrie-RS (Beikoghli Kalkhoran et al., 2017; Chen et al.,
2012), associée & une diminution de I'entrée de Ca®* dans la mitochondrie (Chen et al., 2012), une

ouverture retardée du mPTP et une meilleure récupération fonctionnelle aprés IR (Papanicolaou et al.,
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2011). De plus, la délétion induite spécifiquement cardiomyocytaire de Mfn1 et Mfn2 chez des souris
a I'age adulte est a l'origine d’une fission mitochondriale exacerbée associée a une respiration
mitochondriale et une fonction contractile cardiaque altérées. Il est par contre intéressant de noter
gue ces souris sont protégées contre les lésions cellulaires liées a I'infarctus du myocarde (Hall et al.,
2016). En effet, ces souris présentent une ouverture du mPTP retardée et une taille d’infarctus
fortement réduite. Cette résistance a I'IR est expliquée par une diminution des interactions
mitochondries-RS, due a I'absence de Mfn2, associée a une surcharge calcique mitochondriale et une
production d’ERO diminuée (Hall et al., 2016). Ainsi, 'ensemble de ces études suggerent un réle majeur
des interactions mitochondrie-réticulum dans la surcharge calcique mitochondriale et la sensibilité du

coeur a l'IR.

c. Cercle vicieux entre ERO et Ca®* au cours de I'IR

Il est maintenant bien reconnu qu’il existe une interaction complexe et bidirectionnelle entre
la production d’EROmt et la surcharge calcique mitochondriale. En effet, les ERO, en modifiant I'activité
des complexes protéiques tels que le RyR2 et le MCU influencent fortement 'homéostasie calcique
cellulaire et mitochondriale ; alors que le Ca?*, en agissant de maniére directe et indirecte sur la CTE
(Feno et al., 2019; Gorlach et al., 2015) et sur I'ouverture du mPTP (Rottenberg & Hoek, 2017) joue un
réle majeur dans la production d’EROmt. Ainsi, au niveau des zones d’associations entre mitochondries
et RS, on observe I'établissement d’un cercle vicieux entre Ca?* et ERO, qui lors de I'IR contribue 3
I'ouverture du mPTP et a la mort cellulaire associée (voir Chapitrel/ 11.2.d).

L'oxydation de RyR2 a largement été décrite comme contribuant a la modulation de son
activité. Plus récemment, la production d’EROmt a été proposée comme un acteur clé de ce
phénoméne. En effet, plusieurs études ont rapporté que I'augmentation de la production d’EROmt
participe a 'augmentation des fuites calciques diastoliques du RS (Bovo et al., 2012; Yan et al., 2008).
Ainsi, Hamilton et al. (2020) ont rapporté qu’un cercle vicieux entre production d’EROmt et désordres
de I’homéostasie calcique cellulaire contribue a I'apparition d’épisodes arythmiques. En effet, ils ont
pu montrer que les EROmt en oxydant RyR2 augmentent les fuites calciques incontrélées du RS, qui a
leur tour accentuent la surcharge calcique mitochondriale et la production d’EROmt (Hamilton et al.,
2020). En ce sens, le traitement des cardiomyocytes avec du MitoTempo, un antioxydant
mitochondrial, permet de prévenir les fuites calciques du RS (Hamilton et al., 2020). Par ailleurs,
I’activité du MCU semble elle aussi pouvoir étre impactée par les EROmt. En effet, Dong et al, sur des
modeles cellulaires non cardiomyocytaires (cellules endothéliales, Hela, HEK), ont récemment
rapporté que le MCU pouvait étre S-glutathionylé en réponse a une modification de I'état redox

mitochondrial. Cette modification redox post-transcriptionnelle est a I'origine d’une augmentation de
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la stabilité du complexe et de la formation d’oligoméres favorisant I'accumulation de Ca? dans les
mitochondries et in fine la surproduction d’EROmt et la mort cellulaire (Dong et al., 2017). Ainsi,
I’ensemble de ces résultats suggerent fortement I'existence d’une interaction bidirectionnelle entre
production d’EROmt et désordres de I’'homéostasie calcique mitochondriale (Figure 13). En effet, dans
cette relation complexe, les EROmt ont un impact non négligeable sur les troubles de 'homéostasie
calcique et il est aujourd’hui de mieux en mieux décrit que le Ca* participe également a la
surproduction d’EROmt au cours de I'IR (Gérlach et al., 2015). En effet, bien que le Ca% soit un
activateur physiologique de la phosphorylation oxydative (voir Chapitre I/Il.1.c.ii.), lorsqu’il s’accumule
de maniere trop importante dans la matrice mitochondriale, il favorise la production d’EROmt (Peng
& Jou, 2010). Notamment, une [Ca?*]m élevée accélére I'activité de la CTE et la consommation d’O,,
favorisant la fuite d’électrons et la formation d’O,* (Brookes et al., 2004; Goérlach et al., 2015). De plus,
I’accumulation de précipités de phosphate de Ca?* dans la matrice mitochondriale entrave I’activité du
complexe | et perturbe l'intégrité des crétes mitochondriale aboutissant a une diminution de la
respiration mitochondriale et de la production d’ATP (Malyala et al., 2019). Ces mécanismes pourraient
expliquer pourquoi, dans le cadre de I'IR, I'entrée excessive de Ca%* dans la mitochondrie par le MCU,
contribue a la surproduction d’ERO et aux dysfonctions mitochondriales sous-jacentes (Bertero &

Maack, 2018).

a2 I

[Oc

Mort cellulaire

Figure 13 : Représentation schématique du réle possible des interactions mitochondrie-réticulum dans
I’établissement du cercle vicieux entre surcharge calcique et surproduction d’ERO au cours de I'IR
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d. Ouverture du mPTP: « a pore way to die »

Lorsque le role clé du mPTP dans les Iésions d’IR a été mis en évidence par Baines et al., (2005)
et Nakagawa et al.(2005) dans la revue Nature, I'importance de cette découverte a conduit a la
publication d’un éditorial de la part de Andrew Halestrap intitulé « a pore way to die » (A. Halestrap,

2005).

Il est désormais largement admis que les Iésions irréversibles du coeur suite a I'IR sont médiées,
au moins en partie, par 'ouverture du mPTP (Bernardi & Di Lisa, 2015; A. P. Halestrap, 2010; Kwong &
Molkentin, 2015). Ce phénomeéne commence aprés environ 2 minutes de reperfusion et coincide avec
le retour du pH intracellulaire a des valeurs similaires a celles avant I'ischémie (Andrienko et al., 2017).
La surcharge calcique dans la matrice mitochondriale est reconnue comme l'inducteur majeur de
I’'ouverture du mPTP au cours de la reperfusion ischémique. Néanmoins, la sensibilité du mPTP au Ca?*
est aussi considérablement augmentée par le stress oxydatif, I'augmentation des concentrations en Pi
ainsi que la déplétion en nucléotides adényliques (ATP/ADP) (Kwong & Molkentin, 2015). Le mPTP est
un complexe multiprotéique composé d’un canal non-spécifique situé dans la membrane interne
mitochondriale et susceptible de laisser passer les molécules dont le poids moléculaire est inférieur a
1,5 kDa. L'ouverture du mPTP est régulée par la protéine cyclophiline D (CypD), qui en se liant au mPTP,
augmente la sensibilité du canal pour le Ca?*(Baines et al., 2005; Bernardi & Di Lisa, 2015). L'implication
de la CypD dans la régulation du mPTP a été découverte grace a I'étude du médicament
immunosuppresseur Cyclosporine A (CsA) qui permet de limiter le gonflement matriciel des
mitochondries (Halestrap & Davidson, 1990). Ainsi, il a été démontré que la CsA est capable de se lier
a la CypD et d’empécher sa liaison avec le mPTP inhibant ainsi I'ouverture du canal (Crompton et al.,
1988, 1998; Fournier et al., 1987). Bien que la CsA s'est révélée étre un agent cardioprotecteur efficace
dans plusieurs études utilisant des modeles animaux d'IR (Baines et al., 2005; Nakagawa et al., 2005),
son efficacité a été remise en cause par des essais cliniques a grande échelle (Cung et al., 2015)
suggérant que le mPTP est capable de s'ouvrir indépendamment de la CypD si le stress mitochondrial

est suffisamment important (Halestrap & Richardson, 2015; Ramachandra et al., 2020).

Au cours de I'IR, I'ouverture du mPTP dés les premiéres minutes de reperfusion est reconnue
comme un élément clé participant a la mort cellulaire. Lors de I'ischémie, bien que I'on observe une
augmentation de la [Ca?*]m et de la production d’EROmt, I'acidose cellulaire permet de maintenir le
mMPTP en conformation fermée et de limiter la mort des cardiomyocytes. Cependant, la normalisation
du pH a la reperfusion, associée a l'installation du cercle vicieux entre surcharge calcique et

surproduction d’EROmt conduit a I'activation prolongée du mPTP. Cette derniére représente pour la
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cellule un point de non-retour vers la mort, qu’elle soit de nature nécrotique ou apoptotique. En effet,
I'ouverture du mPTP est a I'origine d’une perte de I'imperméabilité originelle de la membrane interne
mitochondriale, induisant plusieurs phénomeénes concomitants. Tout d’abord, la diffusion incontrdlée
des protons a travers la membrane interne va induire un découplage de la phosphorylation oxydative
et un effondrement du AWm. Afin de limiter la chute du gradient transmembranaire en H*, I'ATP
synthase va fonctionner en mode réverse et hydrolyser I'ATP favorisant ainsi sa déplétion.
Parallélement, I'ouverture du mPTP est a I'origine d’'un gonflement matriciel, suite a I'entrée d’eau
dans la mitochondrie, pouvant entrainer la rupture des membranes mitochondriales et la fuite, dans
le cytoplasme, d’ions et produits matriciels/intermembranaires tels que le cytochrome c et I'AlF
(apoptosis-inducing factor). La libération de ces facteurs pro-apoptotiques va déclencher la cascade de
signalisation aboutissant a I'apoptose cellulaire. Cependant, lorsque la transition de perméabilité
mitochondriale implique un grand nombre de mitochondries, la crise bioénergétique, I'épuisement en
ATP et les troubles de '"homéostasie ionique qui s'ensuivent entrainent |'activation d’enzymes de
dégradation (phospholipases, nucléases, protéases) contribuant in fine a la mort par nécrose des
cardiomyocytes (Rasola & Bernardi, 2011; Rizzuto et al., 2012), caractérisée par la rupture de la

membrane plasmique cellulaire.

Par ailleurs, bien que le role du mPTP dans les lésions d’IR soit bien documenté dans la
littérature scientifique, son identité moléculaire demeure incertaine rendant plus difficile le
développement de molécules thérapeutiques visant a inhiber son ouverture. Au cours des derniéres
décennies, la composition moléculaire du mPTP a suscité un grand intérét et de nombreux modeles
ont été proposés (Bernardi et al., 2022; Kwong & Molkentin, 2015). Initialement, il a d’abord été
suggéré que le mPTP était composé de VDAC dans la membrane mitochondriale externe, de la
translocase des nucléotides a adényliques (ANT) dans la membrane mitochondriale interne et de la
CypD comme régulateur dans la matrice mitochondriale (Figure 14) (Crompton et al., 1998). Afin
d’identifier le composant formant le canal du mPTP, plusieurs études ont évalué, indépendamment,
I'impact de la délétion génique des différents composants du complexe sur la sensibilité du mPTP au
Ca?. Il a été rapporté que le traitement a la CsA ou l'ablation génétique de la CypD augmente
fortement la capacité de rétention calcique (CRC) mitochondriale mais n"empéche pas I'ouverture du
mPTP suggérant que la CypD est un régulateur critique, mais pas une unité essentielle a la formation
du pore du mPTP (Baines et al., 2005; Nakagawa et al., 2005) . L’ablation de VDAC n’a quant a elle
aucun impact sur I'ouverture du mPTP en réponse au Ca?* ou au stress oxydatif (Baines et al., 2005).
Par ailleurs, plusieurs études indépendantes ont rapporté que les inhibiteurs et les substrats de I'ANT
affectaient considérablement la CRC des mitochondries et la sensibilité du mPTP au Ca? (Haworth &

Hunter, 1979, 2000). Ainsi, I'hypothese que I’ANT est le composant formant le canal du mPTP a
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rapidement émergée. Cependant, ce n’est que récemment que ce modele a été remis en question. En
effet, des études ont rapporté que la délétion de I'ANT dans le foie de souris augmente
considérablement la CRC des mitochondries et leur résistance a I'ouverture du mPTP induite par le
Ca?"; néanmoins en réponse a des [Ca?*] élevées, I'ouverture du mPTP est observée suggérant que
I’ANT est un régulateur important du mPTP mais pas le composant formant le canal (Bround et al.,
2020; Karch et al., 2019; Kokoszka et al., 2004). De maniere intéressante, le traitement de ces
mitochondries avec de la CsA inhibe completement I'ouverture du mPTP (Karch et al., 2019). Les
auteurs ont alors proposé I'existence de deux mPTP distincts : un premier qui serait formé par I'ANT
et qui pourrait ou non étre activé par la CypD et un second ne contenant pas I’ANT et dont I'activation
exigerait la CypD (Karch et al., 2019). Cette nouvelle hypothéese a permis de relancer les tentatives
d’identification de la composition moléculaire du mPTP et un nouveau modéle a ainsi émergé au cours
de la derniére décennie (Karch & Molkentin, 2014). En effet, de nombreuses études ont récemment
rapporté que le mPTP résulterait d’'un changement de conformation de I’ATP synthase (Bernardi et al.,
2023; Hurst et al., 2017). Cependant, alors que certaines études suggerent que le pore du mPTP est
formé par des diméres d’ATP synthase (Carraro et al., 2014; Giorgio et al., 2013) d’autres proposent
que I'anneau c de I’ATP synthase compose le canal du mPTP (Alavian et al., 2014; Mnatsakanyan et al.,
2019; Neginskaya et al., 2019). Par ailleurs, bien que cette découverte représente une avancée
majeure dans l'identification moléculaire du mPTP, cela n’explique pas la régulation par tous les
effecteurs connus du mPTP, tels que les inhibiteurs de I'ANT qui induisent un effet majeur sur |'activité
du mPTP en modifiant I'état de conformation de I'ANT. Un consensus semble alors se dégager, en
adéquation avec I'hypothése de Karch et al, sur I'existence de deux conformations moléculaires
différentes du mPTP : la premiére comprenant I'ANT et la seconde I’ATP synthase (Bernardi et al., 2022,
2023). L'idée de la double nature du mPTP a été renforcée par I'observation que I'élimination
génétique de composants critiques de I’ATP synthase ne permet pas d’empécher I'ouverture du mPTP,
probablement a cause de la contribution de I’ANT dans la formation du pore (Carrer et al., 2021; Carroll
et al., 2019; He et al.,, 2017). Ainsi, le modéle actuel du mPTP comprendrait I’ATP synthase et I’ANT
dans la membrane interne mitochondriale, VDAC et les molécules pro-apoptotiques Bcl2-2 (Bax/Bak)
qui faciliteraient la perméabilité a travers la membrane externe (Karch et al., 2013; Whelan et al.,
2012), ainsi que le transporteur de phosphate (PiC) qui ne serait pas un composant direct du pore mais
plutét un régulateur de I'ouverture du mPTP via sa capacité a modifier les niveaux de Pi dans la matrice
(Gutiérrez-Aguilar et al., 2014; Kokoszka et al., 2004) (Figure 14). D’ailleurs, I'ATP synthase, I'ANT et le
PiC sont couplés a la fois physiquement et fonctionnellement pour la production d’ATP dans un

supercomplexe de la membrane interne appelé ATP synthasome (Ko et al., 2003; Kwong et al., 2014).
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Figure 14 : Evolution du modéle concernant I'identité moléculaire du mPTP (Kwong et Molkentin, 2014)

Enfin, bien que le réle du Ca?* dans I'ouverture du mPTP ait été clairement démontré, les
mécanismes sous-jacents sont encore mal compris. Une grande partie de la difficulté a mieux
comprendre le réle des interactions entre le Ca®* et I'activation du mPTP semble étre liée au manque
de clarté concernant l'identité moléculaire du mPTP. Il a été démontré qu’une forte concentration en
Ca?* induit une dé-acylation de la CypD sur la cystéine 202, rendant le résidu cystéine oxydable au
cours des premiéres minutes de reperfusion. L'oxydation de la cystéine contribuerait a augmenter sa
liaison avec I’ATP synthase et ainsi a activer le mPTP au cours de I'IR (Amanakis et al., 2021). Par ailleurs,
il a été proposé que la liaison du Ca?* directement sur la thréonine 163 de la sous-unité B de I’ATP
synthase modifie sa conformation pour favoriser I'ouverture du pore. En effet, suite a la mutation de
la T163, la sensibilité du mPTP pour le Ca?* est diminuée (Giorgio et al., 2017). Enfin, il a été proposé
que le Ca? en se liant aux cardiolipines, qui se trouve a proximité de I’ANT, puisse réguler la

conformation de I'ANT et favoriser I'ouverture du mPTP (Brustovetsky & Klingenberg, 1996).

Pour finir, plusieurs études ont rapporté que I'ouverture du mPTP, a faible conductance et de
maniere transitoire puisse participer a différentes fonctions physiologiques telles que la production
physiologique d’EROmt, I'efflux de Ca?* ou encore la régulation du métabolisme. Néanmoins la fonction
biologique de ces ouvertures transitoires du mPTP fait a ce jour I'objet de nombreuses recherches et
de débats actifs (Kwong & Molkentin, 2015; Mnatsakanyan et al., 2017). Il a notamment été rapporté
que les ouvertures transitoires du mPTP pourraient étre impliquées dans un processus mitochondrial
complexe, appelé mitoflash, qui semble pouvoir lier des phénomeénes transitoires de perte de AWm,

de production localisée d’EROmt et de mouvements de Ca?* (Wang et al., 2008; Wei et al., 2011).
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e. Altérations de la dynamique mitochondriale lors de I'IR

Les cycles de fusion/fission mitochondriales permettent de réguler des processus cellulaires
fondamentaux tels que I'homéostasie calcique ainsi que la production d'ATP et d’ERO ; cependant un
déséquilibre entre la fission et la fusion est a l'origine de dysfonctions cellulaires participant a de
nombreuses pathologies cardiaques. Dans le cadre de I'IR, la surcharge calcique cellulaire et la
surproduction d’ERO, deux conditions favorisant I'activation de Drp1 (décrit précédemment Chapitre

I/ 11.1.d.iii), vont étre a I'origine d’une fission mitochondriale excessive contribuant aux Iésions d’IR.

Depuis plus d’une décennie maintenant, il est admis que I'infarctus du myocarde est associé a
une fission exacerbée des mitochondries aboutissant a des mitochondries fragmentées et
dysfonctionnelles (Disatnik et al., 2013; Ong et al., 2010; Sharp et al., 2014). Ce phénotype
mitochondrial est observé dés 20 minutes d’ischémie suggérant que la fission mitochondriale est
initialement activée au cours de I'ischémie puis maintenue pendant la reperfusion (Ong et al., 2010).
De maniére intéressante, 'utilisation d’inhibiteurs spécifiques de Drp1 (le Mdivi-1 ou le P110) avant
I'ischémie ou a la reperfusion, sur des modeles d’IR ex vivo et in vivo, permet de prévenir la
surproduction d’EROmt, les altérations de I’homéostasie calcique, I'activation du mPTP et in fine réduit
la taille de I'infarctus (Disatnik et al., 2013; Ong et al., 2010; Sharp et al., 2014). L’inhibition de la fission
mitochondriale permet également de prévenir les altérations de la respiration mitochondriale et de la
fonction cardiaque dans les semaines qui suivent I'infarctus (Disatnik et al., 2013). Ainsi, ces résultats
suggerent un réle majeur de la fission mitochondriale médiée par Drp1 dans la surproduction d’ERO,
les troubles de I’homéostasie calcique et in fine les |ésions d’IR. Par ailleurs, en lien avec les travaux de
Ong et al, I'administration de Mdivi-1 avant I'ischémie semble exercer un plus haut niveau de
cardioprotection que I"administration lors de reperfusion, confirmant une activation du processus de

fission mitochondriale dés la phase d’ischémie myocardique (Maneechote et al., 2018).

Il est aussi intéressant de noter que cette relation entre dynamique mitochondriale et
[Ca**]/EROmt peut étre bidirectionnelle. En effet, la surcharge calcique et le stress oxydant cellulaire
contribuent a la fission mitochondriale au cours de I'IR. Ainsi, I'augmentation de la [Ca?*]c au cours de
I'IR conduit a I'activation de la CAMKII (Luo et al., 2019; Wang et al., 2022; Yu et al., 2019) et de la
calcineurine (Parra et al., 2018; Sharp et al., 2014, Zaja et al., 2014) induisant la translocation de Drp1
vers la mitochondrie et ainsi la fission mitochondriale. De plus, la surcharge calcique cytosolique lors
de la reperfusion peut également conduire a I’activation des calpaines, protéases dépendantes du Ca?*
et connues pour participer aux lésions d’IR (Inserte et al., 2012). Récemment, il a été rapporté qu’au

cours de I'IR, I'activation des calpaines a la fois dans le cytoplasme et la mitochondrie est a I'origine
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d’une régulation a la baisse de I'expression de la protéine de fusion OPA1, favorisant un phénotype
mitochondrial fissionné (Guan et al., 2019). De maniére intéressante, I'inhibition pharmacologique du
MCU permet de prévenir I'activation des calpaines, la translocation de Drpl a la mitochondrie, la
fission mitochondriale post-IR et in fine réduit la taille de I'infarctus (Guan et al., 2019). Par ailleurs,
dans un modele d’hypoxie-réoxygénation sur des cellules d’hippocampe, I'utilisation d’un inhibiteur
du MCU, le Ru360, diminue la [Ca?*]m et I'expression des protéines Drpl et Fis1 et prévient la fission
mitochondriale (Zhao et al., 2015). L’ensemble de ces résultats suggerent que la surcharge cytosolique
et mitochondriale joue un role non négligeable dans l'activation du phénomene de fission
mitochondriale au cours de I'IR. Par ailleurs, les fuites calciques du RyR2 semblent également pouvoir
contribuer a la fragmentation accrue des mitochondries au niveau cardiomyocytaire. En effet, les
mitochondries cardiaques des souris contenant une mutation génétique a I'origine d’une
déstabilisation de I'état fermé des RyR2 présentent une surcharge calcique et une surproduction
d’ERO, associées a une fission exacerbée. Au contraire, la restauration de la stabilité de RyR2, ainsi que
la surexpression de la catalase au niveau mitochondrial permettent de prévenir I'ensemble de ces
dysfonctions mitochondriales, soutenant fortement un role clé de linteraction complexe
[Ca®*Im/EROmt dans la régulation de la dynamique mitochondriale (Santulli et al., 2015). Ces résultats
sont en accord avec les études ayant rapporté que la surproduction d’ERO d’origine cytosolique
(Abuarab et al., 2017; Hu et al., 2019) ou mitochondriale (Kleele et al., 2021; Wu et al., 2011)
contribuent a la fragmentation mitochondriale ; cependant dans le cadre de I'IR cette relation reste a
investiguer. Pour finir, dans une étude élégante utilisant la microscopie a super-résolution a
illumination structurée (SIM), il a été rapporté que seules les fissions périphériques, reconnues comme
le mode de fission menant a la mitophagie, étaient précédées par une diminution du AWm, une
surproduction d’EROmt et une surcharge calcique mitochondriale, bien avant la constriction médiée
par Drp1l. Ces dysfonctions mitochondriales ne sont pas observées lors des fissions médianes, décrites
comme le mécanisme menant a la biogenese mitochondriale (Kleele et al., 2021). Néanmoins, de

nouveaux travaux seront nécessaires afin de mieux comprendre ces différences, notamment dans I'IR.

Ainsi, pour conclure, il semblerait qu’il existe au cours de I'IR une interaction complexe et
bidirectionnelle entre fission et troubles [Ca**]m/EROmt. En effet, la surcharge calcique et la
surproduction d’ERO au cours de I'IR participent a I’exacerbation de la fission mitochondriale, qui elle-
méme semble pouvoir favoriser ce cercle vicieux entre altérations de I’homéostasie calcique et
surproduction d’EROmt. Cette interrelation entre ces différents facteurs pourrait contribuer aux

Iésions myocardiques d’IR.
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e Message a retenir ~\

Il est aujourd’hui reconnu qu’au cours de l'infarctus du myocarde, le cercle vicieux entre la
surproduction d’EROmt et la surcharge calcique mitochondriale est a I’origine de I'activation
du mPTP, considéré comme l'acteur clé de la mort cellulaire au cours de I'IR. Plus
récemment, le déréglement au cours de I'IR de I’équilibre entre fission et fusion
mitochondriale, au profit de la fission, est apparue comme un acteur majeur des
dysfonctions mitochondriales et des lésions de reperfusion. En effet, il semble que les
altérations de la dynamique mitochondriale, au sens de I’équilibre fusion/fission mais aussi
des interactions entre mitochondries et organites, puissent interagir de maniéere
bidirectionnelle avec le cercle vicieux [Ca?*]m/EROmt au cours de I'IR et ainsi contribuer a

la souffrance et a la mort de la cellule.

56



Introduction Revue de littérature Matériels & Méthodes M

Chapitre 2 : L’hyperglycémie comme facteur aggravant les lésions d’ischémie-
reperfusion : mécanismes cellulaires et place de la mitochondrie

I. Homéostasie glucidique et dysfonctions associées

La régulation de la glycémie, c'est-a-dire de la concentration de glucose dans le sang, est un
processus continu et dynamique, essentiel au maintien de I'équilibre physiologique de I'organisme. En
effet, le glucose est considéré comme la principale source d’énergie cellulaire, voir I'unique source
pour certains organes ou tissus tels que le cerveau, les globules rouges ou encore la région médullaire
du rein. Ainsi, un approvisionnement continu en glucose est nécessaire pour assurer I’homéostasie
cellulaire. Chez un individu sain, la glycémie est maintenue a une valeur relativement constante (entre
0,7g/1 et 1.10g/I a jeun ; et jusqu’a 1,40 g/l 1h30 aprés un repas) grace a 'action de deux hormones,
I'insuline et le glucagon. L'insuline est sécrétée par les cellules B des ilots de Langerhans du pancréas
en réponse a une élévation de la glycémie, par exemple aprés un repas. En agissant sur ses récepteurs
situés a la surface des cellules musculaires, hépatiques et adipeuses, l'insuline facilite I'entrée,
I'utilisation ou le stockage du glucose dans les cellules. Le glucose peut étre stocké a court terme sous
forme de glycogéne dans le foie et les muscles ou a plus long terme sous forme de triglycérides dans
le tissu adipeux. Le glucagon quant a lui est sécrété par les cellules a des ilots de Langerhans en réponse
a une diminution de la glycémie. La liaison du glucagon a ses récepteurs, présents uniquement a la
surface des cellules hépatiques, favorise la dégradation du glycogene en glucose et sa libération dans
le sang afin d’augmenter la glycémie et assurer un apport énergétique aux autres organes. Ainsi, le
maintien de la glycémie est un mécanisme finement régulé, indispensable a I’homéostasie de

I’'organisme.

Par conséquent, un dysfonctionnement dans la régulation de la glycémie entraine des
complications pouvant étre a 'origine de pathologies telles que le diabéte. Le diabéte est un groupe
de maladies métaboliques caractérisées par une hyperglycémie chronique résultant d’un défaut de
sécrétion d’insuline et/ou de sa capacité d’action sur les cellules cibles. Le diabéte est diagnostiqué
lorsque la glycémie a jeun est égale ou supérieure a 1.26 g/l a deux reprises ou égale ou supérieure a
2 g/l a n’importe quel moment de la journée. On distingue principalement deux types de diabéte : le
diabéte de type 1 qui concerne environ 5-10% des diabétiques et le diabéte de type 2 qui représente

les 90-95 % restants (American Diabetes Association, 2014). Le diabéete de type | est caractérisé par
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une destruction des cellules B des ilots de Langerhans suite a des réactions auto-immunes, aboutissant
a la perte des capacités de sécrétion de l'insuline. Ce diabéte, habituellement découvert chez les
personnes jeunes, peut étre corrigé par des injections d’insuline une a plusieurs fois par jour, d’ol son
nom de diabete insulinodépendant. Au contraire, le diabete de type 2 est caractérisé par une
incapacité d’action de I'insuline sur les cellules cibles (appelée insulinorésistance) associée a plus long
terme a un déficit de la sécrétion d’insuline (insulinopénie) par les cellules B. En effet, afin de
compenser la résistance des cellules a I'action de I'insuline et I’hyperglycémie associée, le pancréas va
augmenter la production d’insuline mais cela va contribuer progressivement a son épuisement et a la
diminution drastique de la production d’insuline. Contrairement au diabéte de type 1, ce diabete
survient généralement aprés I’age de 20 ans et peut étre prévenu par un changement du mode de vie.
Récemment, une étude publiée dans The Lancet a rapporté que plus d’un demi-milliard de personnes
sont diabétiques dans le monde (soit 6,1% de la population mondiale) et que ce nombre devrait plus
que doubler pour atteindre 1.3 milliard de personnes au cours des 30 prochaines années (Ong et al.,
2023). La prévention du diabéte est un enjeu majeur de santé publique puisqu’en affectant I'ensemble
des organes et tissus, il est a I'origine du développement de nombreuses pathologies dont les maladies
cardiovasculaires.

Les maladies cardiovasculaires sont la principale cause de décés chez les patients diabétiques
(Seshasai et al., 2011). Les principales conséquences pathologiques du diabéte découlent des effets de
I'hyperglycémie chronique sur la macrocirculation (coronaropathie, artériopathie périphérique,
maladie cérébrovasculaire) et la microcirculation (rétinopathie, néphropathie et neuropathies
diabétiques). Ainsi, il a été rapporté que le risque de développer une maladie cardiovasculaire est deux
a quatre fois plus élevé chez les patients diabétiques par rapport aux patients non diabétiques
(Bertoluci & Rocha, 2017). De plus, les patients diabétiques ont une évolution clinique plus défavorable
suite a un infarctus du myocarde (Donahoe et al., 2007), une angioplastie coronaire (Mathew et al.,
2004) ou un pontage coronarien (Alserius et al., 2006) que les patients non diabétiques, suggérant une
sensibilité accrue du cceur diabétique aux lésions d’IR. En revanche, les études expérimentales
semblent moins concluantes ; 50 a 60% des études rapportent une augmentation de la taille de
I'infarctus suite a une IR in vivo réalisée sur des modeles animaux de diabéte de type | ou Il tandis que
les autres rapportent une absence de modification voire une diminution de la taille d’infarctus (Penna
et al., 2020). La disparité entre les données cliniques et animales peut étre expliquée par des
différences dans les protocoles d’IR myocardique utilisés ou dans le choix des modeles d’animaux

diabétiques.
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Il. Impact de I’hyperglycémie sur la sensibilité du coeur a I'IR : mécanismes
cellulaires sous-jacents

1. Métabolisme du glucose dans le coeur

Le cceur est un organe omnivore, adapté pour utiliser tous les substrats disponibles afin de
subvenir a sa demande énergétique élevée (voir Chapitre 1/Il.1.a). Il posséde une flexibilité
métabolique lui permettant de passer d’un substrat a un autre en réponse a des changements
environnementaux tels que des perturbations aigues de la charge de travail et/ou de la disponibilité
en substrats. En effet, bien que les acides gras soient connus pour étre le substrat préférentiel du coeur
au repos, ce dernier privilégie le glucose dans des conditions de stress telles que I'ischémie ou
I’hypertrophie pathologique (Shao & Tian, 2015; Tran & Wang, 2019). En effet, pendant I'ischémie,
I'augmentation de la glycolyse anaérobie est le mécanisme majeur permettant au cceur de maintenir
les concentrations d’ATP face a I'altération de la phosphorylation oxydative. L’absorption de glucose
dans les cardiomyocytes est médiée par les transporteurs de glucose (GLUT) dont les isoformes les plus
abondants sont GLUT1 et GLUT4. Alors que GLUT1 est I'isoforme majoritaire dans le coeur a I'état
feetal, GLUT4 devient prédominant dans les cardiomyocytes adultes (Depre et al., 1999; Tran & Wang,
2019). Par ailleurs, contrairement a GLUT4, GLUT1 ne semble pas dépendant de I'action de I'insuline
(Depre et al., 1999; Shao & Tian, 2015). Ainsi, dans le cceur adulte, GLUT4 réside dans des vésicules
intracellulaires en condition basale mais peut se transloquer vers la membrane plasmique en réponse
a I'insuline, I'ischémie ou I'activité physique (Slot et al., 1991; Sun et al., 1994). Au contraire, GLUT1
est majoritairement localisé dans la membrane plasmique et assure I'absorption basale du glucose
dans le coeur (Kraegen et al., 1993; Shao & Tian, 2015), bien qu'’il puisse tout de méme se transloquer
en réponse a certains stimuli (Young et al., 1997).

Finalement, une fois entré dans la cellule, le glucose peut étre phosphorylé en glucose 6-
phosphate (G6P) par I’'hexokinase ou converti en sorbitol par la voie des polyols. La majeure partie du
G6P entre dans la voie glycolytique afin d’étre converti en pyruvate qui sera oxydé par la suite dans les
mitochondries ; cependant le G6P peut également entrer dans des voies métaboliques alternatives
telles que la voie des pentoses phosphates (PPP) ou la voie de biosynthése de I'hexosamine (HBP).
Ainsi, en plus de fournir de I'énergie a cellule, la dégradation du glucose génere des intermédiaires
métaboliques essentiels a I’homéostasie cellulaire. Par exemple, la voie HBP participe a la O-
GlcNAcylation de protéines, une modification post-traductionnelle qui, en régulant la localisation, la
stabilité et/ou 'activité de protéines cellulaires participe a des processus cellulaires clés (Battault et

al., 2020; Shao & Tian, 2015). L’altération ou la prédominance de ces voies métaboliques alternatives
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peuvent étre associées a une perturbation des voies de signalisation cellulaire, de I'homéostasie

ionique et redox ainsi qu’a un dysfonctionnement contractile.

2. Glucotoxicité cardiaque au cours de I'IR : mécanismes sous-jacents

L’hyperglycémie per se a émergée au cours de la derniere décennie comme un facteur prédictif
de la sévérité des lésions cardiaques suite a un infarctus du myocarde (Penna et al., 2020). En effet,
plusieurs études cliniques ont rapporté que la concentration de glucose dans le sang au moment de
I'infarctus est positivement corrélée a la mortalité hospitaliére (Ishihara, 2012; Kosiborod et al., 2005),
ainsi qu’a la taille de la zone infarcie (Eitel et al., 2012; Mather et al., 2010). De maniere intéressante,
une étude rétrospective épidémiologique de grand ampleur, portant sur 141 680 patients a rapporté
qgue I'hyperglycémie est plus délétere chez les patients non diabétiques par rapport aux patients
diabétiques admis a I’hopital avec une glycémie similaire (Kosiborod et al., 2005). En effet, la mortalité
a 30jours et a 1 an est nettement augmentée chez les patients non diabétiques (Figure 15). Ce constat
clinique, confirmé depuis par d’autres études (Deedwania et al., 2008; Ishihara et al., 2009) demeure
néanmoins complexe a interpréter. En effet, méme si ce n’est pas toujours le cas, I'infarctus peut étre
a l'origine de la stimulation des terminaisons nerveuses sympathiques post-ganglionnaires entrainant
la sécrétion de noradrénaline suivie par la libération d’adrénaline par la glande médullosurrénale
(Schémig, 1990). L’adrénaline peut alors étre a l'origine d’une stimulation de la glycogénolyse
hépatique et musculaire, aboutissant a une augmentation de la concentration de glucose dans le sang.
L'adrénaline va aussi inhiber I'activité des cellules B du pancréas, renforcant ainsi I'impact
hyperglycémiant de I'adrénaline. Ainsi, il est aujourd’hui difficile de déterminer si la sévérité de
I'infarctus va déterminer le niveau d’hyperglycémie et ainsi expliquer cette relation ou si
I"hyperglycémie au cours de l'infarctus peut impacter le fonctionnement cellulaire et ainsi via une
glucotoxicité aboutir a I'exacerbation de la sensibilité du cceur a I'IR. Il est néanmoins intéressant de
noter que I'excés de consommation de boissons a riche teneur en sucre, telles que les sodas, est
associée a une augmentation marquée de la mortalité cardiovasculaire (Ma et al., 2023), suggérant
qgu’indépendamment du diabete, la récurrence d’évenements hyperglycémiques au cours de la vie
d’un individu pourrait impacter négativement son pronostique cardiovasculaire. Néanmoins, a notre
connaissance aucune donnée n’existe sur le lien entre la consommation de ce type de boissons et la
sévérité de l'infarctus. Par ailleurs, I'impact de I'hyperglycémie per se (i.e, indépendamment des
complications liées au développement de la maladie métabolique, telles que I'inflammation a bas
bruit, I'insulino-résistance ou -pénie et la cardiomyopathie diabétique) sur la vulnérabilité du cceur a
I'IR a été bien démontré sur des modéles expérimentaux (Ham et al., 2019; Mapanga et al., 2014; Yang

et al., 2009). En effet, sur un modéle d’IR in vivo sur rats et souris, I'injection de dextrose 30 minutes
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avant lischémie, induisant rapidement une hyperglycémie supérieure a 300mg/dl, augmente
considérablement la taille de la zone infarcie par rapport aux animaux normoglycémiques (Ham et al.,
2019; Yang et al., 2009). De maniére intéressante, dans un modele similaire ou I'injection de dextrose
est réalisée 50 minutes avant I'ischémie, la normalisation de la glycémie grace a une injection d’insuline
10 minutes avant I'ischémie ne permet pas de prévenir I'effet délétere de I’hyperglycémie sur les
lésions d’IR (Yang et al., 2013). Cependant, bien que I'effet de I'hyperglycémie per se sur la vulnérabilité

cardiaque a I'IR soit bien reconnu, les mécanismes sous-jacents restent aujourd’hui mal compris.
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Figure 15 : Relation entre la glycémie lors de I'admission a I’hépital et la mortalité a 30 jours et 1 an post-infarctus
du myocarde chez des patients avec ou sans diabéte diagnostiqué. (adaptée de Kosiborod et al, 2005).

Ainsi, en s’appuyant sur ces données cliniques et expérimentales, nous avons décidé, en
adéquation avec la thématique de thése, de centrer la suite de cette revue de la littérature sur les
mécanismes cellulaires pouvant expliquer I'impact de I’hyperglycémie sur la sensibilité du coeur a I'IR,

indépendamment des facteurs aggravants liés a I'installation de la pathologie diabétique.

Avant toute chose, il est important de spécifier que la majorité des études portant sur I'impact
de I'hyperglycémie sur le coeur sont réalisées a des concentrations de glucose comprises entre 5mM
(90mg/dl) et 11mM (198mg/dl) pour la condition normoglycémique et entre 20mM (360mg/dl) et
33mM (600 mg/dl) pour la condition hyperglycémique. La concentration a 11mM de glucose en
normoglycémie est utilisée notamment en coeur isolé perfusé. Par ailleurs, la durée de I’hyperglycémie
varie, selon les études, de quelques minutes a 48h d’incubation. Pour faciliter la suite de la lecture,
nous avons décidé de parler d’hyperglycémie aigue lorsque I'"hyperglycémie dure de quelques minutes
a quelques heures et d’hyperglycémie prolongée quand elle est égale ou supérieure a 24h. Pour finir,
les modeles cellulaires utilisés sont également variables selon les études et sont dépendants de la
durée d’incubation en hyperglycémie. Les hyperglycémies aigues sont généralement rapportées dans

des études utilisant des cardiomyocytes adultes fraichement isolés alors que I’hyperglycémie
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prolongée est retrouvée dans des études principalement sur des cardiomyocytes adultes en culture,

et dans une moindre mesure sur des cardiomyocytes néonataux.

a. Surproduction d’ERO : un élément clé de la glucotoxicité cardiaque

Il est maintenant bien établi que la surproduction ERO joue un role majeur dans le
développement et la progression du diabéte et dans les dysfonctions cardiaques associées (Bugger &
Abel, 2014; Giacco & Brownlee, 2010; Kaludercic & Di Lisa, 2020). Cependant I'implication de
I’'hyperglycémie per se, indépendamment des autres complications du diabéte, dans la surproduction

d’ERO, les altérations cellulaires et la sensibilité du cceur a I'IR reste a investiguer.

Il 'y a plus de deux décennies maintenant, Browlee a proposé pour la premiere fois que les
dysfonctions cellulaires, observées en condition d’hyperglycémie, au niveau endothélial, pouvaient
étre expliquées par un mécanisme appelé « overfuelling of the mitochondria », correspondant a une
surproduction d’0,* par la CTE dont I'activité est augmentée en réponse a I'apport accru en glucose
(Giacco & Brownlee, 2010; Nishikawa et al., 2000). Depuis, plusieurs études ont confirmé cette
hypothése au niveau cardiomyocytaire. Ainsi, Sedlic et al. (2017) ont rapporté sur cardiomyocytes
isolés que I'hyperglycémie aigue induit une augmentation rapide du métabolisme énergétique
mitochondrial (observé par I'augmentation de la consommation d’O; et du AWm) associée a une
surproduction d’ERO et a une ouverture précoce du mPTP. De maniére intéressante, 'utilisation d’un
découpleur mitochondrial, le DNP (2,4-Dinitrophénol), réduit fortement la production d’ERO, retarde
I'activation du mPTP et prévient la mort cellulaire suite a un stress a I’'H,0,, suggérant un role majeur
des EROmt dans les effets déléteres de I’hyperglycémie (Sedlic et al., 2017). En lien avec ces résultats,
I'utilisation de MitoTempo, un antioxydant mitochondrial, sur cardiomyocytes adultes permet de
prévenir la production d’0,* et la mort cellulaire induites par 24 heures d’incubation en condition
d’hyperglycémie (Ni et al., 2016). Ainsi, bien que le nombre d’études soit limité, I'hyperglycémie per
se semble étre a I'origine d’une production accrue d’ERO par les mitochondries cardiomyocytaires,
participant in fine aux dysfonctions cellulaires. Cependant, alors qu’un traitement quotidien avec du
MitoTempo chez des souris diabétiques permet de réduire la mortalité post-IR (Luo et al., 2013), le
role de la surproduction d’EROmt dans la sensibilité accrue du coeur a I'IR en condition d’hyperglycémie

reste a investiguer.

Par ailleurs, plusieurs études ont récemment rapporté que I’hyperglycémie pouvait induire des
ERO indépendamment du métabolisme du glucose, remettant en question I'importance de la

surproduction d’ERO d’origine mitochondriale dans la glucotoxicité cardiaque. En effet, la stimulation
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ou l'inhibition de I'entrée de glucose dans la cellule, par I'utilisation d’insuline ou de phlorétine
(inhibiteur des GLUT) respectivement, ne modifie pas la production d’ERO et la mort cardiomyocytaire
induites par 2h et 24h d’hyperglycémie respectivement (Balteau et al., 2011). De plus, I'a-méthyl-D-
glucose, un analogue du glucose non métabolisable imite les effets de I'hyperglycémie (Balteau et al.,
2011; Van Steenbergen et al., 2017). Ainsi, ces résultats suggérent que d’autres sources génératrices
d’ERO sont impliquées dans les effets délétéres de I’hyperglycémie. Dans les modeles diabétiques, le
role des NOX dans la surproduction d’ERO et dans les dysfonctions cardiaques est bien décrit (Li et al.,
2010; Roe et al., 2011; Shen et al., 2009). De maniere intéressante, des études récentes ont rapporté
que I'hyperglycémie per se induit une surproduction d’ERO par la NOX2 (Balteau et al., 2011; Lu et al.,
2020; Van Steenbergen et al., 2017). L’activation de la NOX2 par I'hyperglycémie semble impliquer la
O-GlcNAcylation de la CAMKII (Lu et al., 2020) ainsi que le transporteur SMIT1 (sodium myo-inositol
transporter 1) (Van Steenbergen et al., 2017). Ainsi, I'ablation du site de O-GlcNacylation de la CAMKII
ou la délétion totale de SMIT1 sur un modele murin prévient I'activation de la NOX2 et la production
d’ERO médiées par I'hyperglycémie aigue (Lu et al., 2020; Van Steenbergen et al., 2017). De plus, les
cardiomyocytes exprimant un dominant-négatif d’une petite GTPase impliquée dans l'activation de
NOX2, Racl, présentent une diminution de I'activité de la NOX2 associée a une diminution de
I'apoptose cellulaire suite a 24h d’hyperglycémie (Shen et al., 2009). Par ailleurs, la diminution du
niveau d’expression de NOX4 sur cardiomyocytes isolés, réduit également la surproduction d’ERO suite
a une hyperglycémie prolongée (Li et al., 2010). De maniére intéressante, les NOX semblent également
impliquées dans les effets déléteres de I'hyperglycémie per se sur la vulnérabilité du cceur a I'IR. En
effet, I'injection d’apocynine, un inhibiteur pharmacologique des NOX, 5 minutes avant I'induction de
I’hyperglycémie (dextrose ; 30 min avant IR) normalise la taille d’infarctus suite a une IR in vivo (Yang
et al., 2009). Par contre, lorsque I'injection d’apocynine est réalisée au moment de la reperfusion les
effets déléteres de I’hyperglycémie ne sont pas prévenus suggérant un role majeur des ERO produits
par les NOX pendant la période d’hyperglycémie dans la sensibilité du coeur a I'IR (Yang et al., 2009).
Ainsi, 'ensemble de ces résultats suggérent un rdle clé de la surproduction d’ERO, d’origine
cytosolique et/ou mitochondriale dans la glucotoxicité cardiaque. De plus, la surproduction d’ERO par
les NOX semble pouvoir jouer un role majeur dans la sensibilité accrue du cceur a I'IR en condition

d’hyperglycémie.

Il est par ailleurs intéressant de noter que l'utilisation d’un peptide permettant d’inhiber
I'activation de la NOX2 sur cardiomyocytes isolés incubés 24h en hyperglycémie prévient la production
mitochondriale d’0," (Ni et al., 2016). En adéquation avec ce résultat, les mitochondries cardiaques
issues de souris diabétiques délétées en racl spécifiquement au niveau cardiaque présentent une

production d’ERO diminuée, en comparaison avec les mitochondries issues de souris diabétiques
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contrdles (Shen et al.,, 2009). De plus, un traitement chronique au mitoTempo sur des souris
diabétiques prévient I'augmentation de I'expression de la NOX2 (Ni et al., 2016). Ces résultats
suggerent une interaction entre NOX2 et mitochondries, formant mutuellement une boucle de
rétroaction positive qui amplifie la production d’ERO cellulaires en condition d’hyperglycémie. Ainsi,
les ERO produits par la NOX2 pourraient étre impliquées et précéder les dysfonctions mitochondriales
observées en hyperglycémie. Cependant, I'existence et I'implication de ce cercle vicieux dans la

vulnérabilité du cceur a I'IR en condition d’hyperglycémie aigue reste a investiguer.

b. Troubles de I'lhoméostasie calcique

Il est aujourd’hui bien reconnu que les patients diabétiques présentent des altérations de la
fonction cardiaque, regroupées sous le nom de cardiomyopathie diabétique. L’hyperglycémie semble
fortement corrélée a la prévalence de la dysfonction cardiaque diastolique et systolique (Aneja et al.,
2008; Iribarren et al., 2001; Singh et al., 2018). Cette dysfonction contractile, confirmée chez des
modeles expérimentaux de diabéte semble résulter de troubles de ’homéostasie calcique. En effet,
une instabilité de RyR2 (Yaras et al., 2005) une réduction de I'activité de SERCA et du NCX (Clark et al.,
2003; Singh et al., 2018; Sorrentino et al., 2017) ainsi qu’une diminution de I'expression du MCU (Diaz-
Juarez et al., 2016; Suarez et al., 2018) ont été rapportées dans des modeles murins de diabéte.
Cependant peu d’études se sont intéressées a I'impact de I’hyperglycémie per se sur ’homéostasie

calcique cardiomyocytaire et a son role dans la sensibilité accrue du coeur a I'lR.

Au niveau cardiomyocytaire, il a été rapporté que I’hyperglycémie aigue induit rapidement une
augmentation de la [Ca®*]c (Sims et al., 2014; Smogorzewski et al., 1998), prévenue par |'utilisation de
vérapamil ou de nifédipine, des inhibiteurs des canaux calciques LTCC (Smogorzewski et al., 1998).
L’augmentation de la [Ca**]c a également été observée suite a I'incubation de cellules Clone 9 en
condition d’hyperglycémie (Yu et al., 2011). En adéquation avec ces résultats, sur cardiomyocytes
isolés, 'hyperglycémie aigue est a I'origine d’'une augmentation de |’activité des calpaines associée a
une augmentation de I'apoptose cellulaire (Li et al., 2009) ; ces deux phénomeénes sont prévenus par
I'inhibition des canaux LTCC ou du RyR2. Récemment, des études ont rapporté que I'hyperglycémie
aigue participe aux troubles de ’lhoméostasie calcique en augmentant les fuites calciques diastoliques
du RS due a une instabilité du RyR2 (Hegyi et al., 2021; Lu et al., 2020). Ce mécanisme, dépendant de
I'activation de la CAMKII et de sa O-GlcNacylation, contribue a la genése d’arythmies, observées sur
coeur isolés perfusé en hyperglycémie (Erickson et al., 2013). L’augmentation de la [Ca*]c et la
dysfonction contractile observée en hyperglycémie semble également résulter d’une altération de la

pompe SERCA (Tang et al.,, 2010; Zhang et al., 2012). En effet, les cceurs isolés perfusés 2h en
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hyperglycémie présentent une augmentation de la production d’0,*, une oxydation accrue de SERCA
associée a une diminution de son activité (Tang et al., 2010). Pour finir, I'hyperglycémie prolongée sur
cardiomyocytes néonataux induit une diminution de I'expression du MCU a l'origine d’altérations
métaboliques (Diaz-Juarez et al., 2016). En effet, la diminution de la [Ca**]m induit une diminution du
AWm, de I'activité de la PDH et du stress oxydant cellulaire. Au contraire, la surexpression du MCU via
un adénovirus sur cardiomyocytes isolés permet de prévenir la diminution de la [Ca**]m, de rétablir les
parametres métaboliques et de diminuer le stress oxydant cellulaire et I'apoptose médiés par
I’hyperglycémie (Diaz-Juarez et al., 2016). En lien avec ces résultats, la O-GIcNAcylation de protéines
mitochondriales en réponse a une hyperglycémie prolongée a été associée a une altération de 'activité
de la CTE, une diminution de la [Ca**]m et du contenu en ATP cellulaire (Hu et al., 2009). Néanmoins,
ces deux derniéres études ont été réalisées sur des cardiomyocytes néonataux, quiescents et incubés
pendant 48h ou plus en hyperglycémie. Ces résultats mériteraient donc d’étre confirmés par des
études sur des modeles plus proches de la physiologie cardiaque.

Ainsi, I'hyperglycémie per se semble étre a I'origine de troubles de I'homéostasie calcique
cardiomyocytaire ; cependant leur implication dans la sensibilité accrue du coeur a I'lIR en condition

d’hyperglycémie n’a jamais été investiguée.

Par ailleurs, considérant le réle majeur des interactions mitochondries-réticulum dans la
surcharge calcique mitochondriale et la sensibilité du cceur a I'IR (voir Chapitre 1/11. 2.b), leur altération
pourrait participer aux effets déléteres de I'hyperglycémie sur la vulnérabilité du coeur a I'IR;
cependant a notre connaissance une seule étude s’est intéressée a I'impact de I'hyperglycémie sur les
interactions mitochondries-réticulum. Ainsi, Wu et al. (2019) ont rapporté sur cardiomyocytes
néonataux, que I'augmentation de I'expression de FUNDC1 (FUN14 domain containing 1) et IP3R2 en
réponse a 48h d’hyperglycémie est associée a une augmentation de l'interaction mitochondrie-
réticulum et a une surcharge calcique mitochondriale (Wu et al., 2019). Par ailleurs, il est intéressant
de noter que plusieurs études ont rapporté une modification des MAMs dans des modeéles animaux
de diabete ; les résultats sont néanmoins controversés. En effet, une réduction de l'interaction IP3R-
VDAC associée a une diminution du transfert de Ca®* entre le réticulum et la mitochondrie a
récemment été observée dans un modele murin de diabéte de type 2 et semble constituer une
caractéristique clé de la cardiomyopathie diabétique (Dia et al., 2020). Au contraire, d’autres études
sur différents types de modéles murins diabétiques rapportent une augmentation des interactions
réticulum-mitochondries et une surcharge calcique mitochondriale (Wu et al., 2019; Zhang et al.,
2023). Ainsi, il apparait que selon le modeéle et la durée de I'induction du diabéte, les interactions entre

le réticulum et les mitochondries pourraient étre impactées de maniere différente.
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c. Altérations de la dynamique mitochondriale

Il a récemment été rapporté que la dysfonction contractile myocardique observée chez les
patients diabétiques de type 2 était associée a une altération de la dynamique mitochondriale
caractérisée par un phénotype mitochondrial majoritairement fragmenté et une diminution de
I’expression de Mfnl (Montaigne et al., 2014). En accord avec ce résultat, de nombreuses études
expérimentales ont observé une augmentation de la fission mitochondriale cardiaque chez des
modeles murins de diabéte de type 1 et 2 (Boudina et al., 2007; Dabkowski et al., 2009; Liang &
Kobayashi, 2016; Wu et al., 2019). De maniére intéressante, I'hyperglycémie per se semble contribuer
aux altérations de la dynamique mitochondriale cardiaque. En effet, plusieurs études sur cellules H9c2
ont rapporté que I'hyperglycémie aigue et/ou prolongée induit une augmentation de la fission
mitochondriale associée a une surproduction d’ERO, une ouverture précoce du mPTP et une
augmentation de I'apoptose cellulaire (Yu et al., 2006, 2008, 2011). L'utilisation d’'un mutant dominant
négatif pour Drpl ou la surexpression inductible de Mfn2 permet de prévenir I'ensemble des
altérations cellulaires induites par I’hyperglycémie (Yu et al., 2006, 2008). Par ailleurs, une
augmentation de la fission mitochondriale a également été observée sur des cardiomyocytes
néonataux en réponse a une hyperglycémie prolongée (Kobayashi et al., 2020; Makino et al., 2011; Wu
et al., 2021). Les effets de I’hyperglycémie sur la dynamique mitochondriale semblent étre expliqués
par des modifications du niveau de la O-GIcNAcylation de protéines impliquées dans la régulation de
la fusion/fission mitochondriale. En effet, Makino et al. (2011) ont rapporté sur cardiomyocytes
néonataux que I"hyperglycémie induit une augmentation de la O-GIcNAcylation de OPA1 associée a
une diminution de son expression (Makino et al., 2011). La surexpression de la GlcNAcase, I'enzyme
permettant de retirer le résidu O-GIcNAc, prévient la O-GIcNAcylation de OPAl et la fission
mitochondriale induite par I'hyperglycémie (Makino et al.,, 2011). En accord avec ce résultat,
I'augmentation de la O-GIcNAcylation de Drpl, suite a une hyperglycémie de 72h, diminue la
phosphorylation de Drpl sur son site inhibiteur S637 favorisant ainsi la fission mitochondriale
(Gawlowski et al., 2012). Ainsi, ces résultats suggérent que la fragmentation mitochondriale participe
a la glucotoxicité cardiaque. Néanmoins, bien que la dynamique mitochondriale soit plus difficile a
observer sur cardiomyocytes adultes, des études sur ce type de modeéle cellulaire plus proche de la

physiologie cardiaque seraient nécessaires afin de confirmer ces résultats.

Pour finir, 'implication de la dynamique mitochondriale dans I'augmentation de la sensibilité
du coeur a I'IR en condition d’hyperglycémie n’a été investiguée que sur des modeles murins de
diabete. Ainsi, il a été rapporté que l'injection de Mdivi-1, inhibiteur de Drpl, sur des souris

diabétiques, prévient la fission mitochondriale et la surproduction d’ERO post-IR et in fine réduit la
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taille d’infarctus (Ding et al., 2017; Maneechote et al., 2020). L'inhibition de la fission mitochondriale
permet également d’améliorer les fonctions mitochondriales et cardiaques suite a I'IR (Ding et al.,
2017; Maneechote et al.,, 2020). Il est intéressant de noter que le Mdivi-1 exerce son effet
cardioprotecteur a la fois lorsqu’il est injecté avant I'ischémie, au cours de I'ischémie ou au début de
la reperfusion (Maneechote et al., 2020). Ainsi, 'altération de la dynamique mitochondriale induite
par le diabéte apparait comme un acteur majeur dans I'augmentation de la sensibilité du coeur a I'lIR ;

néanmoins le role de I’hyperglycémie per se dans ce phénomene reste a investiguer.
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Message a retenir

Au cours des deux derniéres décennies, I’hyperglycémie est apparue comme un facteur
prédictif de la sévérité des lésions d’IR ; cependant les mécanismes cellulaires sous-jacents
sont encore mal compris. La surproduction d’ERO par les NOX et les mitochondries semble
jouer un role majeur dans la glucotoxicité cardiaque et ainsi dans la sensibilité accrue du
coeur a I'IR. De maniere intéressante, dans des modeles cellulaires, les altérations de
I’homéostasie calcique et la fission du réseau mitochondrial ont été proposées comme des
acteurs clés des effets déléteres de I’hyperglycémie. Bien que I'utilisation d’inhibiteur de la
fission mitochondriale soit a I’origine d’une diminution de la sensibilité du cceur a I'IR dans
des modeéles d’animaux diabétiques, le réle de I’hyperglycémie per se dans ce phénomeéne

reste a déterminer et les mécanismes cellulaires sous-jacents a investiguer.
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I. Design expérimental

Toutes les expériences ont été réalisées en conformité avec la directive 2010/63/EU du
parlement européen sur |'utilisation des animaux de laboratoire et approuvées par le comité d’éthique

national N° CEEA-32041 et CEEA-27001.

1. Groupes expérimentaux

Tous les animaux ont été hébergés dans I'animalerie du Laboratoire de Physiologie
Expérimentale Cardiovasculaire (LaPEC, UPR-4278) dans des conditions standards de température et
d’humidité, et exposés a un rythme circadien de 12h de jour/ 12h de nuit. Les animaux ont disposé
d’un accés ad libitum a I’eau et a la nourriture et d’un enrichissement de leur milieu de vie. Dans cette
étude, des rats Wistars males agés de 12 semaines (poids : 250-275g ; Laboratoire Janvier) ont été

utilisés.

Afin d’investiguer les mécanismes cellulaires sous-jacents expliquant I'augmentation de la
sensibilité du cceur a I'IR en condition d’hyperglycémie, I'impact de I'"hyperglycémie a été évaluée in
cellulo, ex vivo et in vivo. Dans les deux premieres conditions, I'hyperglycémie a été réalisée sur coeurs
isolés perfusés et sur cardiomyocytes isolés a partir de rats contrbles. Au contraire, pour les
expérimentations in vivo, les rats ont été répartis aléatoirement en 2 groupes expérimentaux : un
groupe de rats normoglycémiques (NG) qui a recu une injection de tampon citrate (véhicule) et un
groupe de rats hyperglycémiques (HG) qui a recu une injection de streptozotocine (STZ, 40mg/kg,
Sigma Aldrich S0130) par voie intrapéritonéale. La STZ est une drogue qui induit une nécrose spécifique
des cellules B du pancréas, provoquant rapidement une augmentation de la glycémie. Les expériences
ont été réalisées 48h aprés l'injection de STZ afin de tenter de s’affranchir du développement de
facteurs confondants a la cardiomyopathie diabétique et d’étudier uniquement les effets de

I'hyperglycémie per se.

Afin d’évaluer dans un second temps le réle de la voie DRP1 dans la sensibilité du coeur aux
Iésions IR, les rats préalablement traités ou non a la STZ ont regu une injection intrapéritonéale de
DMSO (véhicule) ou de Mdivi-1 (1,2 mg/kg dans du DMSO ; Sigma-Aldrich), un inhibiteur de Drp1, 24

heures et 1 heure avant I'expérimentation.
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2. Organisation des expérimentations

@ — Incellulo

Spectrofluorimétrie et microscopie confocale

45 min NG - Mesure de la production d'ERO
Isolement - Mesure de I'entrée de Ca**dans la mitochondrie
E> cardiomyocytes E> % 45 min HG E> - Analyse des transitoires calciques
Rats Wistar +/- Mdivi-1 - Analyse de l'instabilité du RyR2
+/- Mitotempo

@ — Exvivo

Langendorff et microscopie a fluorescence

30min NG 45 min NG E> - Enregistrement fonction cardiaque
45 min HG

30 min NG - Mesure de la production d'ERO
Spectrofluorimétrie ou biochimie
. - Mesure de la production d'ERO
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Figure 16 : Représentation schématique de I'organisation des expérimentations
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Il. Evaluation des parametres biologiques et physiologiques

1. Expérimentations suite a un protocole d’ischémie-reperfusion cardiaque

Afin d’évaluer I'impact de I'hyperglycémie sur la sensibilité du coeur a I'IR et le réle de la voie
Drpl dans ce phénomene, une IR in vivo a été réalisée sur rats NG et HG traités ou non au Mdivi-1.
Secondairement, la production d’ERO, la fission mitochondriale et les interactions mitochondries-RS
dans les premieres minutes de la reperfusion post-ischémique ont été évalués suite a un protocole

d’IR réalisé sur cceur isolé perfusé de Langendorff.

a. Ischémie-reperfusion in vivo

L’IR in vivo a été réalisée sur des rats NG et HG ayant été traités ou non au Mdivi-1 (1,2 mg/kg)
24 heures et 1 heure avant la procédure. Pour cela, aprés anesthésie gazeuse a l'isoflurane, les rats
ont été placés sur un tapis chauffant permettant de maintenir constante la température corporelle.
Leur glycémie a été mesurée au niveau de la veine caudale a I'aide d’un glucomeétre et seuls les
animaux ayant une glycémie supérieure a 300 mg/dl ont été inclus dans le groupe HG. Une injection
de buprénorphine par voie sous-cutanée (0,1mg/kg) a ensuite été réalisée. Afin de visualiser
I’électrocardiogramme (ECG) des rats pendant toute la durée de I'expérimentation, trois électrodes
ont été collées sur les pattes de I’animal et reliées a un boitier d’acquisition (MP36; Biopac System Inc).
Les rats ont ensuite été intubés par voie endotrachéale et ventilés mécaniquement (fréquence
respiratoire : 60 respirations/min) avec un respirateur a volume cyclique (SAR-830 ; CWE) et enfin une
thoracotomie latérale gauche a été pratiquée afin de visualiser le coeur. Aprés avoir agrandi la zone
d’intérét a I'aide d’un écarteur, le péricarde a été dilacéré permettant d’exposer le myocarde. L'artere
coronaire descendante antérieure gauche a été visualisée puis un fil de soie (5-0 Ethicon) a été passé
en dessous de celle-ci. L’occlusion coronaire a été réalisé a I'aide d’un tube de polyéthyléene, placé a la
surface du myocarde, exergant une pression sur |'artére sous-jacente. L'occlusion coronaire a été
maintenue pendant 30 minutes et validé par une modification du tracé de I'ECG (sus-décalage du
segment ST). Le tube en polyéthyléne a ensuite été retiré afin de permettre la reperfusion de la zone
ischémiée, confirmée par la recoloration du tissu myocardique. Aprés 120 minutes de reperfusion,
I'artére coronaire gauche a de nouveau été ligaturée en utilisant le nceud lache laissé précédemment.
Une solution de bleu Evans 5% a été injectée par la veine jugulaire afin de visualiser la zone a risque
(ZAR). Pendant toute la durée de I'expérimentation, 'ECG a été enregistré et la fréquence cardiaque

et I'intervalle QT (temps entre le début du complexe QRS et la fin de 'onde T) ont été ultérieurement
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mesurés. Le QT corrigé (QTc) a été calculé selon la méthode de Framingham, dans laquelle I'intervalle

QT est ajusté en fonction de la fréquence cardiaque : QTc=QT+0,154 x [1 - RR].

b. Evaluation de la taille d’infarctus

Suite a I'injection du bleu Evans, le myocarde a été prélevé et directement placé sur de la glace
afin de stopper les battements autonomes. Une fois les tissus périphériques et les oreillettes retirés,
le coeur a été conservé 1 heure au congélateur a - 20°C puis sectionné horizontalement en 4 tranches
de I'apex au site d'occlusion (Figure 17). Afin de visualiser dans la ZAR I'aire de la zone infarcie et le
tissu sain, les coupes de coeur ont ensuite été incubées dans du chlorure de triphényltétrazolium (TTC;
1%) pendant 15min, a 37°C, sous agitation. Le TTC est utilisé pour identifier les cellules
métaboliquement actives. En effet, il est réduit par les déshydrogénases cellulaires en 1,3,5-
triphénylformazan, un colorant de couleur rouge, dans les tissus vivants tandis qu’il demeure blanc
dans les tissus nécrosés ou ces enzymes ne sont plus efficaces. Ainsi, la zone blanche représente la
zone infarcie, la zone rouge correspond a la zone ischémiée mais saine (la somme de la zone rouge et
blanche correspond ainsi a la ZAR) tandis que la zone bleue indique le tissu non ischémié. Apres
incubation, les tranches ont été placées dans une solution de formaline 10% pendant 24h, a I'obscurité,
afin de fixer les colorations puis elles ont été photographiées. Pour chaque tranche, la surface du
ventricule gauche (VG), de la ZAR et celle de la zone infarcie ont été mesurées par planimétrie a I'aide
du logiciel d’analyse d’images Image J. Le pourcentage de la taille d’infarctus a été calculée ainsi : Zone
infarcie/ZAR * 100. Afin de vérifer la reproductibilité de la ligature coronaire, le ratio ZAR/VG a été

calculé et comparé entre les différentes conditions.

Zone du VG non ischémiée

Zone Zone ischémiée saine

a risque . .
Zone infarcie

Base » Apex

Figure 17 : Mesure des différentes zones d’intérét sur les coupes de coeur post-IR apres coloration au TTC et au bleu Evans
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c. Ischémie-reperfusion sur coeur isolé-perfusé

Apreés l'injection intraperitonéale d’une dose léthale de pentobarbital sodique (120 mg/kg ; ip,
Doléthal Vetoquinol), les rats ont recu une injection d’héparine sodique (300 Ul.kg™? ; Fisher Scientific),
en intra-veineuse, afin d’éviter la formation de caillots sanguins au moment du prélévement cardiaque.
Apreés arrét respiratoire de I'animal, une thoracotomie est rapidement réalisée et le cceur prélevé puis
placé dans une solution glacée de Krebs-Henseleit (KH ; en mM: 118 NaCl, 11 D-glucose, 25 NaHCOs,
1.25 CaCl,, 4.7 KCl, 1.2 MgS04, and 1.2 KH,PO4; pH 7,4) afin de stopper les contractions cardiaques
spontanées. Apres avoir retiré les tissus périphériques, le cceur a été canulé par I'aorte sur un poste
de cceur isolé de Langendorff puis perfusé de maniére rétrograde, a pression constante (80 mmHg)
avec une solution KH, chauffée a 37 °C et bullée au carbogene (95% O, ; 5% CO,). (Figure 18). Suite a
cela, pour stopper les dépolarisations autonomes cardiaques, les oreillettes ont été retirées et le nceud
auriculo-ventriculaire a été délicatement lésé par compression. Afin d’enregistrer la pression
ventriculaire, un ballonnet en latex rempli d’eau, relié a un capteur de pression (MP36 ; Biopac System
Inc) a été inséré dans le ventricule. Aprées avoir placé les électrodes dans la paroi myocardique, le coeur
a été stimulé électriquement a une fréquence de contraction de 300 battements par minute (3V).
Enfin, le volume du ballonnet a été réglé afin d’obtenir une pression télédiastolique de 5 mmHg. Une
fois cette procédure réalisée, le cceur a été stabilisé pendant 30 minutes dans une solution KH controle
(NG ; 11 mM D-glucose) ou hyperglycémique (HG; 33 mM D-glucose) avant de subir une ischémie
globale pendant 25 minutes correspondant a I'interruption totale de la perfusion cardiaque. Le coeur
a ensuite été reperfusé pendant 10 minutes dans une solution KH NG ou HG puis rapidement prélevé.
Une partie du VG a ensuite été placée dans de I'OCT (Optimal Cutting Temperature) et congelée dans
de I'azote liquide afin de pouvoir évaluer ultérieurement la production d’ERO (voir 11.1.d.) tandis que
I'autre partie a directement été congelé afin d’étre utilisée par la suite pour les expériences de
biochimie (Western Blot, analyse protéomique). Dans certains cas, de fines bandelettes du sous-
endocarde du VG ont été prélevés délicatement puis placés dans un tampon de fixation (2,5% de
glutaraldéhyde/2% de paraformaldéhyde dans un tampon de cacodylate de sodium (0,1 M) afin d’étre
utilisés pour la microscopie électronique (voir partie 11.1.f).

La pression intraventriculaire gauche a été enregistrée pendant toute la durée de la perfusion
et a permis d’évaluer les paramétres fonctionnels cardiaques, tels que la pression systolique (Psys en
mmHg), la pression diastolique (Pdiast en mmHg) et la pression développée (Pdev en mmHg, définie
comme la différence entre la Psyst et la Pdiast). La contracture ischémique ainsi que le pourcentage
de récupération fonctionnelle cardiaque aprés I'IR ont été déterminés (% récupération Pdev = (Pdev

10min Reperfusion/Pdev basale) x 100.
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Figure 18 : Représentation schématique du poste de cceur isolé perfusé de Langendorff

d. Mesure de la production d’ERO post-IR

Suite au protocole d’IR réalisé sur coeur isolé perfusé, une partie toujours similaire du VG (ici
la zone apicale) a été placée dans un moule en aluminium, recouvert d’OCT, puis congelée a |'azote
liguide et conservée a -80°C jusqu’a la réalisation des coupes histologiques. A I'aide d’un
cryomicrotome (LEICA CM1950), des coupes de 8um ont été réalisées, déposées sur des lames puis
immergées dans une solution contenant une sonde fluorescente sensible a I’0O,*, le dihydroéthidium
(DHE ; 10 uM ; excitation : 488 nm ; émission : 610 nm), pendant 5 minutes a 37°C en condition humide.
La DHE émet une fluorescence bleue dans le cytosol mais, une fois oxydée, elle migre vers le noyau
pour s’intercaler dans I’ADN cellulaire ou elle émet une fluorescence rouge. Afin de protéger
I’échantillon de la lumiére et d’éviter I'évaporation de la solution, I'expérimentation a été réalisée dans
I'obscurité en condition humide. Aprés deux ringages au PBS (Phosphate-Buffered Saline) pour
éliminer I'exces de sonde fluorescente, les coupes de cceur ont été recouvertes d’'une lamelle puis
conservées a 4°C, a I’abri de la lumiere, jusqu’a I'observation réalisée le jour méme. Les photos ont été
réalisées a I'aide d’un microscope a fluorescence (EVOS M5000 Invitrogen Thermo Fisher Scientific)

puis traitées avec le logiciel Image J.
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e. Evaluation de la dynamique mitochondriale cardiaque post-IR

i. Microscopie électronique a transmission

Ces expérimentations ont été réalisées en s’appuyant sur les compétences de la plateforme
de microscopie u3A (Avignon Université-INRAE) en collaboration avec I'ingénieur Isabelle Bornard.
Suite a I'IR ex vivo, de fines bandes du sous-endocarde de coeurs NG et HG ont été prélevés
délicatement puis fixés dans 2,5% de glutaraldéhyde/2% de paraformaldéhyde dans un tampon de
cacodylate de sodium (0,1 M) pendant 2 heures a température ambiante, puis a 4 °C pendant la nuit.
Aprés ringage, les échantillons ont été post-fixés dans du tétroxyde d'osmium a 1% pendant 1 heure
puis déshydratés par une série graduelle de bains d'éthanol et inclus dans de la résine. Des coupes
ultrafines de tissus cardiaques ont ensuite été réalisées a I'ultramicrotome (Reichert Ultracut E) avec
un couteau-diamant puis colorées avec de |'acétate d'uranyle et du citrate de plomb. Les images ont

été réalisées au microscope électronique a transmission (TEM Hitachi H7800 ; x 22) en sélectionnant

aléatoirement des zones ou les cardiomyocytes étaient disposés longitudinalement (Figure 19).

)

x22.0k Zoom-1 HC-180.0kV 2022/03/11 10:07
Hitachi H7800

Figure 19 : Mesure de I'aire des mitochondries (jaune) et du rapport longueur/largeur des mitochondries (rouge)
sur des coupes de tissus myocardiques imagées en microscopie électronique a transmission (plateforme u3A)

77



Introduction Revue de littérature Matériels & Méthodes M

La fission mitochondriale post-IR a ensuite été évaluée en mesurant manuellement l'aire des
mitochondries et le rapport longueur/largeur des mitochondries a I'aide du logiciel ImagelJ (Figure 19).
De plus, afin d’évaluer les interactions entre la mitochondrie et le RS post-IR, la distance entre les deux
organites ainsi que la longueur de la zone d’interaction ont été mesurées manuellement a différents
points a l'aide du logiciel ImagelJ (Figure 20). Les mitochondries gonflées dont la structure des crétes
mitochondriales était complétement altérée ont été exclues. Plus de 600 mitochondries provenant 3-
4 coeurs indépendants par condition ont été analysées. Toutes ces mesures ont été réalisées a

I'aveugle.

Figure 20 : Mesure de la distance (fleches noires) entre la mitochondrie (trait bleu) et le réticulum sarcoplasmique
(trait rouge) ainsi que de la longueur de la zone d’interaction (trait noir) sur des coupes de tissus myocardiques
imagées en microscopie électronique a transmission (plateforme u3A)

ii. Western Blot

Suite au protocole d’IR ex vivo, I'expression de protéines impliquées dans la régulation de la
dynamique mitochondriale a été évaluée par Western Blot sur la fraction mitochondriale et
cytosolique d’homogénats de VG issus des coeurs NG et HG. Pour cela, les VG ont été broyés a I'aide
d’un Ultra Turrax (Ultra Turrax T25, IKA Labortechnik) dans 1.2 mL de tampon H (0,3 M Saccharose, 5
mM TES, 0,2 mM EGTA, 1 mg/mL BSA, pH : 7,2 ajusté avec KOH) sur la glace, a 4 °C. L’homogénat
obtenu a ensuite été centrifugé a 1 000 g pendant 10 minutes a 4 °C afin d’éliminer les débris
cellulaires. Le surnageant a été récupéré puis de nouveau centrifugé a 12 000 g pendant 15 minutes a
4 °C afin d’isoler les mitochondries. Le culot, correspondant a la fraction enrichie en mitochondrie a
ensuite été resuspendu dans 300 uL de tampon H tandis que le surnageant correspondant a la fraction
cytosolique a été conservé. Les protéines mitochondriales et cytosoliques ont ensuite été dosées avec
un kit de dosage BCA (Bicinchonidic acid, Pierce BCA Protein Assay Kit ; Thermo Scientific) puis la
concentration a été ajustée a 2mg/mL dans du tampon d’extraction SB (50 mM de Tris-HCl a pH 5,7,

10% de glycérol, 1% de Sodium Dodécyl Sulfate) contenant des inhibiteurs de phosphatases NaOV
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(Fisher Scientific) et de protéases (Sigma Adrich). Afin de suivre la migration des protéines, 2% de bleu
de bromophénol ont été ajouté aux échantillons. Ces derniers ont ensuite été dénaturés suite a I'ajout
de B-mercapto-éthanol (5%) et I'incubation a 95 °C pendant 5 minutes. Les protéines mitochondriales
et cytosoliques ont ensuite été séparées indépendamment par électrophorése sur des gels de
dodécylsulfate de sodium polyacrylamide (SDS-PAGE) a 10%. Les protéines ont ensuite été transférées
électriquement pendant environ 1 heure et 30 minutes sur une membrane de PVDF (polyvinylydéne
difluoride), préalablement activée dans une solution d’éthanol, a I'aide d’un appareil de transfert
(Trans-Blot Turbo ; Bio-rad Laboratories). Les membranes ont ensuite été incubées dans une solution
de blocage, composée de TBS-T (Tris-Buffered Saline, 0,05% de Tween 20, pH 7,5) et de lait (10%) ou
de BSA (3%) selon la protéine étudiée, afin de saturer les sites non spécifiques. Finalement les
membranes ont été incubées 12 heures sous agitation a 4 °C, avec un anticorps primaire, reconnaissant
la protéine d’intérét : DRP1 (anti-mouse ; 1:1000 ; Cell Signaling), DRP1 phosphorylée sur S616 (DRP1P-
S637 ; anti-rabbit; 1:500, Cell Signaling), DRP1 phosphorylée sur S637 (DRP1P-S637 ; anti-rabbit ;
1:1000, Cell Signaling), VDAC1 (anti-mouse ; 1:30000, Cell Signaling) et la glycéraldéhyde-3-phosphate
déshydrogénase (GAPDH ; anti-rabbit ; 1:3000 ; Santa Cruz). Aprés rincages au TBS-T, les membranes
ont été incubées avec un anticorps secondaire spécifique a I'anticorps utilisé, pendant 1 heure a
température ambiante. A nouveau, les membranes ont été rincées au TBS-T, puis immergées dans une
solution d’ECL (Enhanced ChemilLuminescence, ThermoScientific), contenant du luminol, substrat de
I’enzyme HorseRadish Peroxydase (HRP) conjuguée a l’anticorps secondaire pendant 5 minutes.
L'immunodétection a été réalisée a I'aide du systeme de chimiluminescence ECL (VILBER Fusion FX).

Les résultats ont ensuite été analysés grace au logiciel Image J.

iii. Analyse « shotgun » protéomique par nLC-MS/MS

Une analyse protéomique « shotgun » a été réalisée afin d’identifier et de quantifier les
protéines présentes dans les fractions mitochondriales isolées a partir des coeurs ayant subi I'IR en NG
ou HG. L”isolement des mitochondries puis I’extraction et le dosage des protéines mitochondriales ont
été réalisés au LaPEC, tandis que la préparation des échantillons ainsi que I'analyse « shotgun »
protéomique par nano-chromatographie en phase liquide couplée a la spectrométrie de masse en
tandem (LC-MS/MS) ont été réalisés au Laboratoire Innovations technologiques pour la Détection et
le Diagnostic (SPI/LI2D, Palteforme ProGénoMix, CEA Marcoule). Ces expérimentations ont été

réalisées sous la direction de Jean Armengaud (DR CEA) et Béatrice Alpha-Bazin (DR CEA).
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En bref, les mitochondries cardiaques ont été isolées (voir partie Il. 3.a.) a partir des cceurs
perfusés en NG ou HG et soumis a I'IR ex vivo. Aprées les centrifugations différentielles, le culot de
protéines mitochondriales a été remis en suspension dans du tampon HENS (100mM Hepes, 1mM
EDTA, 0,AmM Neocuproine, 1% SDS, 100mM NEM ; pH=6). Ensuite, trois cycles de
congélation/décongélation dans |'azote liquide suivi d’'une agitation vigoureuse au vortex ont été
réalisés afin de rompre les membranes mitochondriales. Les fragments lipidiques non dissous ont été
recueillis par centrifugation a 10 000 g pendant 10 minutes a 4 °C. Le surnageant, contenant les
protéines mitochondriales a été collecté et la concentration en protéines a été déterminée avec un kit
de dosage BCA (Bicinchonidic acid, Pierce® BCA Protein Assay Kit ; Thermo Scientific). Les échantillons
protéiques ont ensuite été dilués a 1,25 pg/ulL dans un tampon d'échantillonnage NH4CO3 50mM/LDS
4X (3/1) et chauffés a 99°C pendant 5 minutes. Pour chaque échantillon, 25 pg de protéines ont été
chargés sur des gels NUPAGE 4-12% Bis-Tris (ThermoFisher scientific) pour une migration
électrophorétique de 6 minutes a 200V dans un tampon MES/SDS 1X. Aprés coloration du gel avec du
« Simply Blue Safestain », chaque bande de polyacrylamide correspondant a I'ensemble du protéome
soluble a été récupérée et traitée pour une digestion a la trypsine dans le gel comme décrit
précédemment (Hartmann et al., 2014, Clair et al. 2012). La nano-chromatographie en phase liquide
couplée a la spectrométrie de masse en tandem (nLC-MS/MS) a ensuite été réalisée au sein de la
Palteforme ProGénoMix, CEA Marcoule par Jean-charles Gaillard sous la supervision de Béatrice Alpha-

Bazin.

Pour finir, les fichiers bruts générés par le spectromeétre de masse Q-Exactive HF ont été
analysés avec le logiciel Proteome Discoverer v1.3 (Thermo Fisher Scientific) afin d’interpréter les
spectres MS/MS. Les listes de pics ont été générées automatiquement avec le filtre d'importation des
données « extract_msn.exe » (Thermo Fisher Scientific) du package Xcalibur FT (version 2.0.7 ; Thermo
Fisher Scientific). Les spectres MS/MS ont été comparés a la base de données des séquences
protéiques de référence de Rattus norvegicus (25 738 entrées protéiques totalisant 15 592 510 résidus
d'acides aminés ; téléchargées a partir de NCBI le 1er novembre 2019) avec le logiciel Mascot Daemon
(version 2.6.1 ; Matrix Science). Toutes les correspondances peptidiques avec un score peptidique
MASCOT inférieur a une valeur p de 0,05 ont été filtrées et attribuées a une protéine selon le principe
de parcimonie. Seules les protéines comportant au moins deux peptides ont été prises en compte dans
I'étude. Les correspondances peptide-spectre ont été comptées pour chaque protéine en vue d'une
guantification sans étiquette (Spectral Counting, spectral counts, SC). L'abondance des protéines entre
les groupes a été comparée avec le test T-Fold (Carvalho et al. 2012) via un test t considérant des

échantillons avec une variance inégale et une répartition bilatérale.
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2. Expérimentations sur cardiomyocytes isolés

Le travail sur cardiomyocytes isolés a permis grace a I'utilisation de sonde fluorescente
spécifique des ERO (DHR123), du Ca?* cytosolique (Fluo-4) et du Ca* mitochondrial (Rhod2) d’évaluer

I'impact de nos conditions expérimentales sur la production d’ERO et I’'homéostasie calcique cellulaire.

a. Isolement de cardiomyocytes

Le protocole d’isolement de cardiomyocytes, basé sur la digestion enzymatique de la matrice
extracellulaire, a été réalisé tel que décrit par Wolska and Solaro, 1996. L'avantage d’utiliser des
cardiomyocytes isolés est de pouvoir travailler sur des cellules ayant conservées le phénotype et la
physiologie cellulaire de I'organe d’origine. Ainsi, le cceur a été hépariné puis prélevé de la méme
maniere que pour le cceur isolé perfusé, puis rincé dans une solution glacée de Krebs-Hepes dépourvue
de Ca? (en mM : 117 NaCl, 5,7 KCl, 4,4 NaHCO3, 1,5 KH2PO4, 1,7 MgCl2, 21 HEPES, 6 glucose, 20
taurine, pH a 7,15). Le cceur a ensuite été canulé de maniere rétrograde sur un systeme de perfusion,
de la méme maniére que lors du montage sur le poste de Langendorff, puis perfusé a 37°C pendant 5
minutes avec la solution de Krebs-Hepes afin de le rincer. Enfin, le cceur a été perfusé pendant environ
20 minutes avec une solution de dissociation composée de Krebs-Hepes et de collagénase de type IV
(0,8 mg/mL, Worthington, SERLABO, Entraigues, France). A la fin de la digestion enzymatique, le VG a
été disséqué, sectionné en petits morceaux et placé dans une solution de Krebs-Hepes contenant de
I’albumine de sérum bovin (BSA, 15 mM) afin de bloquer I’action de la collagénase et du butanédione
monoxine (BDM, 10 mM), un inhibiteur réversible de la myosine ATPase, empéchant ainsi la
contraction des cellules. Les cardiomyocytes ont ensuite été dissociés mécaniquement a I'aide d’une
pipette pasteur puis filtrés afin d’éliminer les tissus non dissociés. La solution de cardiomyocytes isolés
a ensuite été soumise a un processus progressif de « remontée calcique » correspondant a une
succession de bains contenant des concentrations croissantes de Ca** (OmM, 0,3mM, et 1ImM) et des
concentrations de BDM décroissantes (10 mM, 6mM ; OmM). Les cardiomyocytes ont ensuite été
conservés a 37 °C dans la solution @ 1 mM de Ca?* jusqu’aux expérimentations. L’état des cellules a été
visualisé au microscope et leur nombre a été estimé grace a une lame de Malassez. Seuls les isolements
avec un minimum de 150 000 cellules vivantes par mL étaient utilisés dans la suite des

expérimentations. Les cellules sont utilisées dans la journée.
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b. Mesure de la production d’ERO cardiomyocytaire

Les cardiomyocytes isolés au préalable (100 000 cellules/mL) ont été incubés 30 minutes a
37°C dans une solution de Krebs-Hepes a 1mM Ca?" contenant une sonde fluorescente sensible aux
ERO, la dihydrorhodamine 123 (DHR123 ; 5uM ; excitation : 508nm ; emission :529nm ; Fisher
Scientific, Invitrogen). Aprés incubation, les cellules ont été rincées avec du Krebs-Hepes afin d’éliminer
I’excés de sonde fluorescente, puis incubées dans du Krebs-Hepes 1,8mM Ca?* normoglycémique (NG
; 6mM) ou hyperglycémique (HG; 33mM) pendant 45min. Dans certaines conditions, les
cardiomyocytes été également traités, pendant l'incubation, avec un inhibiteur de la fission
mitochondriale, le Mdivi-1 (50uM ; Sigma Aldrich M0199), ou un inhibiteur spécifique de NOX2, le GSK-
2795039 (25uM ; MedChem HY-18950) pendant 30 min a 37°C. Pour finir, certains cardiomyocytes ont
été incubés pendant 45 minutes dans une solution de Krebs-Hepes contenant du L-glucose (11mM D-
glucose + 22 mM L-glucose), utilisé comme contréle osmotique. La production d’ERO par les
cardiomyocytes a été évaluée par spectrofluorimétrie au lecteur microplaque (Thermo Scientific,
Varioskan™ LUX), en condition basale ainsi qu’apres un stress a I’'H,0, (100uM ; Sigma Aldrich) afin de

mimer un stress oxydatif de reperfusion.

c. Mesure de I’entrée de Ca?* dans les mitochondries cardiomyocytaires

Les cardiomyocytes isolés au préalable (100 000 cellules/mL) ont été incubés 30 minutes a
37°Cdans une solution de Krebs-Hepes a 1mM Ca?* contenant une sonde fluorescente sensible au Ca?*
mitochondrial, Rhod2-AM (5 uM ; excitation : 553nm ; emission: 576nm ; Abcam) et 0,02% d'acide
pluronique (Fisher Scientific, Invitrogen), utilisé pour faciliter la solubilisation de la sonde fluorescente.
Apres incubation, les cellules ont été rincées avec du Krebs-Hepes pour éliminer la sonde Rhod-2 libre
puis incubées dans du Krebs-Hepes NG ou HG (1,8mM Ca?) pendant 45min & 37°C. Certains
cardiomyocytes ont été incubés dans une solution de Krebs-Hepes contenant du mannitol (11mM D-
glucose + 22 mM mannitol), utilisé en tant que contréle osmotique. La colocalisation entre le signal
issu de la sonde Rhod-2 et le signal obtenu avec le Mitotracker Green a été vérifiée afin de valider la

localisation mitochondriale de la sonde Rhod-2 (Figure 21).
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Figure 21 : Colocalisation entre la sonde Rhod-2 et le Mitotracker Green

L’entrée de Ca?* dans la mitochondrie a été stimulée par un stress a l'isoprotérénol (1SO, 1uM
; Sigma Aldrich 15627) ou a I’histamine (500uM ; Sigma Aldrich H7250) afin d’induire respectivement
la libération de Ca®* par les RyR2 ou les IP3R. L'entrée de Ca?* dans les mitochondries a également été
mesurée suite a une stimulation par des électrodes de champ (Myopacer, lonoptix). Dans ce cas, les
cardiomyocytes ont été stimulés (19V) a 0,5Hz pendant 30 secondes suivies de 30 secondes a 4 Hz afin
de favoriser I'accumulation de Ca?* dans la matrice mitochondriale (Figure 22). Le FCCP (100uM, Sigma
Aldrich), un puissant découpleur de la phosphorylation oxydative, ou le RU360 (10uM, Sigma Aldrich
557440), inhibiteur du MCU, ont été utilisés pour confirmer que la fluorescence émise par Rhod2 peut
étre utilisée comme un indicateur fiable des changements de Ca%* mitochondrial. Les variations de
fluorescence ont été mesurées par microscopie confocale (LEICA DMI8, objectif x63) en mode line-
scan au sein de la plateforme de microscopie 3A (INRAE-Avignon Université) ou a I'aide d'un lecteur

microplaques (Thermo Scientific, Varioskan™ LUX).
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Figure 22 : Mesure de l'entrée de Ca?* dans la mitochondrie sur cardiomyocytes isolés stimulés électriquement
(électrodes de champ, Myopacer IONOPTIX)

d. Mesure des transitoires calciques et des vagues calciques spontanées

L'imagerie calcique a été réalisée par microscopie confocale au sein de la plateforme de
microscopie 3A (INRAE-Avignon Université). Pour cela, les cardiomyocytes isolés au préalable (100 000
cellules/mL) ont été chargés avec la sonde fluorescente sensible au Ca?* cytosolique, Fluo-4 AM (10
KM, excitation : 494nm ; emission :516nm ; Fisher Scientific Invitrogen) solubilisé dans une solution de
Krebs-Hepes a 1mM Ca?*, pendant 30 min a 37°C, en présence de 0,02% d'acide pluronique. Apreés
incubation, les cellules ont été rincées avec du Krebs-Hepes 1,8mM Ca?* pour éliminer I'excés de sonde
puis incubées dans du Krebs NG ou HG (1,8mM Ca?") pendant 45min a 37°C. Certains cardiomyocytes
ont été incubés pendant 45 minutes dans une solution de Krebs-Hepes contenant du mannitol (11mM
D-glucose + 22 mM mannitol), en tant que contréle osmotique. Les cardiomyocytes ont été traités ou
non avec du Mitotempo (1uM ; Sigma Aldrich SML0737) ou du Mdivi-1 (50uM, Sigma Aldrich) pendant
30 min a 37°C. Afin d’enregistrer les transitoires calciques, les cardiomyocytes ont été stimulés
électriquement (19V ; Myopacer, systéeme lonoptix) a une fréquence de 0.5Hz pendant 30sec, suivi de
30sec a 2Hz. La stimulation électrique a ensuite été interrompue pour enregistrer les vagues calciques
spontanées, utilisées comme un indice de l'instabilité du RyR2 (Figure 23). Un stress a l'isoprotérénol
(1SO) a également été effectué dans certaines conditions. Les enregistrements ont été obtenus grace

a un microscope a fluorescence confocale (LEICA DMI8), en mode line-scan, objectif x63. L'analyse des
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transitoires (amplitude du transitoire et cinétique de recapture du Ca?*, Tau) et des vagues calciques a

ensuite été réalisée a I'aide du logiciel Leica Application Suite X (LASX).

30sec-0,5Hz 30sec-2 Hz 30 sec - Pas de stimulation

BN VL AN

Figure 23 : Enregistrement des transitoires calciques et des vagues calciques spontanées (fléches rouges) sur
cardiomyocytes isolés stimulés électriquement (électrodes de champ, Myopacer IONOPTIX). L’analyse des transitoires
calciques a consisté a mesurer 'amplitude du transitoire (double fleche rouge) et la cinétique de recapture (trait orange).

3. Expérimentations sur mitochondries isolées

Afin d’évaluer I'impact de I'hyperglycémie sur la production d’ERO et I’'homéostasie calcique
mitochondriale, des expérimentations ont été réalisés sur mitochondries isolés a partir de cceurs
perfusés 45 minutes en NG ou HG. Par la suite, le réle de Drpl dans ces mécanismes a été évalué sur

mitochondries cardiaques isolées a partir de rats NG ou HG, traités ou non avec le Mdivi-1.

a. Isolement de mitochondries

Comme décrit précédemment, les mitochondries ont été isolées soit a partir de coeurs isolés
perfusés 45 minutes avec une solution NG ou HG ou a partir de cceurs de rat traités ou non a la STZ
pendant 48h. Pour cela, les VG ont été broyés a I'aide d’un Ultra Turrax (Ultra Turrax T25, IKA
Labortechnik) dans 1.2 mL de tampon H (Saccharose 0,3 M, TES 5 mM, EGTA 0,2 mM, BSA 1 mg/mL,
pH : 7,2 ajusté avec KOH) sur la glace, a 4 °C. L'homogénat obtenu a ensuite été centrifugé a 1 000 g
pendant 10 minutes a 4 °C afin d’éliminer les débris cellulaires. Le surnageant a été récupéré puis de
nouveau centrifugé a 12 000 g pendant 15 minutes a 4 °C afin d’isoler les mitochondries. Le culot,

correspondant a la fraction enrichie en mitochondries a ensuite été resuspendu dans 300 uL de
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tampon H. Les protéines mitochondriales ont ensuite été dosées avec un kit de dosage BCA
(Bicinchonidic acid, Pierce BCA Protein Assay Kit). Les aliquots de mitochondries sont ensuite conservés

dans un bécher placé dans la glace pendant toute la durée des expérimentations.

b. Mesure de la production d’EROmt

Aprés extraction et dosage des protéines mitochondriales, les mitochondries issues des cceurs
perfusés en NG ou HG ont été diluées a 500ug/mL dans un tampon énergisant (tampon E) hypo-
osmotique (en mM : 200 Saccharose, 5 Succinate, 10 MOPS, 0,01 EGTA, 1 H3PO4, pH 7,4 ajusté avec
du KOH) puis incubées a 30 °C pendant 15 min avec du MitoSOX Red, une sonde fluorescente sensible
a la production d’ERO d’origine mitochondriale (5 uM, excitation : 510 nm ; émission: 580 nm ; Fisher
Scientifc, Invitrogen). Ensuite, les mitochondries ont été rincées avec du tampon E afin d’éliminer
I’excés de sonde fluorescente, puis immédiatement transférées dans une microplaque noire puis dans
un lecteur a fluorescence (Thermo Scientific, Varioskan™ LUX). Les mitochondries ont été stimulées
avec du Ca?* (5uM) et de I'Antimycine A (100 uM, Sigma-Aldrich A8674), un inhibiteur du complexe Ill

de la CTE, afin de forcer la production d’EROmt et mimer une condition d’IR.

¢. Mesure de la concentration calcique matricielle

Les mitochondries issues des cceurs perfusés en NG ou HG ont été isolées puis congelées au -
80°C. Le jour de I'expérimentation, les mitochondries ont été remises en suspension dans un tampon
d'isolement sans EGTA (en mM : 300 Saccharose, 5 TES, 1 BSA ; pH 7,4). La concentration en protéines
mitochondriales a ensuite été déterminée avec un kit de dosage BCA (Bicinchonidic acid, Pierce BCA
Protein Assay Kit). Les mitochondries ont été centrifugées pendant 5 minutes a 16 000g. Le culot,
correspondant aux mitochondries a été remis en suspension dans du HCI 0,6N puis homogénéisé et
soniqué pendant 5 minutes afin d’induire la rupture des membranes mitochondriales et la libération
du contenu matriciel. Suite a la sonication, le surnageant a été récupéré et son pH a été ajusté a 7. La
teneur en Ca?* du surnageant a été déterminée par spectrophotométrie a I'aide d'un kit de dosage de
I'ocresolphthaléine complexone (Cayman Chemical No. 701220). Les résultats ont été exprimés en

nanomoles de Ca?* par milligramme de protéines.
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d. Evaluation de la capacité de rétention calcique (CRC) et de la cinétique
d’entrée de Ca?* dans la mitochondrie

La capacité de rétention calcique (CRC) mitochondriale a été mesurée sur des mitochondries
issues de coeurs perfusés en NG ou HG ou sur des mitochondries cardiaques issues de rats traités ou
non a la STZ. Le test de CRC permet de mesurer la quantité de Ca®* que la mitochondrie peut contenir
jusqu’a I'activation irréversible du mPTP. Cette mesure permet d’évaluer la sensibilité de la
mitochondrie a un stress calcique tel qu’observé au cours d’'une IR. Pour cela, les mitochondries diluées
a 500pg/mL dans du tampon E ont été incubées a 25°C avec la sonde fluorescente extra-
mitochondriale, sensible au Ca?*, le Calcium Green 5N (1 uM ; excitation : 507 nm ; émission : 536 nm ;
Invitrogen). Ne diffusant pas a travers les membranes, la fluorescence du Calcium Green est
dépendante de la concentration de Ca%* dans le tampon et permet ainsi indirectement de visualiser le
captage du Ca?*par la mitochondrie. Plus précisément, le protocole consiste a réaliser successivement
des pulses de Ca?* (3 pulses a 1uM puis des pulses a 2,5 ou 5uM) toutes les 2 minutes dans le milieu
contenant les mitochondries. Les mitochondries incorporent alors ce Ca?* jusqu’a atteindre une
concentration maximale de rétention calcique, a laquelle le mPTP s’active de maniere irréversible
entrainant ainsi la libération dans le milieu extra-mitochondrial du Ca* incorporé (Figure 24). Le test
de CRC est réalisé dans une microplagque noire et la fluorescence de la sonde est mesurée par
spectrofluorimétrie (Thermo Scientific, Varioskan™ LUX). Dans certains puits, les mitochondries ont
été traitées avec du Mitotempo (1uM, Sigma Aldrich), un inhibiteur des EROmt, ou de la cyclosporine

A (Csa ; 2uM, Sigma Aldrich), un inhibiteur de I'ouverture du mPTP pour confirmer la fiabilité du test.
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Figure 24 : Evaluation de la capacité de rétention calcique mitochondriale (CRC) sur mitochondries isolées
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Pour finir, la cinétique d'entrée de Ca?* dans les mitochondries a également été évaluée sur
mitochondries isolées incubées avec du Calcium Green-5N mais traitées avec I'inhibiteur du mPTP (Csa,
2uM) et I'inhibiteur du NCX mitochondrial (CGP-37157, 10uM) afin de bloquer la libération de Ca®* par
les mitochondries. L’entrée de Ca?* dans les mitochondries a été mesurée suite a un pulse unique de
Ca?* 4 2,5uM. La fluorescence du Calcium Green 5N a été mesurée tout au long des expériences dans

un lecteur de microplaques (Thermo Scientific, Varioskan™ LUX) (Figure 25)
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Figure 25 : Evaluation de la cinétique d’entrée de Ca®* dans la mitochondrie

4, Analyses statistiques

Les résultats ont été exprimés sous forme de moyenne * I'erreur standard a la moyenne (SEM)
ou de médiane % I'intervalle interquartile pour les diagrammes en violon. Pour la comparaison de deux
groupes expérimentaux, un test t non apparié de Student a été réalisé. Pour la comparaison de 3
groupes ou plus, une analyse de variance (ANOVA) ou une ANOVA en mesures répétées, suivies par le
test de comparaisons multiples de Turkey lorsque les données étaient normalement distribuées
(confirmé par le test de normalité de Shapiro-Wilk). Si nécessaire, des tests non paramétriques ont été
utilisés (test de Mann-Whitney pour deux groupes). Lorsque le risque a est inférieur a 5% les variables
mesurées sont considérées comme statistiquement différentes (p<0,05). Les traitements statistiques

ont été réalisés avec le logiciel GraphPad Prism (8.4.3).
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ABSTRACT

Hyperglycemia increases the heart sensitivity to ischemia-reperfusion (IR), but the underlying cellular
mechanisms remain unclear. Mitochondrial dynamics (the processes that govern mitochondrial
morphology and their interactions with other organelles, such as the reticulum), has emerged as a key
factor in the heart vulnerability to IR. However, it is unknown whether mitochondrial dynamics
contributes to hyperglycemia deleterious effect during IR. We hypothesized that (i) the higher heart
vulnerability to IR in hyperglycemic conditions could be explained by hyperglycemia effect on the
complex interplay between mitochondrial dynamics, Ca2+ homeostasis, and reactive oxygen species
(ROS) production; and (ii) the activation of DRP1, a key regulator of mitochondrial dynamics, could
play a central role. Using transmission electron microscopy and proteomic analysis, we showed that the
interactions between sarcoplasmic reticulum and mitochondria and mitochondrial fission were increased
during IR in isolated rat hearts perfused with a hyperglycemic buffer compared with hearts perfused
with a normoglycemic buffer. In isolated mitochondria and cardiomyocytes, hyperglycemia increased
mitochondrial ROS production and Ca2+ uptake. This was associated with higher RyR2 instability.
These results could contribute to explain the early mPTP activation in mitochondria from isolated hearts
perfused with a hyperglycemic buffer and in hearts from streptozotocin-treated rats (to increase the
blood glucose). DRP1 inhibition by Mdivi-1 before IR induction, normalized Ca2+ homeostasis, ROS
production, mPTP activation, and reduced the heart sensitivity to IR in streptozotocin-treated rats. In
conclusion, hyperglycemia-dependent DRP1 activation results in altered mitochondrial dynamics and
Ca2+ homeostasis that contribute to the higher heart vulnerability to IR.
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INTRODUCTION

Acute myocardial infarction is a leading cause of morbidity and mortality worldwide,
accounting for 16% of all deaths worldwide (1). Timely reperfusion of the ischemic myocardium is
currently the only therapeutic solution to reduce cardiomyocyte death and limit infarct size. However,
blood flow restoration results paradoxically in additional and irreversible cardiac damage (i.e.
reperfusion injuries). Although the molecular mechanisms proposed to explain this phenomenon are still
debated, mitochondria are recognized as key triggers of cell death during acute myocardial infarction.
Indeed, in the first few minutes, reperfusion leads to injuries driven by mitochondria due to excessive
reactive oxygen species (ROS) production and mitochondrial calcium (Ca2+) overload that trigger the
opening of the mitochondrial permeability transition pores (mPTP). Long-lasting pore opening results
in mitochondrial permeability, matrix swelling, membrane rupture and release of cytochrome C and

other pro-apoptotic factors that induce cardiomyocyte death.

In the last decades, the interplay between the mitochondrial network and the sarcoplasmic
reticulum (SR) has emerged as a key element in the vicious circle between Ca2+ overload, ROS
overproduction and mPTP activation during ischemia-reperfusion (IR) (2,3). These two organelles are
tightly associated through very dynamic connections called mitochondria-associated membranes
(MAMs). MAMs are maintained by protein-based tethers, including mitofusins (Mfn). It has been
suggested that Mfn2, located on the endoplasmic reticulum (ER) surface, forms dimers with Mfn1 or
Mfn2 located on the mitochondrial outer membrane, thus forming a bridging complex between these
organelles. MAMs form functional microdomains that have been described as Ca2+ exchange platforms,
notably through the inositol 1,4,5-trisphosphate receptor (IP3R)-glucose-regulated protein 75 (GRP75)-
voltage-dependent anion channel (VDAC) protein complex which plays a crucial role in the regulation
of mitochondrial Ca2+ uptake and homeostasis (4). However, in excitable cells, such as cardiomyocytes,
Ca2+ release from the SR during excitation-contraction coupling (ECC) mainly depends on ryanodine
receptor 2 (RyR2). Recent results showed close apposition between RyR2 clusters and mitochondria
(5), RyR2 localization at MAMs (6), and coupling of RyR2 with VDAC2 (7). These findings suggest
that in cardiomyocytes, RyR2 could be a key mediator of the crosstalk between SR and mitochondria
(8). These results are line with the beat to beat variations of mitochondrial Ca2+ concentration in
cardiomyocytes (9). MAMs are also essential for regulatingthe equilibrium between mitochondrial
fusion and fission. During acute myocardial infarction, excessive mitochondrial fission has been
associated with altered Ca2+ homeostasis (10), ROS overproduction (11), higher mPTP activation and
sensitivity to IR (12). The GTPase dynamin-related protein 1 (DRP1) plays a key role in mitochondrial
fission that occurs at contact sites between SR and mitochondria where DRP1 accumulates. DRP1
oligomerization constricts the outer mitochondrial membrane, leading to mitochondrial division (13,14).

Besides this canonical role, DRP1 role in cellular homeostasis is more complex. A recent study showed
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that DRP1 promotes the ER tubulation around mitochondria independently of its oligomerization,
facilitating the contact between these organelles (15). Moreover, DRP1 might promote mPTP activation
(16) and apoptotic pathways (17) and might regulate mitophagy (18). In line with these complex roles,
the DRP1 inhibitor Mdivi-1 reduces ROS production and cytosolic Ca2+ overload during IR (10),
prevents early mPTP opening (12), and reduces infarct size (12,19). These results strongly support the
idea that DRP1 could play a central role in the complex interplay of mitochondrial dynamics, Ca2+
homeostasis, and ROS production during IR.

In clinical studies, high blood glucose has been associated with poor myocardial infarction
prognosis (20). Indeed, in-hospital mortality and myocardial infarct size are positively correlated with
blood glucose concentration (21), particularly in patients without diabetes compared with patients with
diabetes admitted with similar blood glucose concentrations (22,23). This glucotoxicity has been
confirmed in animal and cellular models (24,25). However, the underlying cellular mechanisms are not
clear. Recent studies reported that hyperglycemia can alter Ca2+ homeostasis in isolated cardiomyocytes
through exacerbated ROS production and RyR2 instability (26). Moreover, in different cell lines,
hyperglycemia has been associated with higher mitochondrial fission (27,28), ROS overproduction, and
early mPTP activation (28,29). DRP1 activation seems to play a key role. Indeed, in H9C2
cardiomyoblasts that express a dominant-negative DRP1 mutant (DRP1-K38A), mitochondrial fission
in response to hyperglycemia is normalized, with a positive effect on ROS production and cells death
(29). To date, it is not known whether DRP1 activation in response to hyperglycemia influences the

complex interplay between mitochondrial Ca2+ homeostasis, ROS production, and cell death during IR.

Here, we determined whether i) hyperglycemia deleterious effect on the complex interplay of
mitochondrial dynamics, Ca2+ homeostasis and ROS production contributed to the higher heart
vulnerability to IR in hyperglycemic conditions, and ii) DRP1 activation in hyperglycemic conditions
could play a central role. Using an integrative approach based on in vivo and ex vivo experiments in
rats, electronic and confocal microscopy, proteomic and biochemical assays, we found that in
hyperglycemic conditions, IR was associated with higher mitochondrial ROS production and
mitochondrial fission and also increased interactions between SR and mitochondria. These changes
could contribute to explain the mitochondrial and cellular Ca2+ homeostasis alterations. We also found
that DRP1 activation in hyperglycemic conditions plays a key role in these alterations and in the higher

heart vulnerability to IR.
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RESULTS
Hyperglycemia-induced mitochondrial ROS production triggers early mPTP activation.

Hyperglycemia is associated with higher heart vulnerability to IR (25,30) that might be partly
triggered by ROS overproduction (24). However, besides oxidative stress, the underlying mechanisms
have been poorly studied. Therefore, we first investigated hyperglycemia effect on isolated rat hearts,
stabilized in normoglycemic (NG) buffer (11mM D-glucose) for 30min, and then perfused with 11mM
D-glucose (NG hearts) or with 33mM D-glucose (hyperglycemic, HG, hearts) for 45min (SI Appendix
Fig. S1A). Hyperglycemia did not affect the left ventricle (LV) contractile function, evaluated by
recording the LV developed pressure (devP) throughout the perfusion period (SI Appendix Fig. S1B).
At the perfusion end, we evaluated ROS production by staining the LV tissue with the ROS-sensitive
dihydroethidium (DHE) dye (10uM). As previously shown (26,31), DHE fluorescence intensity was
increased by 35% in HG hearts compared with NG hearts, indicating higher ROS production (SI
Appendix Fig. S1C). Perfusion of mannitol, used as osmotic control, did not have any effect (SI
Appendix Fig. S1C). Next, we evaluated hyperglycemia effect on the heart functional recovery
following IR. For this, NG and HG hearts were subjected to 25min of global ischemia followed by
10min of reperfusion in NG or HG buffer (Fig.1A). In line with previous studies (30), LV devP recovery
was reduced by 51% in HG hearts compared with NG hearts (Fig. 1B). This lower functional recovery
was associated with higher ROS production measured by DHE staining (+24%) compared with NG
hearts (Fig. 1C). We then evaluated whether hyperglycemia could affect ROS production, measured
with the ROS-sensitive dihydrorhodamine 123 dye (DHR123; 5uM), in freshly isolated cardiomyocytes
(Fig. 1D). After incubation in NG (6mM) or HG (33mM) solution for 45min, we stimulated
cardiomyocytes with hydrogen peroxide (H202; 100uM) to mimic IR-induced oxidative stress. Before
H202 addition, DHR123 fluorescence intensity was comparable between NG and HG cardiomyocytes.
After incubation with H202, DHR123 fluorescence intensity increased in both groups, but significantly
more in HG cardiomyocytes (Fig. 1D), confirming higher ROS production in HG cardiomyocytes in
stress conditions. Conversely, DHR123 fluorescence intensity increase in cardiomyocytes incubated
with L-glucose (osmotic control) was similar to what observed in NG cardiomyocytes (SI Appendix
Fig. S2A). Recently, ROS overproduction by cardiomyocytes in hyperglycemic conditions has been
attributed to NOX2 (26). Therefore, we asked whether GSK-2795039 (25uM), a NOX2-specific
inhibitor, could blunt hyperglycemia deleterious effect in H202-stressed cells. NOX2 inhibition
markedly reduced ROS production in response to H202 in NG and HG cardiomyocytes (SI Appendix
Fig. S2B), although ROS production remained significantly higher in HG cardiomyocytes. These results
suggest that in conditions mimicking IR, another ROS source contributes to hyperglycemia deleterious
effect. Therefore, we used mitochondria isolated from HG and NG hearts (45min perfusion), loaded
with the ROS-sensitive dye MitoSOX-Red and stimulated with antimycin-A (AA; 10uM) to force ROS

95



production through complex 111 inhibition and mimic IR (Fig. 1E). MitoSOX-Red fluorescence intensity
increase was higher in mitochondria isolated from HG hearts than NG hearts (Fig. 1E). Then, we
determined whether hyperglycemia affected the activation of mPTP, a key trigger of heart sensitivity to
IR. For this, we performed calcium retention capacity (CRC) tests, using the extra-mitochondrial Ca2+-
sensitive fluorescent dye Ca2+ Green-5N (1uM) and mitochondria isolated from rats treated or not with
a single dose of streptozotocin (STZ, 40 mg/kg), a drug that induces the necrosis of pancreatic f cells
and the subsequent increase in blood glucose level. In this model, to avoid confounding factors linked
to typel diabetes, we performed the experiments 48h after STZ injection in rats with a blood glucose
level of 594 + 25.9 mg/dl (SI Appendix Fig. S3A). We first confirmed with cyclosporine A (CsA; 2uM),
a potent mPTP inhibitor (32), that our test was designed to evaluate mPTP activation. CsA limited the
progressive increase in Ca2+ Green-5N fluorescence intensity in response to cumulative Ca2+ pulses
(SI Appendix Fig. S3B). Moreover, the increase in Ca2+ Green-5N fluorescence in response to
successive Ca2+ pulses was higher in heart mitochondria form STZ-treated rats (HG) than untreated
rats (NG) (Fig. 1F), suggesting lower mitochondrial CRC in hyperglycemia. To evaluate the implication
of mitochondrial ROS (mtROS) production, we used mitochondria isolated from HG and NG hearts
(45min perfusion) in the presence or not of MitoTEMPO (MitoT; 1uM), an antioxidant targeting the
mitochondria. First, we confirmed that CRC was reduced in mitochondria from HG hearts compared
with mitochondria from NG hearts, suggesting an early mPTP activation (Fig. 1G). Mitochondria from
hearts perfused with mannitol buffer (osmotic control) did not show any change compared with those
from NG hearts (SI Appendix Fig. S3C). Then, we showed that incubation of hearts with MitoT during
perfusion with HG/NG buffer improved significantly the CRC in mitochondria from HG hearts and to
a lesser extent from NG hearts (SI Appendix Fig. S3D). Similarly, pre-treatment of isolated
mitochondria with MitoT before the CRC test completely abolished the difference between
mitochondria isolated from NG and HG hearts (Fig. 1G). Altogether, these results strongly support the
idea that hyperglycemia affects mtROS production with potential deleterious effects on mitochondrial

calcium homeostasis and mPTP activation.

Hyperglycemia during IR exacerbates mitochondrial fission and promotes interactions between

mitochondria and sarcoplasmic reticulum

As alterations of mitochondrial dynamics during acute myocardial infarction trigger mtROS
production and early mPTP opening (11,12), we next investigated hyperglycemia effect on
mitochondrial shape following IR. For this, we performed ex vivo IR on isolated hearts in NG or HG
conditions and prepared tissues for transmission electron microscopy (Fig. 2A). We evaluated
mitochondrial shape after 10min of reperfusion by measuring the mitochondrial area and the aspect ratio

that reflects the length to width ratio and is more independent of mitochondrial swelling. The
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mitochondrial aspect ratio and area (Fig. 2B-D) were significantly decreased in hearts that underwent
IR in HG condition compared with the NG condition. This suggested that hyperglycemia during IR leads
to excessive mitochondrial fission. We next investigated signaling pathways involved in the
mitochondrial dynamics regulation. As mitochondrial fission requires DRP1 activation and
translocation from the cytosol to mitochondria, we measured by western blotting the total DRP1 level
in the cytosolic and mitochondrial fractions obtained from hearts undergoing IR in NG or HG condition
(Fig. 2E-F). Hyperglycemia during IR significantly increased the mitochondrial/cytosolic DRP1 ratio
(Fig. 2G), suggesting that DRP1 translocation to mitochondria was higher following IR in HG hearts.
Moreover, DRP1 phosphorylation on S616 (activation site) was increased in the mitochondrial
subfraction (Fig. 2F-H), without any effect on DRP1 phosphorylation on S637 (inhibitory site) (SI
Appendix Fig. S4A).

Interactions between SR/ER and mitochondria are required for mitochondrial dynamics
regulation (13,33), and DRP1 might act as a key trigger of such interactions (15). Thus, we investigated
whether HG-mediated mitochondrial fission during IR was associated with increased interactions. Using
transmission electron microscopy, we measured the SR-mitochondria distance and the surface of this
interaction (Fig. 21-K). Our results highlighted more contact points between mitochondria and SR in the
HG conditions. To confirm this, we performed a shotgun proteomic analysis using mitochondrial
subfractions from NG and HG hearts undergoing ex vivo IR. Among the proteins that were more
abundant in the mitochondrial subfraction of HG hearts, some proteins were SR-specific and involved
in the regulation of Ca2+ homeostasis (RyR2, PLN) or in SR tubulation (Reep5Dpl) (34,35) (Fig. 2L),
reinforcing the idea that following IR in HG condition, interactions between SR and mitochondria were
promoted. We also found that OST48, a reticulum protein involved in protein N-glycosylation, was
more abundant in the mitochondrial subfraction of HG hearts. Interestingly, N-glycosylation is
implicated in the regulation of ER morphology and dynamics (36). Altogether, these results strongly
support the idea that IR in HG conditions triggers the activation of the DRP1 pathway, which is

associated with higher mitochondrial fission and SR-mitochondrial interactions.

Hyperglycemia alters mitochondrial Ca2+ homeostasis

Mitochondria and SR interactions trigger Ca2+ transfer from the SR to the mitochondria. This
transfer plays a key role in cardiac myocyte excitation-bioenergetic coupling, but can also lead to
mitochondrial Ca2+ overload and subsequent mtROS and mPTP activation (37). Thus, we determined
whether hyperglycemia increases mitochondrial Ca2+ uptake. First, we measured the level of matrix
Ca2+ in mitochondria isolated from NG and HG hearts (45min perfusion). The mitochondrial Ca2+
content was higher in HG than NG mitochondria without reaching statistical significance (Fig. 3A). As

Ca2+ entry in mitochondria is regulated mainly by the mitochondrial Ca2+ uniporter (MCU) complex
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(38,39), we assessed Ca2+ uptake through this complex in mitochondria isolated from NG and HG
hearts using the Ca2+ Green-5N probe (Fig. 3B). To avoid confounding factors due Ca2+ release by
mitochondria through the mitochondrial Na+/Li+/Ca2+ exchanger (NCLX) or mPTP, we performed the
experiments in the presence of CGP37157 (10uM) and CsA (1mM) to inhibit these channels,
respectively. The rate of Ca2+ uptake by mitochondria following a single 2.5uM Ca2+ pulse was higher
in mitochondria isolated from HG than NG hearts (Fig. 3B). Similarly, Ca2+ uptake rate was higher in
mitochondria isolated from hearts of STZ-treated (HG) than untreated rats (NG) (Fig. 3C). In
cardiomyocytes, Ca2+ exchange between SR and mitochondria is mediated through Ca2+ release by
IP3R or through Ca2+ release during the ECC by RyR2. We next measured mitochondrial Ca2+ uptake
in isolated cardiomyocytes loaded with Rhod-2, a mitochondrial Ca2+ sensitive probe. After incubation
in NG or HG buffer for 45min, we incubated cardiomyocytes with histamine (500uM) and isoproterenol
(1SO, 1uM) to stimulate Ca2+ release from the SR through IP3R and RyR2, respectively. Rhod-2
fluorescence intensity was comparable in NG and HG cardiomyocytes after IP3R stimulation by
histamine (Fig. 3D), whereas it was significantly higher in HG cardiomyocytes following incubation
with ISO (Fig. 3E). This suggests a key role of RyR2 in the increased mitochondrial Ca2+ uptake by
HG cardiomyocytes. Next, we evaluated mitochondrial Ca2+ uptake in electrically paced
cardiomyocytes to stimulate ECC and Ca2+ release by RyR2. After 45min incubation in NG or HG
buffer, we paced cardiomyocytes with field electrodes (MyoPacer, lonoptix System) (30s at 0.5Hz
followed by 30s at 4Hz) to stimulate Ca2+ accumulation in mitochondria. We recorded line scan (x-t)
confocal images of Rhod2 fluorescence to evaluate changes in mitochondrial diastolic Ca2+ level (Fig.
3F). First, we confirmed using Ruthenium 360 (Ru360), a potent MCU inhibitor, that Rhod2
fluorescence changes were related to Ca2+ entry in mitochondria through the MCU (Fig. 3F). Then, we
confirmed that mitochondrial Ca2+ uptake was higher in HG than NG cardiomyocytes (Fig. 3F). Indeed,
despite no difference between NG and HG cardiomyocytes during the stimulation at 0.5Hz, Rhod2
fluorescence intensity (F/FO) was increased by 155% in HG cardiomyocytes and by 90% in NG
cardiomyocytes at 4Hz. Perfusion with mannitol gave similar results as with the NG buffer (SI Appendix
Fig. S5A). These results strongly suggest that hyperglycemia increases Ca2+ uptake by mitochondria in

response to stress (i.e. incubation with ISO or high pacing).

Hyperglycemia alters cardiomyocyte calcium homeostasis in response to stress

During IR, alterations of Ca2+ handling leading to cytosolic and mitochondrial Ca2+ overload
play a key role in IR injuries (40). As the ischemic- and reperfusion-induced rigor-type LV contracture
can be used as cytosolic Ca2+ overload index (41), we analyzed hyperglycemia effect on ischemic and
early-reperfusion-induced LV contracture. In isolated hearts undergoing ex vivo IR, the amplitude (Fig.

4A) and increase of LV contracture after 10min of reperfusion (Fig. 4B) were higher in HG than NG
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hearths. This suggests higher Ca2+ overload in HG than NG hearts. Among the factors that may explain
the altered calcium homeostasis, recent studies reported that hyperglycemia promotes RyR2 instability
and subsequent arrhythmogenic SR Ca2+ leak (26,42). As we showed a key role of Ca2+ release through
the RyR2 in mitochondrial Ca2+ increase, we investigated hyperglycemia effect on Ca2+ handling in
isolated cardiomyocytes incubated with HG or NG buffer and loaded with the cytosolic Ca2+ sensitive
dye Fluo-4 (10uM). We recorded line scan (x-t) confocal images of Fluo-4 fluorescence to evaluate
changes in cytosolic Ca2+ level (Fig. 4C,F). In basal conditions (i.e. 0.5Hz), we did not observe any
difference between cardiomyocytes in the Ca2+ transient amplitude and the exponential decay time
constants (Tau) of calcium transients (Fig. 4D-E). After stimulation with ISO (1uM), the Ca2+ transient
amplitude tended to increase similarly in NG-, HG- (Fig. 4D) and mannitol-incubated cardiomyocytes
(S1 Appendix Fig. S6A). I1SO stimulation significantly and similarly decreased Tau in NG-, HG- (Fig.
4E) and mannitol-incubated cardiomyocytes (SI Appendix Fig. S6B). As increasing Ca2+ leak through
the RyR2 could result in spontaneous Ca2+ waves (43), we evaluated the effect of high pacing (2Hz,
30s), in the presence/absence of 1SO, on spontaneous Ca2+ waves (SCaW) (Fig. 4F-G). Following
electrical field pacing (30s at 0.5Hz followed by 30s at 2Hz), we measured SCaW number over 30s
without stimulation. SCaW number was higher in HG than NG cardiomyocytes (Fig. 4G). Following
stimulation with 1ISO, SCaW number increased both in NG and HG cardiomyocytes, but remained higher
in HG than NG (Fig. 4G) and mannitol-incubated cardiomyocytes (SI Appendix Fig. S6C). As
hyperglycemia was associated with higher mtROS in stress situations and mtROS triggers Ca2+ leak
through RyR2 (44), we determined whether MitoT (1puM) influenced SCaW occurrence. In basal
conditions (i.e. without I1SO), MitoT did not affect SCaW occurrence in cardiomyocytes, although
SCaW number was slightly increased in NG cardiomyocytes (Fig. 4G). Following incubation with 1SO,
MitoT had no effect on SCaW number in NG cardiomyocytes, but normalized SCaW number in HG
cardiomyocytes (Fig. 4G), suggesting a key role of mtROS in RyR2 instability in hyperglycemia. These
results strongly support the idea that hyperglycemia is associated with altered Ca2+ homeostasis in

response to stress, with a key role for the exacerbated mtROS production.

Hyperglycemia-induced DRP1 activation triggers mitochondrial ROS overproduction, altered

Ca2+ homeostasis, early mPTP activation, and heart sensitivity to IR

Here, we showed that hyperglycemia is associated with increased mitochondrial fission and
interactions between RS and mitochondria interactions during IR. DRP1 activation could be implicated
in the complex interplay between mtROS and altered calcium homeostasis. Therefore, we investigated
whether DRP1 inhibition with Mdivi-1 (50pM) prevented hyperglycemia deleterious impact. In isolated
cardiomyocytes perfused with HG, Mdivi-1 normalized ROS production following H202 stress to the
level observed in NG cardiomyocytes, but did not have any effect in NG cardiomyocytes (Fig. 5A). We
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next investigated Mdivi-1 effect on cardiomyocyte Ca2+ homeostasis (Fig. 5B). In basal conditions (i.e.
0.5Hz without 1SO), Mdivi-1 had no effect on the Ca2+ transient amplitude (Fig. 5C), on Tau (Fig. 5D),
and on SCaW number (in line with the results obtained with MitoT) in NG and HG cardiomyocytes
(Fig. 5E). Following stimulation with ISO, Mdivi-1 did not influence Ca2+ transient amplitude and Tau
(Fig. 5C-D). Conversely, it normalized SCaW number in HG cardiomyocytes to the level observed in
NG cardiomyocytes on which it did not have any effect (Fig. 5E). Therefore, we next determined
whether Mdivi-1 could modulate mitochondrial Ca2+ homeostasis in STZ-treated rats. Untreated (NG)
and STZ-treated (HG) rats received an intraperitoneal injection of Mdivi-1 (1.2 mg/kg) 24h and 1h
before the experiments. Then, we isolated cardiac mitochondria, as previously described, and measured
Ca2+ uptake in the presence of both CGP37157 and CsA to inhibit Ca2+ release by NCLX and mPTP,
respectively. Mdivi-1 had no effect on Ca2+ uptake by mitochondria from control hearts (NG) (Fig. 5F).
Conversely, DRP1 inhibition reduced Ca2+ uptake in mitochondria from the heart of STZ-treated rats
(HG) (Fig. 5G). Then, we assessed Mdivi-1 effect on mitochondrial CRC in the same animal model.
Unexpectedly, Calcium Green-5N fluorescence intensity strongly increased in response to calcium
pulses in mitochondria from NG rats treated with Mdivi-1 compared with untreated NG animals (Fig.
5H). This suggests a lower mitochondrial CRC when DRP1 is inhibited in NG hearts before
mitochondrial isolation. However, in mitochondria from STZ-treated rats treated with Mdivi-1, the
increase in Calcium Green-5N intensity in response to calcium pulses was significantly reduced (Fig.

5H), suggesting that Ca2+ release was lower and mPTP activation delayed.

As these results suggest a key role of DRP1 in hyperglycemia deleterious effect on the complex
interplay between mtROS and Ca2+ homeostasis, we next assessed the effect of DRP1 inhibition in
STZ-treated and untreated rats following injection of Mdivi-1 at 24h and 1h before in vivo IR. The
procedure was designed to modulate the effect of DRP1 activation during hyperglycemia with only a
moderate effect on its activation in response to IR (Fig. 6A). Before using Mdivi-1, we confirmed that
48h after a single injection of STZ, blood glucose level was increased compared with vehicle (Fig. 6B).
Then, we showed that survival rate during IR was reduced in STZ-treated rats (HG), compared with
untreated rats (NG) (Fig. 6C). We next compared the ECG profiles throughout IR in the animals that
survived during IR. We used the corrected QT interval (QTc) as an index of heart sensitivity to IR.
Before ischemia (baseline), we did not observe any QTc difference between groups (Fig. 6D). Following
90min of reperfusion, the QTc was increased by 10% in HG animals and only by 3% in NG rats (Fig.
6D). We confirmed that HG animals were more sensitive to IR by measuring the infarct size by triphenyl
tetrazolium chloride staining after 2h of reperfusion (Figure 6E-G). These results confirmed (24,25) that
hyperglycemia leads to higher IR injuries. Then, we investigated the effect of Mdivi-1 pre-treatment
(24h and 1h before IR). Mdivi-1 markedly increased the survival during IR in both NG (by 25%) and
HG rats (by 88%). Unexpectedly, Mdivi-1 pre-treatment did not have any protective effect on QTc and
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myocardial infarct size in NG rats (Fig. 6D,G). Conversely, in HG animals, in line with the results
obtained on isolated cardiomyocytes and mitochondria, Mdivi-1 decreased the QTc to the level observed
in NG rats (Fig. 6D) and markedly reduced infarct size (Fig. 6G). These results confirmed that
hyperglycemia-induced DRP1 activation plays a central role in hyperglycemia deleterious effects on
heart sensitivity to IR.

DISCUSSION

Our results support the hypothesis that hyperglycemia-induced DRP1 activation plays a key role
in the higher heart sensitivity to IR. Specifically, we found that hyperglycemia (i) increased mtROS
production and fragmentation as well as interactions between SR and mitochondria during IR. This
could (ii) contribute to alter the complex interplay of mitochondrial dynamics, Ca2+ homeostasis and
ROS production, and (iii) subsequently increase heart sensitivity to IR. Lastly, (iv) the use of Mdivi-1
to inhibit DRP1 allowed normalizing Ca2+ homeostasis, ROS production and reducing heart sensitivity
to IR in the hyperglycemic condition. Collectively, these results provide additional insights to better
understand the mechanisms involved in hyperglycemia deleterious effect on heart sensitivity to IR.

The effect of hyperglycemia, associated with diabetic cardiomyopathy, on mitochondrial Ca2+
homeostasis remains controversial. Recently, it has been reported that in mouse models of type 2
diabetes (high fat diet), reduced Ca2+ transfer from the SR to mitochondria constitutes a key feature of
diabetic cardiomyopathy (45). Similarly, in a mouse model of typel diabetic cardiomyopathy (8 weeks
after STZ treatment), the restoration of MCU expression improves mitochondrial Ca2+ handling and
reduces the heart sensitivity to IR (46). However, in another mouse model of type 1 diabetes (single
injection of a low dose of STZ) and in diabetic Akita mice, hyperglycemia was associated with higher
interactions between SR and mitochondria and mitochondrial Ca2+ overload (47). These results have
been confirmed in other mouse models of diabetes, based on high fat diet and intraperitoneal injection
of STZ (48), and are in line with our results showing that hyperglycemia increased interactions between
SR and mitochondria. These data suggest that in function of the animal model and diabetes duration, the
complex interactions between SR/ER and mitochondria could be differently affected. In our model of
acute hyperglycemia, which allows avoiding other confounding factors associated with diabetes, we
showed that DRP1 activation in response to altered glucose homeostasis could contribute to explain
mitochondrial Ca2+ homeostasis disorders and mtROS production. It is interesting to note that
hyperglycemia, with (49) and without diabetes (29), is associated with DRP1 activation and that its

inhibition reduces IR heart injuries in diabetic animal models (50).
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DRP1 is a key trigger of mitochondrial fission. Its activation is strongly dependent on its
phosphorylation on S616 (activation site), whereas phosphorylation on S637 is inhibitory. Among the
kinases that positively regulates DRP1 activity through phosphorylation on S616, the Ca2+/calmodulin-
dependent kinase Il (CaMKII) is activated in response to ROS (51) and Ca2+ (52). This could also be
true in response to hyperglycemia due to the activation of CaMKII by O-GIcNAcylation (42). High level
of cytosolic Ca2+, in response to hyperglycemia, also can activate the extracellular signal-regulated
kinase 1/2 (ERK1/2) that phosphorylates DRP1 on S616 (53), while the Ca2+-dependent protein
phosphatase calcineurin dephosphorylates DRP1 on S637 (10,54). Both increase DRP1 activation and
mitochondrial fission. Moreover, previous studies showed that the stimulation of mitochondrial Ca2+
uptake with thapsigargin or KCI triggers the reversible fragmentation of the mitochondrial network (55)
and that inhibition of mitochondrial Ca2+ uptake during IR with Ru360 limits mitochondrial
fragmentation (56). These results strongly support the idea that hyperglycemia-induced ROS production
and altered Ca2+ homeostasis trigger DRP1 activation and excessive mitochondrial fission during IR.
However, as in our work DRP1 inhibition also normalized ROS production and Ca2+ homeostasis, we
could hypothesize that a more complex bidirectional interplay between these factors contributes to
explain hyperglycemia deleterious impact. Indeed, changes in mitochondrial dynamics also can alter
mitochondrial and cytosolic Ca2+ homeostasis. Mfn2 knockdown in C2C12 myoblasts to force
mitochondrial fission results in reduced mitochondrial Ca2+ retention capacity (57). However, in this
model, mitochondrial fission is associated with lower mitochondrial Ca2+ uptake, unlike in our
conditions. Therefore, more studies are needed to precisely describe the complex interplay between
mitochondrial dynamics and Ca2+ homeostasis. DRP1 activation and exacerbated mitochondrial fission
trigger mtROS overproduction (61). Similarly, in H9C2 cells, increased ROS production in
hyperglycemic conditions requires DRP1-dependent mitochondrial fragmentation (29). Altogether,
these results are in line with the scientific literature showing complex interplays between mitochondrial
dynamics and changes in Ca2+ and ROS homeostasis. It is now important to determine whether
mitochondrial fission is a key trigger of altered mitochondrial function or a consequence of altered

mitochondrial Ca2+ and ROS homeostasis.

Our results could also be linked to the non-canonical roles of DRP1. Indeed, besides its role in
mitochondrial fission, DRP1 also facilitates interactions between mitochondria and SR/ER (15),
promotes mPTP activation (16), apoptotic pathways (17) and regulates mitophagy (18). A recent study
suggested a potential role of DRP1 in interactions between mitochondria and ER by showing that DRP1
can shape the ER into tubules independently of GTP hydrolysis, facilitating contacts between organelles
(15). Moreover, in cardiomyocytes, DRP1 is observed in MAMSs where it colocalizes with RyR2 (18),
which are induced in response to metabolic stress caused by high fat diet. Here, we found in response

to hyperglycemia, more interactions between SR and mitochondria and higher expression of proteins
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involved in the regulation of SR/ER tubulation (Reep5Dpl and OST48). These results suggest that
hyperglycemia stimulates SR remodeling during IR, promoting interactions with mitochondria. We
could hypothesize that in response to hyperglycemia, DRP1 contributes to promote SR tubulation
around mitochondria, thus increasing MAM number and surface and the subsequent mitochondrial
division. This hypothesis is supported by the higher Ca2+ exchange between SR and mitochondria.
Indeed, MAMs are Ca2+ exchange platforms that play a crucial role in the regulation of mitochondrial
Ca2+ uptake. MAMs also contribute to ROS exchange (58). In our conditions, RyR2 appears as a good
candidate to explain higher Ca2+ exchange from SR to mitochondria and mitochondrial Ca2+ overload.
Indeed, RyR2, which is involved in the regulation of Ca2+ transients during ECC, was more abundant
in the mitochondrial subfractions obtained from HG hearts undergoing IR. Moreover, although the
stimulation of Ca2+ release from SR by IP3Rs had no effect on mitochondrial Ca2+ uptake, we found
that both 1SO and high pacing, known to stimulate the release of Ca2+ through RyR2, resulted in higher
mitochondrial Ca2+ uptake in HG than NG cardiomyocytes. It has been suggested that RyR2 instability
plays a key role in the increased Ca2+ uptake by mitochondria. For instance, higher level of Ca2+ sparks,
a sign of RyR2 diastolic Ca2+ leak, has been observed in cardiomyocytes isolated from STZ-treated
animals, and their levels was further increased following high glucose treatment (59) and in
cardiomyocytes studied in hyperglycemic conditions (26). Here, we confirmed that hyperglycemia
increases RyR2 instability that was exacerbated by stimulation with 1SO. In conditions of exacerbated
ROS production, RyR2 oxidation has been associated with higher RyR2 Ca2+ leak (44). In line, we
showed that incubation with MitoT, to target mtROS production, can normalize SCaW number, used as
an index of RyR2 instability. These results are in agreement with previous studies showing that in
isolated cardiomyocytes, mtROS scavenging with MitoT reduces caffeine-mediated SR Ca2+ leak and
that Ca2+ leak through the RyR2 leads to mtROS production and RyR2 oxidation (44), supporting a
bidirectional crosstalk between SR and mitochondria. Such close contacts between mitochondria and
SR could constitute an adaptive process to ensure the heart bioenergetic metabolic response (60) where
RyR2 can play a key role (61). However, in some conditions, including IR, this promotes mitochondrial
Ca2+ overload and mPTP activation (62). In agreement, disrupting the interactions between SR/ER and
mitochondria during hypoxia-reoxygenation attenuates mitochondrial Ca2+ overload and protects
cardiomyocytes (63). To the best of our knowledge, our study is the first to propose that DRP1 activation
in response to hyperglycemia could exacerbate this crosstalk. Future studies should investigate the effect

of DRP1 activation on the functional and structural interactions between SR and mitochondria.

Overall, our findings strongly suggest that hyperglycemia increases the interactions between SR
and mitochondria and that this could trigger a complex interplay between altered mitochondrial Ca2+
homeostasis and mtROS production. This seems to play an important role in the early mPTP activation

and in the higher heart sensitivity to IR in hyperglycemic conditions (Fig. 7). These results provide
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additional insights to better understand hyperglycemia deleterious impact on IR injuries and highlight
DRP1 activation as a potential key target. More studies are needed to better understand how
hyperglycemia can stimulate both the canonical and non-canonical DRP1 pathways to increase the heart
sensitivity to IR.

MATERIALS AND METHODS
Materials and methods are described in details in the SI Appendix, SI Materials and Methods.

All animal experiments were performed following protocols approved by the French national ethics
committee for animal care (N° CEEA-32041 and CEEA-27001) and adhere to the guidelines of the
European Parliament Directive 2010/63/EU.

Animal models

For in vivo experiments, male Wistar rats (12-week-old; weight=250-275 g, Janvier, France) were
randomly distributed in two groups: normoglycemic group (NG) that received an injection of vehicle
(citrate buffer) and hyperglycemic group (HG) that received a single injection of STZ (40mg/kg, Sigma
Aldrich S0130) intraperitoneally. Two days after STZ injection, blood glucose levels were measured to

confirm the hyperglycemic state.

In vivo ischemia-reperfusion

In vivo IR was performed as previously described (64). Briefly, after anesthesia, rats received an
injection of buprenorphine subcutaneously (0,1mg/kg) and then, they were endotracheally intubated and
mechanically ventilated. A thoracotomy was performed to expose the left anterior descending coronary
artery that was ligated with a 5-0 silk suture for 30min, followed by 120min of reperfusion. The ECG
signal was recorded with electrodes placed on the skin surface. After reperfusion, myocardial infarct

size was determined by triphenyl tetrazolium staining (0.1%).

Data and Materials availability.

All mass spectrometry proteomics data have been deposited to the ProteomeXchange Consortium via
the PRIDE partner repository with the dataset identifiers PXD044927 and 10.6019/PXD044927.
[Reviewers can access this private dataset using reviewer_pxd044927@ebi.ac.uk as Username, and
Xd6SX9EG as Password]. Full data are available from the corresponding authors upon reasonable

request.
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Figure 1: Effect of hyperglycemia on ROS production and mitochondrial calcium retention
capacity. (A) Schematic illustration of the experimental protocol and representative traces of left
ventricular (LV) pressure recording during IR on hearts perfused in normoglycemic (NG; 11mM) or
hyperglycemic (HG; 33mM) buffer. Stabilization (30 min) in NG or HG buffer was followed by global
no-flow ischemia (25 min) and reperfusion in NG or HG buffer (10 min). (B) LV developed pressure
(devP) recovery at 10 min post-IR (n= 9 NG hearts, n= 6 HG hearts; *p <0.05 NG vs. HG; non-
parametric t-test). Values were normalized to the baseline level. (C) Evaluation of ROS production by
staining heart tissue sections with DHE (10puM) following 10 min of IR (n= 3 hearts/group; *p <0.05
NG vs. HG; non-parametric Mann-Whitney test). (D) Cardiomyocytes isolated from 5 hearts/group were
loaded with the ROS-sensitive fluorescent DHR123 probe (5uM) and then incubated in NG (6mM) or
HG (33mM) buffer. Fluorescence intensity was measured every 10s and normalized to the baseline
fluorescence (F/F0). Cardiomyocytes were stimulated with H>O, (100uM) to mimic IR-induced
oxidative stress (*p <0.05 NG vs. HG; repeated two-way ANOVA). (E) Mitochondria were isolated
from hearts perfused in NG (11mM) or HG (33mM) buffer for 45 min (6 hearts/group) and were loaded
with MitoSOX Red (5uM), a dye sensitive to mitochondrial ROS. Fluorescence was measured every
10s and normalized to the baseline fluorescence (F/F0). Mitochondria were stimulated with antimycin
A (AA; 100uM), a mitochondrial electron transport chain complex I11 blocker, to force ROS production
(*p <0.05 NG vs. HG; repeated two-way ANOVA). (F) Ca?* retention capacity (CRC) test in
mitochondria isolated from the heart of NG rats (n = 20 experiments with 5 hearts) and HG rats (STZ;
40mg/kg) (n=32 experiments with 8 hearts). CRC was monitored using the Ca?* Green-5N probe (1uM).
Each peak corresponds to Ca?" addition (3 CaCl, pulses at 1uM followed by pulses at 2.5uM;
concentration changes are represented by black arrows). Fluorescence level was measured every 10s
and normalized to the baseline fluorescence (F/F0). (G) CRC test in mitochondria isolated from hearts
perfused with NG (11mM) or HG (33mM) buffer for 45min (23 experiments with 5 NG hearts; 19
experiments with 4 HG hearts). During CRC testing, mitochondria were incubated or not with
MitoTEMPO (MitoT; 1uM; 9 experiments with 3 NG hearts; 12 experiments with 3 HG hearts).
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Figure 2: Effect of hyperglycemia during IR on mitochondrial fission and interactions between
mitochondria and sarcoplasmic reticulum. (A) Schematic illustration of the experimental protocol.
Hearts were stabilized in NG (11mM) or HG (33mM) buffer for 30 min, using a Langendorff apparatus.
This was followed by global no-flow ischemia for 25min and reperfusion in NG or HG buffer for 10min.
Heart tissues were used after 10min of reperfusion. (B) Representative transmission electron microscopy
images of NG- and HG-perfused heart tissue sections. Yellow mitochondria correspond to fragmented
mitochondria. Quantification of the mitochondrial aspect ratio (C) and area (D) of NG and HG
mitochondria (n~ 600 mitochondria from 4 hearts/group; *p <0.05 NG vs. HG; non-parametric t-test).
(E-F) Representative western blots of total DRP1 and GAPDH expression in cytosolic fractions (E) and
of phosphorylated DRP1 (DRP1S616), total DRP1 (DRP1) and VDAC1 (VDAC) levels in
mitochondrial subfractions (F) of NG- and HG-perfused hearts after IR. (G) Mitochondrial DRP1
(relative to VDACY1) to cytosolic DRP1 (relative to GAPDH) ratio in NG- (n=4 in duplicate) and HG-
perfused hearts (n=5 in duplicate) after IR (*p <0.05 NG vs. HG; parametric t-test). (H) DRP1
phosphorylated on S616 (relative to total DRP1) in mitochondrial subfractions from NG- (n=6 in
duplicate) and HG-perfused (n=7 in duplicate) hearts. Protein levels were expressed relative to VDAC1
(*p <0.05 NG vs. HG; parametric t-test). (1) Representative transmission electron microscopy images of
interactions between mitochondria and sarcoplasmic reticulum (SR) in NG- and HG-perfused hearts
after 10min of reperfusion. Black arrows: distance between mitochondria (blue line) and SR (red line).
Black line: length of the interaction between a mitochondrion and SR. Quantification of the
mitochondrion-SR distance (J) and interactions (K) in NG- and HG-perfused hearts after IR (n~=400-
500 measurements from N=4 hearts/group; *p <0.05 NG vs. HG; non-parametric t-test). (L) Volcano
plot showing the -log 10 p value vs. the log2 expression levels of individual proteins in mitochondrial
subfractions obtained from NG- and HG-perfused hearts after IR. Red dots: SR proteins; black dots:
mitochondrial proteins; gray dots: non-mitochondrial proteins; blue squares: cut-offs of fold change
>1.4, p<0.05.
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Figure 3: Effect of hyperglycemia on mitochondrial calcium uptake. (A) Quantification of
mitochondrial Ca?* content using the o-Cresolphthalein-Complexone method in mitochondria isolated
from NG- (11mM) and HG- (33mM)-perfused hearts (n=3 NG hearts; n=4 HG hearts, in triplicate; *p
<0.05 NG vs. HG; parametric t-test). (B) Mean traces of mitochondrial Ca?* uptake by isolated
mitochondria, using Ca?* Green-5N (1uM) as an extra-mitochondrial Ca?* indicator. Mitochondrial Ca?*
uptake was induced by adding 2.5uM of CaCl, to mitochondria isolated from NG- or HG-perfused hearts
(n= 12 experiments with 3 hearts/group). Fluorescence was measured every 7s and normalized to the
peak fluorescence (F/Fpeak) (*p <0.05 NG vs. HG; repeated two-way ANOVA). (C) Mean traces of
mitochondrial Ca?" uptake by mitochondria isolated from control rat hearts (NG; n= 35 experiments
with 7 independent rats) and STZ-treated (HG) rat hearts (STZ; 40mg/kg; n = 45 experiments with 9
independent rats). Mitochondrial Ca?* uptake was induced by adding 2.5uM of CaCl, to mitochondria.
Fluorescence was measured every 10s and normalized to the peak fluorescence (F/Fpeak) (*p <0.05 NG
vs. HG; repeated two-way ANOVA). (D) Left panel, mean traces of mitochondrial Ca** measured in
isolated cardiomyocytes incubated in NG (6mM) or HG (33mM) buffer, using Rhod-2 (5uM) as
mitochondrial Ca?* sensitive probe. Ca?* release by the SR was stimulated with histamine (500uM).
Right panel, quantification of histamine effect on mitochondrial Ca?* level change from baseline (F/F0).
(E) Left panel, mean traces of mitochondrial Ca?* measured in isolated cardiomyocytes incubated in NG
(6mM) or HG (33mM) buffer, using Rhod-2 (5uM) as mitochondrial Ca2* sensitive probe. Ca?* release
by the SR was stimulated with isoproterenol (ISO; 1uM). Right panel, quantification of 1SO effect on
mitochondrial Ca?* level changes relative to baseline (FO) (*p <0.05 NG vs. HG; parametric t-test). (F)
Confocal images of rat cardiomyocytes, loaded with Rhod-2 (5uM) and incubated in NG (6mM) or HG
(33mM) buffer for 45 min. Cardiomyocytes were paced (19V) at 0.5Hz (30sec) and 4Hz (30sec) to
stimulate excitation-contraction coupling and mitochondrial accumulation of Ca?*. Fluorescence was
measured every Ss for 60s and was normalized to the baseline value (FO) (n=23-28 cells per condition
from N=3 hearts). Some cardiomyocytes were incubated with Ru360 (10uM), a MCU inhibitor (*p<0.05
NG vs. HG; repeated two-way ANOVA).
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Figure 4: Hyperglycemia effect on calcium homeostasis in response to stress. (A) Maximum
ischemic and (B) early-reperfusion LV contracture (10min reperfusion vs. baseline) in isolated hearts
undergoing IR in NG (11mM) or HG (33mM) conditions (n= 8 NG hearts; n= 6 HG hearts; *p <0.05
NG vs. HG; parametric t-test). (C) Representative trace of a Ca?* transient obtained in paced (0.5Hz,
lonoptix System) isolated cardiomyocytes loaded with the Fluo-4 Ca?* sensitive dye (10uM). (D)
Amplitude of Ca?* transients measured in isolated cardiomyocytes pre-incubated in NG (6mM) or HG
(33mM) buffer, paced at 0.5 Hz for 30s, and stimulated or not with ISO (1uM) (n=20-30 cells/condition
from 4 hearts). (E) Ca?* transient exponential decay time (Tau) measured in isolated cardiomyocytes
incubated in NG (6mM) or HG (33mM) buffer for 45min, paced at 0.5 Hz for 30s and stimulated or not
with ISO (1uM) (n=20-30 cells/condition from 4 hearts; #p <0.05 ISO effect; repeated two-way
ANOVA). (F) Representative confocal line scans obtained in isolated cardiomyocytes loaded with the
intracellular Ca2* sensitive dye Fluo-4 AM (10uM) and incubated in NG (6mM) or HG (33mM) buffer
for 45min before analysis. Cardiomyocytes were pre-incubated or not with MitoTEMPO (1uM) for
30min and stimulated or not with ISO (1uM). Cells were paced at 0.5Hz for 30s followed by 30s at 2Hz
(19V). The stimulation was then stopped to record spontaneous Ca?* waves (SCaWw) for 30s. (G) SCaw
number over 30s in the conditions previously described (n=15-30 cells/condition from 3-6 hearts; *p
<0.05 NG vs. HG, £p <0.05 MitoT effect; repeated two-way ANOVA).
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Figure 5: Effect of the DRP1 inhibitor Mdivi-1 on hyperglycemia-induced alterations of ROS
production, calcium homeostasis, and mPTP opening in cardiomyocytes. (A) Cardiomyocytes
isolated from 4 hearts/group were loaded with the ROS-sensitive fluorescent probe dihydro-rhodamine
123 (DHR123; 5uM) and then incubated or not with Mdivi-1 (50uM, 30min), in NG (6mM) or HG
(33mM) buffer, for 45min. Cells were stimulated with H20, (100uM) to mimic IR-induced oxidative
stress. Fluorescence was measured every 10s and normalized to baseline fluorescence (F/F0) (*p <0.05
NG vs. HG; repeated two-way ANOVA). (B) Representative confocal line scan recording of Ca?*
transients and spontaneous Ca?* waves obtained in isolated cardiomyocytes loaded with the intracellular
Ca?* indicator Fluo-4 AM (10uM) and incubated in NG (6mM) or HG (33mM) buffer for 45min.
Cardiomyocytes were paced at 0.5Hz (30s) and 2Hz (30s). The stimulation was then stopped to record
SCaW for 30s. Cardiomyocytes were pre-incubated or not with Mdivi-1 (50uM) for 30min and
stimulated or not with ISO (1uM). Quantification of the amplitude of Ca?* transients (C), exponential
decay time (Tau) (D) and number of SCaW (E) in isolated cardiomyocytes (n=15-30 cells/condition
from 3-6 hearts; *p <0.05 NG vs. HG, $p <0.05 Mdivi-1 effect; repeated two-way ANOVA). (F-G),
Mean traces of Ca?* uptake by mitochondria isolated from NG rat hearts (n= 35 experiments from N=7
hearts) or STZ-treated rat (NG) hearts (STZ; 40mg/kg; n= 45 experiments from N=9 hearts), treated or
not with Mdivi-1, 24h and 1h before the experiment (NG Mdivi-1: n=19 experiments from N=4 hearts.
HG Mdivi-1: n=20 experiments from N=3 hearts). Mitochondrial Ca?* uptake was stimulated by a single
CaCl; pulse (2.5 uM) in isolated mitochondria in the presence of Ca?* Green-5N (1uM). Fluorescence
was measured every 7s and normalized to the peak fluorescence. (H) Mean CRC traces in mitochondria
isolated from NG rats (n=20 experiments from N=5 hearts) or STZ-treated rats (HG; n=32 experiments
from 8 hearts), treated or not with Mdivi-1 (50uM) (NG Mdivi-1: n=16 experiments from N= 4 hearts;
HG Mdivi-1: n=12 experiments from N=3 hearts). CRC was monitored using the Ca?* Green-5N probe
(1uM). Each peak corresponds to Ca?* addition (3 CaCl, pulses at 1uM followed by pulses at 2.5uM;
changes in concentration are represented by black arrows).
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Figure 6: Effect of the DRP1 inhibitor Midiv-1 on the hyperglycemia-induced heart sensitivity to
IR. (A) Control rats (NG) and STZ-treated rats (HG) were treated or not with Mdivi-1 (1.2mg/kg;
intraperitoneal injection), 24h and 1h before in vivo IR (30min of ischemia followed by 2h of
reperfusion). (B) Bood glucose levels before IR (N=4-6 rats/group; *p <0.05 NG vs. HG; two-way
ANOVA). (C) Animal survival rate (no cardiac arrest before the reperfusion end) during IR (N=4-6
rats/group). (D) Left panel, representative ECG recording before ischemia (baseline), after 30min of
ischemia (coronary artery ligation), and after reperfusion (1h30) in NG and HG rats pre-treated or not
with Mdivi-1 (1.2mg/kg; intraperitoneal injection) 24h and 1h before coronary artery ligation. Right
panel, QTc values recorded at baseline and after 1h30 reperfusion (4-6 rats/group; *p <0.05 NG vs. HG
post-IR; repeated two-way ANOVA). (E) Representative transverse sections of triphenyl tetrazolium
chloride-stained hearts from NG or HG rats treated or not with Mdivi-1 (1.2mg/kg). The deep red visible
area represents the area at risk (AAR), the white area is the infarcted area, and the blue area indicates
non-ischemic tissue. (F) AAR percentage, calculated as the AAR to LV size ratio, in each group (N=4-
6 hearts/group). (G) Percentage of infarct size, calculated as the infarcted area to the AAR ratio in each
group (n=4-6 rats/group; $p <0.05 Mdivi-1 effect; two-way ANOVA).
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Figure 7: Hyperglycemia-induced DRP1 activation plays a central role in the deleterious impact
of hyperglycemia on the heart sensitivity to IR. Hyperglycemia increases the interactions between
sarcoplasmic reticulum and mitochondria, leading to excessive mitochondrial fission. The proximity of
these two organelles promotes mitochondrial Ca?* uptake and triggers the complex interplay between
mitochondrial ROS production and RyR2 Ca?* leak. Finally, this vicious circle can constitute a key
trigger of the long-lasting mPTP opening and IR injuries in hyperglycemia. DRP1, through its canonical
role in mitochondrial fission or its non-canonical role in the interactions between sarcoplasmic reticulum
and mitochondria, seems to be a key trigger of the vicious circle between mitochondrial ROS
overproduction and Ca?" homeostasis alterations. These results suggest that DRP1 plays a key role in
the higher heart sensitivity to IR injuries. Therefore, its inhibition could be a potential therapeutic target
to limit the deleterious impact of hyperglycemia in patients with acute myocardial infarction.
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SUPPLEMENTAL MATERIALS

Animal model

All animal experiments were performed according to the European Parliament Directive 2010/63/EU
and were approved by the local ethics committee (N° CEEA-32041 and CEEA-27001).

For in vivo experiments, male Wistar rats (12-week-old; weight=250-275 g, Janvier, France) were
randomly distributed in two groups: normoglycemic group (NG) that received an injection of vehicle
(citrate buffer), and hyperglycemic group (HG) that received a single injection of streptozotocin (STZ,
40mg/kg, Sigma Aldrich S0130) intraperitoneally. Two days after injection, blood glucose levels were

measured and the experiments were performed.

Invivo IR

In vivo IR was performed as previously described (1). To evaluate the role of the DRP1 pathway in
heart sensitivity to IR injuries, NG and HG rats received one intraperitoneal injection of vehicle (DMSO)
or Mdivi-1 (1.2 mg/kg in DMSO; Sigma-Aldrich M0199) 24h and 1h before ligation of the left anterior
descending (LAD) coronary artery. Briefly, after anesthesia, NG and HG rats received an injection of
buprenorphine subcutaneously (0.1mg/kg), were endotracheally intubated and mechanically ventilated
(respiratory rate of 60 breaths/min by volume cycled mechanical ventilation). Then, a thoracotomy was
performed to expose the LAD coronary artery that was subsequently ligated with a 5-0 silk suture for
30min, followed by 120min of reperfusion. The ECG signal was recorded with electrodes placed on the
skin surface. Heart rate and QT intervals were measured at baseline and after 1h30 of reperfusion. The
corrected QT (QTc) was calculated according to the Framingham Heart Study method in which the QT
interval is adjusted to the heart rate: QTc=QT+0.154 x [1 — RR]. After reperfusion, the ligation was
undone and 2.5ml of 5% Evan’s blue dye was injected through the jugular vein to visualize the area at
risk (AAR) in the left ventricle. The heart was stored in the freezer at — 20°C for 1h and was then cut
horizontally in five slices from the apex to the occlusion site. Myocardial infarct size was determined
by triphenyl tetrazolium chloride staining (TTC; 0.1%). The red visible area represents the AAR, the
white color is the infarct area, and the blue area indicates non-ischemic tissue. The infarct size and AAR

were measured in a blinded manner using the ImageJ software.

Isolated perfused hearts

Isolated heart perfusion was performed as previously described (2). Briefly, hearts were excised quickly,
placed in ice-cold Krebs-Henseleit buffer (KH; 118 mM NaCl, 11 mM D-glucose, 25 mM NaHCO3,
1.25 mM CaCl2, 4.7 mM KCI, 1.2 mM MgS04, and 1.2 mM KH2PO4; pH 7.4) and perfused
retrogradely using a Langendorff apparatus at constant perfusion pressure (80mmHg). Hearts were
paced at 300 beats/min (Low voltage stimulator, BSL MP35 SS58L., 3V) and a non-compliant balloon
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was inserted into the left ventricle (LV) to monitor the LV pressure. Hearts were stabilized for 30min in
normoglycemic (NG;11mM D-glucose) KH buffer and then perfused in NG, hyperglycemic (HG;
33mM D-glucose), or mannitol (Man; 22mM mannitol + 11 mM D-glucose) KH buffer for 45min.

For experiments using isolated mitochondria, hearts were directly perfused in NG, HG or Man KH
buffer for 45min.

IR in isolated hearts was performed on a Langendorff apparatus as previously described (3). Briefly,
after stabilization in NG (11mM) or HG (33mM) KH buffer, isolated rat hearts underwent global
ischemia for 25min, followed by 10min of reperfusion in NG or HG KH buffer. The LV pressure was
recorded (MP36R, BioPac System Inc) during the entire perfusion and the cardiac functional recovery
following IR was determined. Heart tissues were collected and flash-frozen in liquid nitrogen for
biochemical experiments (western blotting, proteomic approaches), histological fluorescence staining,
or fixed in 2.5% glutaraldehyde/2% paraformaldehyde in sodium cacodylate buffer (0.1M) for

transmission electron microscopy analysis.

Isolated cardiomyocytes

LV cardiomyocytes were isolated as previously described (4). Briefly, the heart was rapidly excised,
rinsed in ice-cold Hanks—HEPES buffer (117 mM NacCl, 5.7 mM KCI, 4.4 mM NaHCO3, 1.5 mM
KH2PO4, 1.7 mM MgCI2, 21 mM HEPES, 6 mM D-glucose, 20 mM taurine, pH 7.15), mounted on a
Langendorff perfusion system and perfused at 37°C, first with Hanks-HEPES buffer for 5min to
eliminate blood, and then with Hanks-HEPES buffer supplemented with 1.2 mg/mL collagenase type 4
(Worthington, Entraigues, France) for 18-23min. Small pieces of LV were dissected and mechanically
dissociated. The Ca2+ concentration was gradually increased to 1mM Ca2+ and cells were used within

the day. Experiments were performed in the same solution with 1.8mM Ca2+.

Isolated mitochondria

Cardiac mitochondria were isolated as previously described (5). Hearts were quickly weighed and
minced in 1.2 mL of mitochondria isolation buffer (300 mM saccharose, 5 mM TES, 0.2 mM EGTA, 1
mM bovine serum albumin (BSA); pH 7.2) and homogenized briefly on ice with a Polytron homogenizer
(Ultra Turrax T25, IKA Labortechnik). Homogenates were centrifuged at 1,000 g, 4°C, for 10min.
Supernatants were collected and centrifuged at 12,000 g, 4°C, for 15min. Pellets (mitochondrial fraction)
were collected and resuspended in isolation buffer. Protein concentration was determined with the
Bicinchoninic acid reagent (Pierce® BCA Protein Assay Kit; Thermo Fisher Scientific) using BSA as

standard.
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Measurement of ROS production

Measurement of ROS production after ex vivo IR using the DHE fluorescent dye

Cardiac ROS production was measured as previously described (2). LV sections were covered with
10uM dihydroethidium (DHE; Ex: 488 nm; Em: 610 nm, Sigma Aldrich 37291) at 37°C for 5min and
images were acquired with a fluorescence microscope (EVOS M5000 Invitrogen Thermo Fisher
Scientific).

Measurement of ROS production in isolated cardiomyocytes

Isolated adult cardiomyocytes (100,000 cells/mL) were incubated at 37°C in Hanks-Hepes buffer (ImM
Ca2+) with the ROS-sensitive fluorogenic probe, dihydrorhodamine 123 (DHR123; 5uM; Ex: 508nm;
Em:529nm; Fisher Scientific, Invitrogen, D23806) for 30min. Then, cells were washed with Hanks-
Hepes buffer (1.8mM Ca2+) to remove free DHR123, and were incubated in normoglycemic (NG;
6mM) or hyperglycemic (HG; 33mM) Hanks-Hepes buffer (1.8mM Ca2+) for 45min. Some
cardiomyocytes were incubated in L-glucose Hanks-Hepes buffer (11mM D-glucose + 22 mM L-
glucose), used as osmotic control. Some cardiac myocytes were incubated with the mitochondrial fission
inhibitor Mdivi-1 (50uM; Sigma Aldrich M0199), or the NOX2-specific inhibitor GSK-2795039
(25uM; MedChem HY-18950) at 37°C for 30min. Cardiomyocyte ROS production was evaluated with
a microplate reader (Thermo Scientific, Varioskan™ LUX) in basal conditions and after stimulation
with 100uM H202 (Sigma Aldrich, H1009) to mimic IR-induced oxidative stress.

Measurement of mitochondrial ROS production (mtROS) in isolated mitochondria

After 45min of perfusion in NG (11mM) or HG (33mM) KH buffer, isolated hearts were collected and
cardiac mitochondria were isolated as above and previously described (2). Mitochondria (750ug/mL)
were diluted in E-buffer (200 mM saccharose, 5 mM succinate, 10 mM MOPS, 0.010 mM EGTA, 1
mM H3PO4, pH 7.4) and incubated with MitoSOX Red, a fluorogenic probe sensitive to mtROS
production (5 uM, Ex: 510 nm; Em: 580 nm; Fisher Scientific, Invitrogen, M36008) at 30 °C for 15min.
Then, mitochondria were washed with E-buffer to remove free MitoSOX, and were immediately
transferred to a microplate reader (Thermo Scientific, Varioskan™ LUX). Mitochondria were
stimulated with Ca2+ (5uM) and antimycin A (100 pM, Sigma-Aldrich A8674), a complex Il inhibitor,

to force mtROS production.

Measurement of Ca2+ uptake and Ca2+ retention capacity in isolated mitochondria

Cardiac mitochondria were isolated as previously described (2) from hearts perfused with NG (11mM),
HG (33mM) or mannitol (osmotic control; 22mM Mannitol + 11 mM D-Glucose) KH buffer for 45min.
Some hearts were perfused with MitoTEMPO (MitoT; 1uM, Sigma Aldrich, SML0737), a specific

mitochondrial antioxidant. For in vivo experiments, mitochondria were isolated from hearts of control
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(NG; injection of citrate buffer) or STZ-treated rats (HG; STZ, 40mg/kg in citrate buffer, intraperitoneal
injection) treated with vehicle (DMSO, intraperitoneal injection) or Mdivi-1 (1.2 mg/kg in DMSO,
intraperitoneal injection; Sigma Aldrich M0199) at 24h and 1h before cardiac mitochondria isolation.
Calcium retention capacity was evaluated as previously described (5) using the fluorescent Ca2+
indicator Calcium Green-5N (1 pM; Ex: 507nm; Em:536nm Fisher Scientific Invitrogen, C3737) as
extra-mitochondrial calcium probe. Mitochondria (750pg/mL) were diluted in E-buffer with or without
MitoT (1uM, Sigma Aldrich, SMLO0737), to inhibit mtROS production. Calcium Green-5N was added
and regular pulses of calcium chloride (1uM to 5uM) were added to induce mPTP opening. In some
experiments, mitochondria were incubated with cyclosporine A (CsA; 2uM, Sigma Aldrich, 30024), an
inhibitor of MPTP opening to confirmed that our test was well designed. Finally, mitochondrial calcium
uptake was determined in isolated mitochondria loaded with Calcium Green-5N and incubated with
inhibitors of mPTP (CsA, 2uM) or the mitochondrial Na+/Ca2+ exchanger NCX (CGP37157; 10uM;
MedChem, HY-15754) to block Ca2+ release from mitochondria. Ca2+ uptake by mitochondria was
measured after a single 2.5uM Ca2+ pulse. Calcium Green-5N fluorescence was measured throughout

the experiments with a microplate reader (Thermo Scientific, Varioskan™ LUX).

Measurement of mitochondrial Ca2+ uptake in isolated cardiomyocytes

Isolated cardiomyocytes (100,000 cells/fmL) were loaded with Rhod2-AM (5 uM; Ex: 553nm;
Em:576nm; Abcam ab142780), a mitochondrial Ca2+ indicator, in Hanks-Hepes buffer (ImM Ca2+),
in the presence of 0.02% (wt/vol) pluronic acid (Fisher Scientific, Invitrogen), at 37°C for 30min. Then,
cells were washed with Hanks-Hepes buffer (1.8mM Ca2+) to remove free of Rhod-2 and de-esterified,
followed by incubation in normoglycemic (NG; 6mM) or hyperglycemic (HG; 33mM) Hanks-Hepes
buffer (1.8mM Ca2+) at 37°C for 45min. Some cardiomyocytes were incubated in mannitol Hanks-
Hepes buffer (22mM mannitol + 11 mM D-glucose), as osmotic control. Mitochondrial Ca2+ uptake
was recorded after isoproterenol (1ISO, 1uM; Sigma Aldrich 15627) or histamine (500uM; Sigma Aldrich
H7250) stimulation or during an electrical field stimulation (Myopacer, lonoptix system). In this case,
cardiomyocytes were paced (19V) at 0.5Hz for 30s followed by 30s at 4 Hz to stimulate Ca2+
accumulation in the mitochondrial matrix. FCCP (100uM, Sigma Aldrich, C2920), a potent uncoupler
of oxidative phosphorylation. or RU360 (10uM, Sigma Aldrich 557440), a MCU inhibitor, were used
to confirm that Rhod2 fluorescence can be used as an index of mitochondrial calcium changes.
Intracellular Ca2+ imaging was performed by confocal microscopy (LEICA SP8, 3A AU/INRAE
microscopy facility; x63 objective) in line-scan mode or using a microplate reader (Thermo Fisher
Scientific, Varioskan™ LUX).
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Measurement of Ca2+ transients and spontaneous Ca2+ waves in paced isolated cardiomyocytes.
Isolated cardiomyocytes (100,000 cells/mL) were loaded with Fluo-4 AM dye (10 uM, Ex: 494nm; Em:
516nm; Thermo Fisher Scientific Invitrogen, F14201), a cytosolic Ca2+ indicator, in Hanks-Hepes
buffer (ImM Ca2+), in the presence of 0.02% (wt/vol) pluronic acid, at 37°C for 30min. Then, cells
were washed to eliminate free Fluo-4 AM and de-esterified in Hanks-Hepes buffer (1.8mM Ca2+).
Myocytes were incubated in normoglycemic (NG; 6mM) or hyperglycemic (HG; 33mM) Hanks-Hepes
buffer (1.8mM Ca2+) at 37°C for 45min. Some cardiomyocytes were incubated in mannitol Hanks-
Hepes buffer (22mM mannitol + 11 mM D-glucose), as osmotic control. Cardiomyocytes were
incubated or not with MitoT (1uM; Sigma Aldrich SML0737) or Mdivi-1 (50uM, Sigma Aldrich) at
37°C for 30min. For recording Ca2+ waves, cardiomyocytes were electrically stimulated (19V) at 0.5Hz
for 30s, followed by 30s at 2Hz. Then, stimulation was stopped to record spontaneous Ca2+ waves
(SCaW), used as an index of RyR2 instability. Intracellular Ca2+ imaging was performed by confocal
microscopy (LEICA SP8, 3A AU/INRAE microscopy facility; x63 objective) in line-scan mode. Images

were analyzed with the LASX software.

Mitochondrial matrix Ca2+ concentration

Cardiac mitochondria were isolated as previously described (2) from hearts perfused in NG (11mM) or
HG (33mM) KH buffer for 45min. Isolated mitochondria were resuspended in isolation buffer without
EGTA (300 mM sucrose, 5 mM TES, 1 mM BSA,; pH 7.4) and protein concentration was determined
with the Bicinchoninic acid reagent (Pierce® BCA Protein Assay Kit; Thermo Scientific) using BSA as
standard. Mitochondria were centrifuged at 16,000g for 5min and the pelleted mitochondria were
resuspended in 0.6N HCI, homogenized and sonicated for 5min. Mitochondria were incubated in a dry
water bath at 100°C and mitochondrial lysates were centrifuged at 100009 for 5min. Supernatants were
recovered and their pH was adjusted to 7. Calcium content in the supernatants was determined
spectrophotometrically using the o-Cresolphthalein Complexone method (Cayman Chemical, 701220).

Results were expressed in nanomoles of Ca2+ per milligram of protein.

Western blotting

Western blotting was performed as previously described (5). Mitochondrial subfractions were isolated
from ex vivo perfused hearts submitted to IR in NG (11mM) or HG (33mM) KH buffer. Mitochondrial
and cytosolic proteins were separated on polyacrylamide-SDS gels and transferred to PVDF membranes.
Membranes were blocked and incubated at 4°C with primary antibodies against dynamin-like protein 1
(DRP1) (1:1000, Cell Signaling), DRP1 phosphorylated on S616 (DRP1P-S616) (1:500, Cell
Signaling), DRP1 phosphorylated on S637 (DRP1P-S637) (1:1000, Cell Signaling), voltage-dependent
anion-selective channel protein 1 (VDACL) (1:30000, Cell Signaling) and glyceraldehyde-3-phosphate
dehydrogenase (GAPDH) (1:3000 Santa Cruz). The corresponding HRP-conjugated 1gG (secondary
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antibodies) were used according to standard procedures. Immunodetection was carried out using the
ECL chemiluminescence system (VILBER Fusion FX).

Transmission electron microscopy

After ex vivo IR, LV samples from NG- and HG-perfused hearts were washed and fixed in 2.5%
glutaraldehyde/2% paraformaldehyde in sodium cacodylate buffer (0.1M) at room temperature for 2h
and then at 4°C overnight. After rinsing, samples were post-fixed in 1% osmium tetroxide for 1h,
dehydrated through a graded series of ethanol and embedded in resin. Ultrathin sections of heart tissues
were prepared with a diamond knife in a Reichert Ultracut E ultramicrotome and stained with uranyl
acetate and lead citrate. Images were acquired with a transmission electron microscope (TEM Hitachi
H7800) by randomly selecting longitudinally-arranged cardiomyocytes. Mitochondrial area and aspect
ratio, which reflects the “length to width ratio”, were quantified by manual measurements using the
ImageJ software, excluding swollen mitochondria. Mitochondria-SR distance and interactions were
measured manually using the Image J software. More than 600 mitochondria from at least 3 independent

hearts per condition were analyzed.

Proteomics

Cardiac mitochondria were isolated as previously described (2) from hearts perfused with NG (11mM)
or HG (33mM) KH buffer and submitted to ex vivo IR. Heart homogenates were centrifuged at 1,000
g, 4°C, for 10min. Supernatants were collected and centrifuged at 12,000 g, 4°C, for 15min. Pellets were
collected (mitochondrial fraction). Mitochondrial proteins were extracted by resuspending the
mitochondrial pellets in HENS buffer (100mM Hepes, 1ImM EDTA, 0.1mM Neocuproine, 1% SDS,
100mM NEM; pH 6), followed by three freeze/thaw cycles in liquid nitrogen and vigorous vortexing.
Undissolved lipid fragments were collected by centrifugation at 10,000g , 4 °C, for 10min. Supernatants
were collected and protein concentration was determined with the Bicinchoninic acid reagent (Pierce®
BCA Protein Assay Kit; Thermo Fisher Scientific) using BSA as standard.

Sample preparation: Protein samples were diluted to 1.25 pg/pL in 4X NH4CO3 50mM/LDS buffer
(3/1) and heated at 99°C for 5min. For each sample, a 25-pg protein aliquot was loaded onto a NUPAGE
4-12% Bis-Tris gel (Thermo Fisher Scientific) for a 6min electrophoretic migration at 200V in 1X
MES/SDS running buffer. After gel staining with Simply Blue Safestain, each band corresponding to
the whole soluble proteome was recovered and processed for in-gel trypsin digestion as previously
described (6,7). Gel pieces were reduced with dithiothreitol and the resulting thiol groups were alkylated
with iodoacetamide. In-gel proteolysis was then carried out at 50°C with Trypsin Gold (Promega) in the
presence of 0.01% ProteaseMAX detergent (Promega) for 1h. The reaction was stopped by addition of

trifluoroacetic acid (0.5M final concentration).
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Nano-LC tandem MS measurements: Tryptic peptides were identified using a Q-Exactive™ HF tandem
mass spectrometer (Thermo Fisher Scientific) coupled to an Ultimate 3000 chromatography system
(Thermo Fisher Scientific). High-resolution tandem mass spectrometry (MS) was performed in the data-
dependent acquisition mode as previously described (8). Briefly, each sample digest (10pL) was
desalted online on a 5 mm reverse phase capillary Acclaim™ PepMapTM100 C18 precolumn (300 um
inner diameter, 100-A pore size, Sum bead size, Thermo Fisher Scientific) and peptides were then
resolved on a 50 cm Acclaim™ PepMapTM 100 C18 column (75 pm inner diameter, 100A pore size,
2UM bead size, Thermo Fisher Scientific) using a 90min gradient of 4% to 20% acetonitrile (CH3CN)
in 0.1% formic acid for 75min and then 20% to 32% for 15min at 0.3 pL.min-1 flow rate. Full-scan
mass spectra of the separated peptides were recorded from 350 to 1500 m/z with a resolution of 60,000.
After each scan, the 20 most intense 2+ - 3+ charged ions were selected for fragmentation through
higher-energy c-trap dissociation with a normalized collision energy of 27%. The MS/MS spectra of
fragments were acquired at an isolation width of 2 m/z and at 15,000 resolution using an AGC target
value of 1 x 105 with a maximum injection time of 60ms. An intensity threshold of 8.3 x 104 was

applied and once fragmented, peaks were dynamically excluded from precursor selection for 10 s.

MS/MS spectra interpretation: The raw files generated by the Q-Exactive HF mass spectrometer were
analyzed with the Proteome Discoverer v1.3 software (Thermo Fisher Scientific). Peak lists were
automatically generated with the extract_msn.exe data import filter (Thermo Fisher Scientific) from the
Xcalibur FT package (version 2.0.7; Thermo Fisher Scientific). MS/MS spectra were queried against
the Rattus norvegicus reference protein sequence database (25,738 protein entries and 15,592,510 amino
acid residues; downloaded from NCBI on November 1, 2019) with the Mascot Daemon software
(version 2.6.1 Matrix Science). The following parameters were used for the search: trypsin as enzyme,
maximum of two missed cleavages, mass tolerance of 5 ppm on the precursor ion and of 0.02 Da on the
secondary ion, variable modifications of N-ethylmaleimide (C), Carbamidomethyl (C), Oxidation (M),
Deamidation (NQ).

Protein identification and label-free quantification: All peptide matches with a MASCOT peptide score
below the p-value of 0.05 were filtered and assigned to a protein according to the principle of parsimony.
Only proteins with at least two peptides were considered in the study. Peptide-to-Spectrum Matches
were counted for each protein for label-free quantification (Spectral Counting, spectral counts, SC).
Protein abundance between groups was compared with the T-Fold test (9) and the t-test considering

samples with unequal variance and bilateral repartition.
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Statistical analyses

Data were expressed as the mean + SEM or as median and interquartile range for the violin plots.
Experimental conditions were compared with the Student’s t-test, analysis of variance (ANOVA), or
repeated-measures ANOVA followed by the Turkey’s multiple comparisons test when data were
normally distributed (confirmed by the Shapiro-Wilk normality test). When necessary, non-parametric
tests were used (Mann—Whitney test for two groups). A p value <0.05 was considered significant.
Statistical analyses were done with GraphPad Prism (8.4.3).
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Figure S1: (A) Schematic illustration of the experimental protocol and representative traces of left
ventricular (LV) pressure recording throughout perfusion in isolated hearts perfused with
normoglycemic (NG; 11mM), hyperglycemic (HG; 33mM) or mannitol (Man; 22mM mannitol + 11
mM glucose; osmotic control) buffer. After a stabilization period (30min) in NG buffer, hearts were
perfused in NG, HG or Man buffer for 45min. (B) LV developed pressure during 45min of perfusion in
NG, HG or Man buffer (N=5-8 hearts/group). Values were normalized to the baseline level. (C) ROS
production assessed in heart slices stained with DHE (10uM) after 45min of heart perfusion in NG, HG
or Man buffer (N=3-4 hearts/group; p=0.068 NG vs. HG; one-way ANOVA).
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Figure S2: (A-B) Cardiomyocytes isolated from 4-5 independent hearts/group were loaded with the
ROS-sensitive fluorescent probe dihydrorhodamine 123 (DHR123; 5uM) and then incubated in NG
(6mM), HG (33mM) or osmotic control (11mM D-glucose + 22mM L-glucose; L-Glc) buffer (A). Some
cardiomyocytes were incubated with the NOX2-specific inhibitor GSK-2795039 (GSK; 25uM) (B).
Fluorescence intensity was measured every 10s and normalized to baseline fluorescence (F/FO0).
Cardiomyocytes were stimulated with H,O, (100uM) to mimic IR-induced oxidative stress (*p <0.05
NG vs. HG; repeated two-way ANOVA).
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Figure S3: (A) Blood glucose levels in rats 48h after injection of vehicle (citrate buffer; NG group) or
streptozotocin (STZ; 40mg/kg; HG) (N=5-6 rats/group; *p <0.05 NG vs. HG; parametric t-test). (B)
Mean traces of the Ca?* retention capacity (CRC) test in isolated cardiac mitochondria, incubated or not
with cyclosporine A (CsA; 2uM), used as mPTP inhibitor (n= 10 experiments from N=3 hearts/group).
CRC was monitored using the Ca?* Green-5N probe (1uM). Each peak corresponds to Ca?* addition (3
CaCl; pulses at 1uM followed by pulses at 5uM; changes in concentration are represented by black
arrows). (C) Quantification of CRC (nmol Ca?* per mg protein) in mitochondria isolated from hearts
perfused with NG (11mM), HG (33mM) or mannitol (Man; osmotic control; 22mM mannitol + 11 mM
glucose) for 45min (N=4-5 hearts/group; *p <0.05 NG vs. HG; one-way ANOVA). (D) Mean traces of
the CRC test in mitochondria isolated from hearts perfused with NG (11mM; n=23 experiments from
N=5 independent hearts) or HG (33mM; n=19 experiments from N=4 independent hearts) buffer for
45min, with MitoTEMPO (MitoT; 1uM; 8 experiments from n=2 hearts).
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Figure S4: (A) DRP1 phosphorylated on S637 (inhibitory site) relative to total DRP1 expression in
mitochondrial subfractions from NG (n=6 hearts in duplicate) and HG (n=7 hearts in duplicate) perfused
hearts after IR (*p <0.05 NG vs. HG; parametric t-test).
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Figure S5: (A) Mean traces of mitochondrial Ca?" uptake in rat cardiomyocytes, loaded with Rhod-2
(5uM) and incubated in NG (6mM), HG (33mM) or mannitol (22mM mannitol + 11 mM glucose) buffer
for 45min. Cardiomyocytes were paced (19V) at 0.5Hz (30s) and 4Hz (30s) to stimulate excitation-
contraction coupling and the mitochondrial accumulation of Ca?*. Fluorescence was measured every 5s
for 60s and was normalized to the baseline fluorescence (FO) (n=23-28 cells per condition from N=3
independent hearts). (*p <0.05 NG vs. HG; repeated two-way ANOVA).
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Figure S6: Quantification of the amplitude of Ca?* transients (A), the exponential decay time Tau (B)
and the number of spontaneous Ca?* waves (SCaW) (C) in isolated cardiomyocytes loaded with the
intracellular Ca?* indicator Fluo-4 AM (10uM) and incubated with NG (6mM), HG (33mM) or mannitol
(Man; osmotic control; 22mM mannitol + 11 mM glucose) buffer for 45min. Cardiomyocytes were
stimulated or not with isoproterenol (1ISO; 1uM) (n=15-30 cells per condition from 3-6 independent
hearts; *p <0.05 NG vs. HG, #p <0.05 ISO effect; two-way ANOVA).
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I. Discussion et perspectives

L'objectif de ce travail de thése a été de mieux comprendre les mécanismes sous-jacents
expliquant les effets déletes de I'hyperglycémie sur la sensibilité du cceur a I'IR. Nous avons dans un
premier temps mis en évidence le réle de l'interaction complexe entre dynamique mitochondriale,
homéostasie calcique et production d’ERO dans la vulnérabilité accrue du cceur a I'IR en condition
d’hyperglycémie. Dans un second temps, nous avons rapporté que |'utilisation d’un inhibiteur de Drp1,
le Mdivi-1, permet de prévenir la surproduction d’ERO, les désordres de I’homéostasie calcique et de
réduire les lésions d’IR suggérant un réle clé de Drpl dans les effets déléteres de I'hyperglycémie au

cours de I'IR.

Afin de de ne pas étre redondant avec la discussion de I'article, nous discuterons
essentiellement dans cette partie des arguments en faveur de I'idée que I’hyperglycémie agit comme
un préconditionnant négatif cellulaire, favorisant la vulnérabilité des mitochondries a une situation de

stress telle que I'IR.

Comme décrit dans la revue de littérature (Chapitre 2/11.2), I'hyperglycémie per se est apparue
ces derniéres années comme un facteur prédictif de la sévérité des lésions cardiaques suite a un
infarctus du myocarde (Penna et al., 2020); néanmoins il est aujourd’hui difficile d’expliquer si la
sévérité de I'infarctus va déterminer le niveau d’hyperglycémie et ainsi expliquer cette relation ou si
I’hyperglycémie avant ou au cours de I'infarctus est a I'origine d’une glucotoxicité cellulaire contribuant
a I'exacerbation de la sensibilité du coeur a I'IR. Il est tout d’abord intéressant de noter que plusieurs
études cliniques ont rapporté que la consommation excessive de boissons riches en sucre est associée
a une augmentation de la mortalité cardiovasculaire (Ma et al., 2023). Ainsi, le risque d’infarctus du
myocarde est 25% plus élevé chez les femmes consommant plus de 1,5 tasses (=350mL) de boissons
sucrées par jour par rapport a celles qui n’en consomment rarement/jamais (Pacheco et al., 2020). Ces
études suggerent qu’indépendamment du diabete, la récurrence d’excursions glycémiques (i.e.
élévation de la glycémie au-dela de la valeur basale) au cours de la vie d’un individu pourrait impacter
négativement son pronostique cardiovasculaire. Néanmoins, a ce jour I'impact de ces variations de la
glycémie sur la vulnerabilité du cceur a un épisode d’ischémie demeure non investigué. Seul des
travaux expérimentaux sur des modeles cellulaires ou animaux, ont pu montrer que I'augmentation
transitoire de la glycémie via une injection de dextrose sur rat ou souris augmente la vulnérabilité du
cceur a IR (Ham et al., 2019; Yang et al., 2009). En adéquation avec ces résultats, nous avons rapporté

que I'hyperglycémie per se, sur cceur isolé perfusé ou in vivo 48h aprées une injection de
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streptozotocine chez le rat, diminue la récupération fonctionnelle cardiaque post-IR et augmente la
taille de la zone infarcie. Ces résultats suggerent que I'hyperglycémie, indépendamment des
complications liées au diabéte, participe a I'augmentation de la sensibilité du coeur a I'IR. Parmi les
mécanismes sous-jacents pouvant expliquer les effets déléteres de I'hyperglycémie, la surproduction
d’ERO cellulaires a été bien décrite dans la littérature (Battault et al., 2020; Lu et al., 2020; Sedlic et al.,
2017). Dans notre étude, nous avons rapporté une production accrue d’ERO en condition
d’hyperglycémie, a la fois sur tissu cardiaque post-IR ex vivo ainsi que sur cardiomyocytes isolés et
mitochondries isolées lors d’une condition mimant un stress oxydatif de reperfusion. Contrairement a
d’autres études (Lu et al., 2020), nous avons observé que la surproduction d’ERO en hyperglycémie
implique a la fois NOX2 et la mitochondrie. De maniére intéressante, des études sur des modeles
murins diabétiques ou sur cardiomyocytes incubés 24h en hyperglycémie ont rapporté un impact de
la NOX2 sur la production d’EROmt, probablement via un phénomene de « ROS-induced-ROS release »
(Ni et al., 2016; Shen et al., 2009). Ainsi, nous pouvons supposer que la production d’ERO par NOX2
pourrait participer aux dysfonctions mitochondriales et ainsi favoriser la production d’EROmt (voir
Chapitre 2/Il.2.a). En accord avec cette hypothése, nous avons rapporté, dans le cadre
d’expérimentations annexes, que lI'augmentation de la sensibilité des mitochondries a un stress
calcique (i.e. capacité de rétention calcique), en condition d’hyperglycémie, était prévenue par la
perfusion des coeurs isolés avec de I'apocynine, inhibiteur des NOX, (données non présentées dans ce
manuscrit). Les mémes résultats sont observés lors de ['utilisation de Mitotempo, suggérant
I'implication d’'un phénoméne de ROS-induced ROS release. Ainsi, ces résultats mettent en avant un
role potentiel de I'interaction NOX2-mitochondrie dans les dysfonctions mitochondriales observées en
condition d’hyperglycémie. Par ailleurs, la surproduction d’ERO cellulaires étant observée sur tissu
cardiaque dés 45 minutes de perfusion en hyperglycémie (i.e. sans IR), nous pouvons conclure, en
accord avec les données de la littérature (Lu et al., 2020; Sedlic et al., 2017; Van Steenbergen et al.,
2017) que I'hyperglycémie est suffisante pour induire un stress oxydant cardiaque. Celui-ci pourrait
constituer le premier élément clé, expliquant la suite des désordres cellulaires en réponse a

I’hyperglycémie.

Ainsi, au-dela de la surproduction d’ERO, la glucotoxicité cardiaque semble également pouvoir
étre expliquée par des désordres au niveau de I’'homéostasie calcique cellulaire et mitochondriale. En
effet, nous avons rapporté, en accord avec Lu et al. (2020), que I'incubation des cardiomyocytes en
hyperglycémie entraine une augmentation des vagues calciques spontanées, témoignant d’une
hyperactivation du RyR2. De maniére intéressante, ce phénomeéne est prévenu par |'utilisation de
Mitotempo, suggérant un réle majeur des EROmt dans les troubles de I'homéostasie calcique

cardiomyocytaire médiés par I'hyperglycémie. L’existence d’un cercle vicieux entre production
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d’EROmt et désordres de 'homéostasie calcique cellulaire a déja été décrit sur cardiomyocytes isolés
incubés en normoglycémie, suite a une stimulation B-adrénergique (Hamilton et al., 2020). En effet,
les auteurs ont rapporté que les EROmt en oxydant le RyR2 augmentent les fuites calciques
incontrolées du RS, qui a leur tour accentuent la surcharge calcique mitochondriale et la production
d’EROmt (Hamilton et al., 2020). Dans une autre étude (Hamilton et al., 2021), le méme groupe a pu
montrer que la stimulation de I’entrée de Ca?* dans la mitochondrie (par surexpression du MCU) est &
I'origine d’une surproduction d’EROmt associée a une augmentation des vagues calciques sur
cardiomyocytes isolés. Ainsi, il semblerait que I'oxydation de RyR2 puisse expliquer I'installation d’un
cercle vicieux entre production d’EROmt et altérations de ’lhoméostasie calcique en réponse a une
situation d’hyperglycémie. Il serait dés lors intéressant d’évaluer le niveau d’oxydation de RyR2 dans
nos conditions expérimentales. Pour répondre a cette question nous avons mis en place une analyse
des modifications redox de nos protéomes post-ischémie-reperfusion, basée sur le bloquage des
cystéines non oxydées avec du NEM (N-Ethylmaleimide) et la mesure de modifications redox par
spectrométrie de masse. Les résultats n’ont pour le moment pas pu étre interprétés et ne sont donc
pas présentés dans ce manuscrit. Nous pouvons aussi émettre I’hypothese que les EROmt pourraient
favoriser la phosphorylation de RyR2, en activant des kinases telles que la CAMKII, dont I'activité est
augmentée en condition d’hyperglycémie (Lu et al., 2020) et en réponse a la production d’ERO

(Erickson et al., 2008)

Dans notre modele, nous observons des troubles de ’lhoméostasie calcique a I'échelle de la
mitochondrie isolée, du cardiomyocyte ou encore sur cceur isolé pendant I'ischémie-reperfusion. Ces
désordres de I’homéostasie calcique cellulaire sont associés, dans nos modeles, a des altérations de
I’lhoméostasie calcique mitochondriale, caractérisées par une augmentation de I'entrée de Ca?* en
réponse a une situation de stress. Ces résultats sont en désaccord avec les travaux rapportant une
diminution de I'expression du MCU et de la [Ca®*lm dans des modéles murins de diabéte ou sur
cardiomyocytes suite a une hyperglycémie chronique (Diaz-Juarez et al., 2016; Suarez et al., 2018). Ces
divergences pourraient suggérer que la durée d’exposition au stress hyperglycémique pourrait aboutir
a des adaptations différentes de I’homéostasie calcique mitochondriale. L’hyperglycémie aigue
transitoire induirait une stimulation de I'entrée de Ca®. Avec le temps, les cellules s’adapteraient a ce
stress en limitant I'entrée de Ca?* dans la mitochondrie. Dans notre étude, nous pouvons supposer que
I'augmentation des fuites calciques du RyR2 en réponse a I'hyperglycémie puisse « pré-activer » le
MCU, le rendant plus sensible lors d’'une stimulation calcique ultérieure. Ceci permettrait d’expliquer
pourquoi, lorsque les mitochondries sont isolées de cceur hyperglycémiques (isolé perfusé ou rats
traités a la STZ), 'entrée de Ca?* via le MCU est plus rapide. Par ailleurs, Garcia-Pérez et al. (2008) ont

observé, sur des fractions brutes ou purifiées de mitochondries isolés a partir de cceur, la présence de
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particules de RS contenant RyR2, associées aux mitochondries isolées. De maniére intéressante, la
libération de Ca?* par le RyR2, stimulée par I'ajout de caféine, est a I'origine d’une augmentation de la
[Ca**]m sans impact sur la [Ca%*] dans le tampon (Garcia-Pérez et al., 2008). Ces résultats suggérent un
transfert de Ca?* trés localisé entre les particules du réticulum et les mitochondries. Dans notre étude,
nous avons observé par analyse protéomique, une augmentation de la quantité relative de la protéine
RyR2 dans les fractions mitochondriales, suggérant potentiellement une augmentation de ces
particules de RS et de leurs interactions avec les mitochondries. Ceci pourrait aussi contribuer a
expliquer l'augmentation d’entrée de Ca* dans les mitochondries isolées issues de coeur
hyperglycémiques. Ces hypothéses méritent néanmoins d’étre vérifiées. Bien que I'impact direct ou
indirect de I’hyperglycémie sur la stabilité du RyR2 puisse expliquer nos résultats, nous ne pouvons pas
exlcure des modifications de la probabilité d’ouverture du MCU. En effet, il a été rapporté que
I'oxydation du MCU par les EROmt ainsi que sa phosphorylation par la CAMKIl conduit a une
augmentation marquée de I'entrée de Ca®* dans la mitochondrie (Dong et al., 2017; Joiner et al., 2012).
Ces modifications post-traductionnelles pourraient aussi expliquer I'laugmentation de I'entrée de Ca?*
observées sur les mitochondries isolées a partir des cceurs perfusés en hyperglycémie. Ces différentes
modifications, pouvant toucher aussi bien le RyR2 que le MCU pourraient contribuer a favoriser les
échanges de Ca?* entre le réticulum et la mitochondrie au cours de I'IR et ainsi a rendre le cceur plus

vulnérable.

Ainsi, I’hyperglycémie per se semble étre a I'origine d’un cercle vicieux entre surproduction
d’ERO et troubles de I’'homéostasie calcique, qui au cours de I'IR accroit la sensibilité des mitochondries
au stress et conduit a l'ouverture précoce du mPTP. Ainsi, I’hyperglycémie agirait comme un

préconditionnant négatif rendant plus vulnérables les mitochondries lors d’un stress ultérieur.

Par ailleurs, dans notre travail, un pré-traitement avec du Mdivi-1, 24h et 1h avant I'ischémie ne
permet pas d’induire une cardioprotection chez les animaux normoglycémiques. Alors que le pré-
traitement avec cet inhibiteur de DRP1 juste avant une IR ou au cours de la reperfusion, permet de
réduire sensiblement la sévérité des lésions d’IR (Ong et al., 2010; Sharp et al., 2014). De maniere
intéressante, cette stratégie de cardioprotection (pré-traitement avec du Mdivi-1 24h et 1h avant
I'ischémie) chez les rats hyperglycémiques (streptozotocine) permet de prévenir des lésions d’IR. Ces
résultats suggerent que I'inhibition de Drp1 a distance de I'IR, exerce un effet protecteur en limitant
les dysfonctions cellulaires (i.e. entrée accrue de Ca?* dans la mitochondrie, ouverture du mPTP) induits

par I’hyperglycémie per se, avant I'IR.
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Il. Limites de I’étude

Dans cette étude, nous avons utilisé le Mdivil, un inhibiteur allostérique bien décrit de Drp1.
Son interaction avec cette protéine demeure néanmoins mal comprise. Il a été proposé que le Mdivil
inhibe I'activité GTPase de Drp1 et ainsi son auto-assemblage néanmoins cela reste controversé (Bordt
et al., 2017; Cassidy-Stone et al., 2008). Par ailleurs, bien que le Mdivi-1 demeure I'inhibiteur de Drp1
le plus couramment utilisé dans la littérature scientifique, sa spécificité a été remis en cause dans
plusieurs études récentes (Bordt et al., 2017, 2022; Ruiz et al., 2018). Pourtant, si I'on considére les
nombreux réles non-canoniques de Drp1 (indépendant de la fission mitochondriale), notamment sur
I'interaction entre les mitochondries et le réticulum (Adachi et al., 2020), I'activation du mPTP (Zhang
et al., 2017), I'apoptose (Jenner et al., 2022) ou encore la mitophagie (Tong et al., 2023), il semble
aujourd’hui difficile de déterminer si ces effets non spécifiques rapportés, sont le résultat d’effets non
ciblés du Mdivi-1 ou du réle cellulaire pléiotropique de Drpl. Par ailleurs, il existe d’autres inhibiteurs
de Drpl tels que le P110, un peptide qui inhibe spécificiquement l'interaction entre Drpl et son
récepteur Fisl. L'utilisation de cet inhibiteur dans notre étude aurait pu étre pertinente puisque P110
est rapporté comme permettant d’inhiber plus spécifiquement la fission pathologique dépendante de
Fisl sans impact sur la fission adaptative et physiologique (Qi et al., 2013). Néanmoins, il est
intéressant de noter que l'injection de Mdivi-1 ou de P110 avant une IR ex vivo et in vivo induit des
effets protecteurs comparables (Disatnik et al., 2013; Ong et al., 2010; Sharp et al., 2014). L’utilisation
d’animaux partiellement délétés ou avec une délétion cardiaque de Drp1 aurait pu permettre de mieux
comprendre le role clé de cette protéine dans la glucotoxicité. Néanmoins, ces modéles de souris sont
généralement associés a une forte mortalité et/ou un remodelage cardiaque sévere.

Pour finir, une autre limite importante de ce travail est que nous n’avons pas pu vérifier I'impact
du pré-traitement au Mdivi-1 sur la fission mitochondriale et I'interaction mitochondrie-réticulum au
cours de l'ischémime-reperfusion. Ces résultats auraient permis de de confirmer le réle de Drp1 sur le

remodelage de la dynamique mitochondriale en réponse a un stress d’hyperglycémie.
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lll. Conclusion générale

En conclusion, I'ensemble de ce travail de thése a permis de mieux comprendre les
mécanismes cellulaires associés a la glucotoxicité cardiaque, permettant, au moins en partie
d’expliquer la vulnérabilité accrue du cceur a I'ischémie-reperfusion en condition d’hyperglycémie. Ces
travaux ont pour la premiére fois fait apparaitre que le stress hyperglycémique, associé a une situation
de stress majeur telle que I'ischémie-reperfusion, peut conduire a un remodelage rapide du réseau
mitochondrial et de son intéraction avec le réticulum. Ce phénoméne semble pouvoir contribuer aux
désordres de I’'homéostasie calcique mitochondriale, a la surproduction d’EROmt et finalement a
I'activation précoce du mPTP. Ces résultats ont ainsi permis de mettre en avant I'intérét de pouvoir
cibler les atteintes de la dynamique mitochondriale au cours de I’hyperglycémie afin de tenter d’en
limiter les effets déléteres et ainsi de moduler la sensibilité du coeur a l'ischémie-reperfusion.
L'activation de la protéine Drpl, élément clé de la fission mitochondriale, mais qui semble aussi
pouvoir jouer un rdle non négligeable dans les interactions reticulum-mitochondrie, est apparue
comme un acteur majeur de ces phénomeénes. En effet, nous avons pu mettre en évidence que
I'inhibition de Drpl avec du Mdivil au cours de la phase d’hyperglycémie, permet de réduire la
production d’ERO, de limiter les troubles de 'homéostasie calcique, de retarder I’activation du mPTP
et finalement de limiter la sévérité des lésions d’ischémie-reperfusion. Ainsi, ces travaux ont permis
d’apporter un nouveau regard sur la glucotoxicité cardiaque et de mettre en avant une cible

thérapeutique potentielle.
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Article annexe n°1

Au cours de ma deuxiéme année de thése au sein du Laboratoire de Physiologie Expérimentale
Cardiovasculaire, j’ai été amené a conduire des expérimentations permettant de compléter I'article de
these de Doria Boulghobra et ainsi de répondre aux remarques des experts du journal Basic Research
in Cardiology. En effet, a ce moment, Doria Boulghobra avait quitté le laboratoire pour un contrat
postdoctoral. Aprés discussion avec I’équipe en charge de ce projet, nous avons décidé que je réaliserai
les expérimentations complémentaires, c’est-a-dire les IR in vivo chez le rat, des Western Blot sur
cardiomyocytes isolés et des marquages histologiques. Ces données complémentaires ont permis a ce

travail d’étre accepté pour publication dans ce journal.

Increased protein S-nitrosylation in mitochondria: a key mechanism of exercise-induced
cardioprotection. Boulghobra D, Dubois M, Alpha-Bazin B, Coste F, Olmos M, Gayrard S, Bornard |,
Meyer G, Gaillard JC, Armengaud J, Reboul C. Basic Res Cardiol. 2021 Dec 23;116(1):66. doi:
10.1007/s00395-021-00906-3

Contexte scientifique et hypothése :

Plusieurs études récentes ont rapporté que I'activation de la eNOS (endothelial nitric oxide
synthase ; enzyme produisant le NO) par I'exercice physique joue un réle clé dans la diminution de la
sensibilité du cceur a I'IR (Calvert et al., 2011; Farah et al., 2013). Par ailleurs, la biodisponibilité du NO
au niveau mitochondrial semble jouer un réle clé dans plusieurs stratégies de cardioprotection, en
limitant la production d’ERO et I'activation du mPTP (Borutaite & Brown, 2006; Burwell et al., 2006).
Néanmoins, a ce jour, Iimpact de I'exercice physique sur la signalisation eNOS/NO au niveau
mitochondrial reste a investiguer. Ainsi, I’hypothese de ce travail était que la cardioprotection induite
par |'exercice puisse étre expliquée, au moins en partie, par un ciblage de la mitochondrie par la voie

eNOS/NO.

Résultats majeurs :

Ces travaux ont permis de montrer que |'exercice physique est a I'origine d’une translocation
de la eNOS vers les mitochondries, augmentant ainsi la biodisponibilité du NO et la S-nitrosylation de
protéines impliquées dans la vulnérabilité des mitochondries au cours de I'IR, permettant ainsi de

limiter leur sensibilité.
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Abstract

Endothelial nitric oxide synthase (eNOS) activation in the heart plays a key role in exercise-induced cardioprotection during
ischemia-reperfusion, but the underlying mechanisms remain unknown. We hypothesized that the cardioprotective effect
of exercise training could be explained by the re-localization of eNOS-dependent nitric oxide (NQ)/S-nitrosylation signal-
ing to mitochondria. By comparing exercised (5 days/week for 5 weeks) and sedentary Wistar rats, we found that exercise
training increased eNOS level and activation by phosphorylation (at serine 1177) in mitochondria, but not in the cytosolic
subfraction of cardiomyocytes. Using confocal microscopy, we confirmed that NO production in mitochondria was increased
in response to H,0, exposure in cardiomyocytes from exercised but not sedentary rats. Moreover, by S-nitrosoproteomic
analysis, we identified several key S-nitrosylated proteins involved in mitochondrial function and cardioprotection. In agree-
ment, we also observed that the increase in Ca’* retention capacity by mitochondria isolated from the heart of exercised
rats was abolished by exposure to the NOS inhibitor L-NAME or to the reducing agent ascorbate, known to denitrosylate
proteins. Pre-incubation with ascorbate or L-NAME also increased mitochondrial reactive oxygen species production in
cardiomyocytes from exercised but not from sedentary animals. We confirmed these results using isolated hearts perfused
with L-NAME before ischemia-reperfusion. Altogether, these results strongly support the hypothesis that exercise training
increases eNOS/NO/S-nitrosylation signaling in mitochondria, which might represent a key mechanism of exercise-induced
cardioprotection.

Keywords Nitric oxide - S-Nitrosylation - Ischemia—reperfusion - mPTP

Introduction

Ischemic heart disease remains one of the main causes of
morbidity and mortality worldwide [66]. In animal mod-
els, many strategies, such ischemic pre- and post-condi-
tioning and pharmacological conditioning, are used to
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efficiently protect the heart during ischemia-reperfusion
(IR). Although, most of them remain poorly transferable or
effective in humans, exercise training has beneficial effects
in rodent [23, 33] and also human [21, 47] hearts during IR
through not yet fully understood mechanisms. Recently, we
[23] and others [10] reported that activation of the endothe-
lial nitric oxide synthase/nitric oxide (eNOS/NO) pathway
by exercise training strongly contributes to heart protection.
This cardioprotective effect is lost when eNOS is pharma-
cologically inhibited [23] or the encoding gene is ablated
[10]. Initially, much of NO cardioprotection was attributed
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to activation of guanylyl cyclase that results in the produc-
tion of cyclic guanosine monophosphate (cGMP) and activa-
tion of protein kinase G (PKG) [17, 18]. In the last decade,
protein S-nitrosylation (SNO), defined as the binding of
one NO moiety to a thiol group of a cysteine residue [59],
has emerged as an important modulator of cardiovascular
functions [42, 69], and a possible key mechanism in NO-
mediated cardioprotection [34, 35, 73].

Mitochondria are considered key triggers of post-
ischemic reperfusion injuries. Indeed, post-ischemic rep-
erfusion leads to mitochondria-driven injuries explained
by excessive production of reactive oxygen species (ROS)
and dysregulation of calcium handling. Both lead to mito-
chondrial permeability transition pore (mPTP) opening that
results in abnormal permeation, swelling and disruption of
mitochondrial membranes, and release of pro-apoptotic fac-
tors [41]. In the last decade, mitochondria have emerged
as a key target of cardioprotective strategies (i.e., ischemic
pre- and post-conditioning) [5, 30]. Interestingly, NO is
a strong regulator of mitochondrial function [22] and the
eNOS/NO pathway plays a key role in several cardioprotec-
tive pathways [8]. Recently, it has been reported that in the
heart, 56% of all S-nitrosylated proteins are mitochondrial
proteins and that 36% of the SNO proteome requires eNOS-
derived NO [20]. Moreover, after ischemic pre-conditioning,
mitochondrial proteins represent 52% of all S-nitrosylated
proteins [51]. This could be explained by eNOS association
with subsarcolemmal mitochondria (SSM) in response to
ischemic pre-conditioning [75]. Indeed, incubation with a
mitochondrial-specific NO-donor (mitoSNO) protects the
heart during IR [16]. MitoSNO cardioprotection appears to
be dependent on protein SNO and independent of cGMP-
PKG activation [49], because it is not affected by ablation
of the PKG gene in mouse cardiomyocytes. Thus, eNOS
association with mitochondria and protein SNO are key ele-
ments to explain NO-dependent cardioprotection.

Despite the clear effect of physical exercise on mito-
chondria in healthy and diseased hearts, its role and the
underlying mechanisms in exercise-induced cardiac pre-
conditioning before IR are not clear [6]. Therefore, we
investigated whether the cardioprotective effect of exercise
pre-conditioning could be explained by eNOS association
with mitochondria and the subsequent increase of NO bio-
availability and protein SNO. Using western blotting, confo-
cal microscopy, and SNO proteomic approaches, we found
that exercise (1) increased eNOS/NO bioavailability in mito-
chondria, and, consequently, (2) modulated Ca“-dcpcndcnt
mitochondrial permeability transition and ROS production
during IR.
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Materials and methods

Detailed information on the methodology is available in the
Supplemental Information file.

Animal model

All animal experiments were performed according to the
European Parliament Directive 2010/63/EU (N° CEEA-
00223) and approved by the French national research eth-
ics committee (no. APAFIS#3487-2016010813,43,57).
Male Wistar rats (12-week-old; weight=225-275 g, Jan-
vier, France) were randomly distributed in two groups:
sedentary control group (Sed), and 5-week treadmill exer-
cise group (Ex-Tr). At the end of the study, the impact
of exercise training in the Ex-Tr group was confirmed by
their higher maximal aerobic velocity (MAV), measured
as previously described [62], compared with sedentary
rats (Sed =36+ 1.58 m/min; Ex-Tr: 46.25+1.31 m/min;
p<0.05).

Exercise protocol

Moderate exercise training was performed as previously
described [23]. Briefly, rats exercised on a motor-driven
treadmill (Ugo Basile, Transforming ideas into instruments,
47300) 45 min/day, 5 days/week for 5 weeks at 25 m/min
(=~ 60% of their MAV). To avoid the acute effects of exer-
cise, rats were sacrificed 24 h after the last exercise training
session.

Measurement of ROS production following IR
Invivo IR

In vivo IR was performed as previously described [33]. To
evaluate the eNOS/NO/SNO pathway implication in heart
sensitivity to IR injuries and ROS production, Sed and
Ex-Tr rats received one intraperitoneal injection of vehicle
(0.9% NaCl) or L-NAME (50 mg/kg in 0.9% NaCl; Abcam
ab120136) at 24 h and 30 min before ligation. After anesthe-
sia, Sed and Ex-Tr rats were ventilated, and a thoracotomy
was performed to expose the interventricular coronary artery
that was subsequently ligated for 30 min, followed by 10 min
of reperfusion. The ECG signal was recorded with subcuta-
neous electrodes. Heart rate and QT intervals were measured
at baseline, at the end of ischemia, and after 10 min of reper-
fusion. The corrected QT (QTc¢) was calculated according to
the Framingham Heart Study method in which the QT inter-
val is adjusted for heart rate: QTc=QT +0.154 x [1 — RR].
The ischemic area was collected and embedded in optimal
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cutting temperature (OCT from Tissue-Tek) and flash-frozen
in liquid nitrogen.

IR in isolated hearts

IR in isolated hearts was performed as previously described
[23]. Hearts were perfused or not with the NOS inhibitor
L-NAME (Abcam, ab120136, 100 uM) or the S-nitrosoglu-
tathione (GSNO) reductase inhibitor (N6022, 10 pM, Cay-
mal Chemical) for 25 min.

Measurements of ROS production using the DHE
fluorescent dye

Cardiac ROS production was measured as previously
described [7].

Measurement of mitochondrial ROS (mtROS)
and NO production in isolated cardiomyocytes

Ventricular cardiomyocytes were isolated as previously
described [13].

Measurement of mtROS production

Adult cardiomyocytes (20,000 cell/mL) were distributed
in a 96-well microplate and incubated (37 °C for 30 min)
with MitoSOX Red, a fluorogenic probe sensitive to mtROS
production (5 pM, Ex: 510 nm; Em: 580 nm; Fisher Scien-
tific, Invitrogen, M36008)[24], with or without L-NAME
(100 M) or sodium L-ascorbate (1 mM). Then, they were
immediately transferred to a microplate reader (Synergy HT
Microplate Spectrophotometer Biotek). Cells were stimu-
lated with 10 pM of antimycin A (10 uM, Sigma-Aldrich),
a complex III blocker, to force mtROS production.

Measurement of NO production

NO production was measured as previously described [19].
Cardiomyocytes from Sed and Ex-Tr rats were loaded with
the fluorescent NO-sensitive dye 4,5-diaminofluorescein
diacetate (DAF2-DA; 5 pM; Ex: 491 nm, Em: 513 nm,
Abcam; ab145283) at 37 °C for 15 min. Then, cardiomyo-
cytes were distributed in a 96-well microplate to evaluate
intracellular NO production with a microplate reader (Syn-
ergy HT Microplate Spectrophotometer Biotek) or were
used to determine NO production and colocalization with
mitochondria (MitoTracker Orange CMXRos) by confocal
microscopy (SP8 LEICA, platform 3A AU/INRAE micros-
copy facility).

Mitochondrial calcium retention capacity
and swelling assays

Cardiac mitochondria were isolated as previously described
[7] (Fig. 1a).

Calcium retention capacity

Calcium retention capacity (CRC) was examined as previ-
ously described [1, 57] using the fluorescent Ca>* indicator
Calcium Green-5N (1 pM, Invitrogen, C3737) as extrami-
tochondrial calcium probe. Mitochondria were incubated or
not with sodium L-ascorbate (1 mM) to evaluate SNO impact
[75], and with the NO-donor GSNO (500 pM). Some mito-
chondria were obtained from isolated hearts perfused or not
with L-NAME for 25 min. Calcium Green-5N fluorescence
was measured throughout the experiments using excita-
tion/emission wavelengths of 507/536 nm and a microplate
reader (Synergy HT Microplate Spectrophotometer Biotek).

Calcium swelling assay

Calcium-induced mitochondrial swelling was measured
spectrophotometrically as the decrease of the absorbance at
540 nm using a microplate reader (Epoch microplate reader,
Biotek). Mitochondrial swelling was induced by adding a
single dose of CaCl, (250 uM) to mitochondria, pre-incu-
bated or not with ascorbate (1 mM). Absorbance at 540 nm
was recorded continuously for 25 min.

Proteomics and SNO proteomics

Determination of SNO occupancy with cysteine-reactive
tandem mass tags

Intact heart mitochondria (1 mg/ml) and total LV homogen-
ates were isolated as previously described [43, 55]. Proteins
were extracted in HENS buffer, followed for mitochondria
by three freeze/thaw cycles in liquid nitrogen and vigorous
vortexing. Lipid fragments were collected by centrifugation
at 10,000g, 4 °C, for 10 min. SNO occupancy was deter-
mined using the iodoacetyl Tandem Mass Tag (iodoTMT)
labeling and enrichment kit (Thermo Fisher Scientific,
Waltham/MA); see Fig. 3a and Suppl Fig. 7A for a depic-
tion of the labeling protocol. All procedures were performed
according to the manufacturer’s instructions. Labeled pep-
tides were analyzed by liquid chromatography-tandem
mass spectrometry (LC-MS/MS) that was performed using
an Ultimate 3000 nano-LC system coupled to a Q-Exactive
HF mass spectrometer (Thermo Fisher Scientific) oper-
ated as described previously [32]. The Q-Exactive HF mass
spectrometer was operated in a data-dependent mode with
a Top20 strategy (i.e., one MS1 high-resolution [60,000]
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scan for precursor ions followed by data-dependent MS2  the Mascot Daemon software (version 2.6.1 Matrix Sci-
scans for the 20 most abundant precursor ions with 10 s  ence) using the extract_msn.exe data import filter (Thermo
dynamic exclusion time of previously selected ions), with  Fisher Scientific) from the Xcalibur FT package (version
a scan range of MS acquisition from 350 to 1800 m/z. Sec-  2.0.7; Thermo Fisher Scientific). Protein abundance between
ondary ions were isolated with a window of 2.0 m/z. The  groups was compared with the 7' fold test [11]. The mixOm-
raw files generated by the Q-Exactive HF mass spectrometer  ics package for R (https://www.bioconductor.org/packages/
were analyzed with the Proteome Discoverer v1.3 software  release/bioc/html/mixOmics.html) was used for the PLS-DA
(Thermo Fisher Scientific). Peak lists were generated with and sPLS-DA analyses [65].
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«Fig. 1 Exercise training increases eNOS level and phosphorylation,
but does not modify nNOS, in the mitochondrial subfraction. a Sche-
matic representation of the SSM isolation protocol. Heart lysates
were fractionated by differential centrifugation. Centrifugation,
homogenization, and enzymatic reactions were performed at 4 °C.
b Representative western blots of the cytosolic and mitochondrial
subfractions obtained with anti-GAPDH and anti-VDAC1 antibod-
ies. ¢, d Effect of exercise training on eNOS level in the cytosolic and
mitochondrial subfractions. ¢ Representative western blots of eNOS
level in the cytosolic and mitochondrial subfractions. d Quantification
of eNOS level in the cytosolic (left panel) and mitochondrial (right
panel) subfractions analyzed by western blotting in hearts from sed-
entary (Sed; n=7 hearts in duplicate) and exercise trained (Ex-Tr;
n=6 hearts in duplicate) rats. eNOS level was expressed relative to
GAPDH level in cytosolic samples and to VDACI level in mitochon-
dria samples. e, f Effect of exercise training on eNOS phosphoryla-
tion at serine 1177 (eNOS-P*"'77) in the cytosolic and mitochondrial
subfractions. e Representative western blots of eNOS-P*'!!"7 in the
cytosolic and mitochondrial subfractions. f Quantification of eNOS-
P77 evel in the cytosolic (left panel) and mitochondrial (right
panel) subfractions from Sed (n=4 hearts in duplicate) and Ex-Tr
(n=4 hearts in duplicate) rats. eNOS-P*"''"7 level was expressed
relative to eNOS level. g, h Effect of exercise training on nNOS level
in the cytosolic and mitochondrial subfractions. g Representative
western blots of nNOS level in the cytosolic and mitochondria sub-
fractions. h Quantification of nNOS level in the cytosolic (left panel)
and mitochondrial (right panel) subfractions from Sed (n=4 hearts
in duplicate) and Ex-Tr (n=4 hearts in duplicate) rats. nNOS level
was expressed relative to GAPDH level for cytosolic fractions and
to VDAC] level for mitochondrial fractions (*p <0.05 Sed vs Ex-Tr,
parametric ¢ test). Data are the mean+ SEM

The mass spectrometry proteomics data have been
deposited in the ProteomeXchange Consortium via the
PRIDE [60] partner repository under the dataset identifi-
ers PXD023515 and 10. 6019/PXD023515 [reviewers may
access this private dataset using reviewer_pxd023515@
ebi.ac.uk as Username and vmykdlpb as password] for the
S-nitrosoproteomic analysis.

Western blotting

Immunoblotting was performed using standard techniques,
as previously described [50].

Statistical analyses

Data were expressed as the mean + SEM. Experimental
conditions were compared with Student’s 7 test, analysis
of variance (ANOVA), or repeated-measures ANOVA fol-
lowed by the Turkey’s multiple comparisons test when data
were normally distributed (confirmed with the Shapiro-Wilk
normality test). When necessary, non-parametric tests were
used: Mann—Whitney test for two groups, or Kruskal-Wal-
lis test followed by the Dunn’s multiple comparisons test. A
value of p <0.05 was considered as statistically significant.

Statistical analyses were done with the GraphPad Prism soft-
ware (8.4.3).

Results

Exercise training increases eNOS level
and activation in the mitochondrial subfraction

It is acknowledged that exercise training activates eNOS
in the heart, a key trigger of exercise-induced cardiopro-
tection [10, 23]. As cardiac ischemic pre-conditioning
induces eNOS re-localization from the cytosol to mito-
chondria [75], we first asked whether exercise training had
the same effect. To this aim, we isolated by differential
centrifugation the cytosolic and mitochondrial subfrac-
tions from the heart of Sed and Ex-Tr (treadmill running
for 45 min/day, 5 days/week for 5 weeks at 25 m/min,
~ 60% of their MAV) rats (Fig. 1a), and confirmed their
separation by western blotting with antibodies against
VDACI (mitochondria marker) and GAPDH (cytosolic
marker) (Fig. 1b). In the cytosolic fraction, eNOS level
was comparable in Sed and Ex-Tr samples (Fig. 1c, d), as
we previously reported using total heart homogenates [10,
23). Conversely, eNOS level was significantly higher in
Ex-Tr than Sed mitochondrial samples (Fig. lc, d). Simi-
larly, eNOS level was significantly increased only in the
mitochondrial subfraction after a single bout of exercise
(35 min) (mitochondrial eNOS normalized to cytosolic
eNOS; Supplementary Fig. la), suggesting that eNOS
re-localizes from the cytosol to mitochondria in response
to exercise. In cardiomyocytes, there are two populations
of mitochondria: subsarcolemmal (SSM) and intermyofi-
brillar (IFM) mitochondria. However, our protocol mainly
allows the isolation of SSM. Therefore, we next evaluated
whether exercise training also influenced eNOS level in
the [FM-enriched fraction (containing both myofilaments
and IFM). In this fraction, eNOS level was increased in
response to exercise training (Supplementary Fig. lc, d).
This strengthened the hypothesis that in response to exer-
cise, eNOS can re-localize from the cytosol to specific
microdomains that contain mitochondria. As eNOS is acti-
vated by phosphorylation on serine 1177 (eNOS-P* 1177,
we then evaluated the effect of exercise training on this
phosphorylation. The level of eNOS-PS*!''"7 was signifi-
cantly increased in the mitochondrial fraction of Ex-Tr
compared with Sed rats, but not in the cytosolic fraction
(Fig. le, f). We [23] and others [10] previously reported
that exercise training does not have any impact on the level
of neuronal NOS (nNOS), and another NOS isoform also
expressed in heart. We confirmed this observation in the
cardiac cytosolic and mitochondrial fractions (Fig. 1g, h).
Altogether, these results indicate that eNOS association
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with mitochondria is increased in response to exercise
training.

Exercise training increases NO production
in response to oxidative stress

As exercise training increased eNOS activation and level in
mitochondria, we next evaluated whether exercise training
also promoted NO production in response to a stress that
mimics IR in primary cardiomyocytes isolated from Ex-Tr
and Sed rats. We first confirmed that eNOS re-localizes
from the cytosol to mitochondria in Ex-Tr cardiomyocytes,
but not in Sed cardiomyocytes (Supplementary Fig. 2a, b).
Next, we used the NO-sensitive DAF2-DA fluorescent dye
(5 uM) to measure intracellular NO every 10 s for 25 min in
primary cardiomyocytes isolated from Ex-Tr and Sed rats
before (basal conditions) and after addition or not of H,0,
(100 uM) to promote eNOS-dependent NO production [68]
and to mimic IR-induced oxidative stress. We pre-incu-
bated some cardiomyocytes with the NO synthase inhibitor
L-NAME (100 uM) for 30 min before NO measurement to
evaluate the contribution of NOS-dependent NO produc-
tion. In basal conditions, DAF2-DA fluorescence intensity
remained unchanged over time (Fig. 2a). Addition of H,0,
resulted in a progressive increase of the fluorescence signal
in Ex-Tr and, to a lesser extent, also in Sed cardiomyocytes
(Fig. 2a). In cardiomyocytes pre-incubated with L-NAME,
this increase was reduced compared with cells without
L-NAME, and consequently, fluorescence intensity was
similar in Sed and Ex-Tr cardiomyocytes (Fig. 2a and Sup-
plementary Fig. 3a). To determine whether NO production
by cardiomyocytes upon exposure to H,0, was localized
in mitochondria, we used confocal microscopy to analyze
cardiomyocytes stained with DAF2-DA (NO production
marker) and with MitoTracker (mitochondrial stain). As
before, we did not observe any difference between Ex-Tr
and Sed cardiomyocytes in basal conditions (no H,0,).
Conversely, DAF2-DA fluorescence intensity increased in
Sed cells (+ 80%; p=0.3) and particularly in Ex-Tr cells
(+183%; p <0.05) after H,0, addition (Fig. 2b, c). Pre-
incubation with L-NAME reduced DAF2-DA fluorescence
intensity in both Sed and Ex-Tr cardiomyocytes (Supple-
mentary Fig. 3b-c). It has been reported that in cardiomyo-
cytes, NO-dependent DAF2-DA fluorescence signal is local-
ized in mitochondria [19]. By merging the DAF2-DA and
MitoTracker signals, we observed their colocalization in Sed
and Ex-Tr cardiomyocytes (Fig. 2b, Supplementary Fig. 3d,
e), with a good Pearson’s correlation coefficient (r*=0.85
for Sed; r* =0.89 for Ex-Tr). We next quantified DAF2-DA
fluorescence intensity specifically in mitochondria (based
on the MitcTracker signal). Upon exposure to H,0,, DAF2-
DA fluorescence intensity (indicative of NO production) was
higher in mitochondria of Ex-Tr than Sed cardiomyocytes
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(Fig. 2d). Altogether, these findings suggest that exercise
training increases NO bioavailability in mitochondria of
cardiomyocytes.

Exercise training modifies the S-nitrosylation profile
of mitochondrial protein.

As eNOS/NO-dependent cardioprotection has been mostly
attributed to protein SNO [74], we next used a proteomic
approach to evaluate the impact of exercise training on the
protein SNO profiles of total left ventricle (LV) homogen-
ates and mitochondrial samples from Sed and Ex-Tr hearts.
In this approach, the iodoTMT switch assay was followed
by enrichment of TMT-labeled peptides using an anti-
TMT resin, and shotgun proteomics by nano-LC-MS/MS
(Fig. 3a). Using this redox proteomic approach, we identi-
fied 296 and 345 proteins with at least one TMT-labeled
modification in total LV homogenates and mitochondrial
samples, respectively. Among the 345 proteins identified in
mitochondrial samples, 125 were mitochondrial proteins.
Next, we compared the SNO profile of individual proteins
in total LV homogenates and mitochondrial samples from
Sed and Ex-Tr hearts. Volcano plots showed no major effect
of exercise training on protein SNO in total LV homogenates
(Fig. 3b). Conversely, the extent of protein SNO tended to be
higher in mitochondrial subfractions from Ex-Tr rats, par-
ticularly for mitochondrial proteins (red dots) (Fig. 3c). We
did not observe any clear separation between groups and cell
subfractions by unsupervised partial least-squares discrimi-
nant analysis (PLS-DA). Therefore, we used a supervised
PLS-DA and all proteins (345 proteins from 12 samples; 3
samples/subfraction/condition) to determine the separation
between subfractions/conditions and identify the proteins the
abundance of which contributed to separate the groups. This
approach separated total LV homogenates and mitochondrial
fractions along component 1, and Sed and Ex-Tr samples
as well as total LV homogenates (TH) and mitochondria
along component 2 (Fig. 3d). Moreover, the Sed and Ex-Tr
mitochondrial fractions were separated along component
3 (Fig. 3e). We identified 20 proteins that contributed to
explain the separation of the Sed and Ex-Tr mitochondrial
subfractions along component 3 (Fig. 3e). This subgroup of
proteins included eleven mitochondrial proteins and nine
proteins that can directly interact with mitochondria. We
then used another approach based on the S-nitrosylated pro-
teins that were more abundant in mitochondria in response
to exercise training. Using an optimized cut-off (fold
change > 1.5, p value <0.05), we identified five mitochon-
drial proteins, including two proteins already identified with
the first method (connexin 43 and coiled-coil-helix-coiled-
coil-helix domain containing 2, CHCHD?2) (spectral counts
in Fig. 3f). On the basis of its biological importance during
IR and its trend to be more abundant in the Ex-Tr group
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zation is shown in the merged
images. ¢ Quantification of
DAF?2 fluorescence intensity in
cardiomyocytes (n=3 hearts per
group, each point corresponds
to the mean of DAF2 fluores-
cence intensity measured in at
least 8 cells/heart); 3p <0.05
H,0, effect (parametric one-
way ANOVA followed by
Turkey’s multiple comparisons
test). d Quantification of mito-
chondrial DAF2 fluorescence
intensity (n=3 hearts per group,
each point corresponds to the
mean of DAF2 fluorescence
intensity measured in at least

at least 8 cells/heart); *p<0.05
Sed vs Ex-Tr (parametric f test).
Data are the mean+ SEM
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(fold change: 2.33; p=0.0572), we also added cyclophilin
D (PPIf) to this list of proteins. Proteins involved in the elec-
tron transport chain (ETC) regulation (NADH dehydroge-
nase [ubiquinone] 1 alpha subcomplex 10-likel, NDUFA10;
electron transfer flavoprotein-ubiquinone oxidoreductase,
ETFDH; CHCHD?2, and connexin 43), in mitochondrial
p-oxidation (acyl-CoA dehydrogenase, long chain), in the
TCA cycle (malate dehydrogenase 2), in calcium homeosta-
sis (ryanodine receptor 2 and connexin 43), in the regulation
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of energetic metabolism (AMPKa1), and in the regulation of
mPTP activation (cyclophilin D) explained the differences in
protein SNO profile between Sed and Ex-Tr mitochondria.

Exercise training prevents Ca?*-induced mPTP
opening: a major role for S-nitrosylation

As exercise training affected the SNO profile of key pro-
teins involved in ETC and in cardioprotective signaling

@ Springer

156



Introduction

Revue de littérature

Matériels & Méthodes

Articles annexes

66 Page 8 of 19

Basic Research in Cardiology (2021) 116:66

A

Mascot Daemon + database

5wks

+ [[sed o3 i
e @8-
(3

Cardiac left
ventricule {LV)

/\
Differential
centrifugation

Mitochondrial
enriched fraction

Total LV homogenate Protein samples

Freeze/ thow Polytron
cycles

homogenizer

BB

h -MS/MS
< LC: Ultimate 3000 RSLC
MS/MS: Q exactive HF

TMT-labeled proteins

MS/MS spectra = -

Peptide mixture \ S\, 7N

Wi

LV proteins

Resin coupled
anti-TMT

TH-Sed
/\ TH-Ex-Tr
-~ Mito-Sed

> Mito-Ex-Tr

@ Springer

B LV total homogenates

109

-log10 (p-value)

Xovariate 2 10% expl var

Xoanate 1 28% exph var

w-
F = Sed
= Ex-Tr

30+

spectral counts

157

c LV mitochondria

10-)..
o)
2
g 1024
S
o
- 1
o 10
o

10° T

3 Bt
Log; ratio

E

sPLS-DA on TMT-TH&Mito, comp 1 & 3

Xewariate 3 0% eupl var

\

A

Xovanate 1 28% expl var

p=0.08




Introduction Revue de littérature Matériels & Méthodes M

Basic Research in Cardiology (2021) 116:66

Page9of19 66

«Fig. 3 Effect of exercise training on SSM protein S-nitrosylation pro-
file. a Schematic illustration of the site-specific S-nitrosoproteomic
analysis in the mitochondrial subfractions and total left ventricle
(LV) homogenates from Sed (n=13) and Ex-Tr (n=3) hearts. (1) Pro-
tein extraction, (2) SNO occupancy was determined by [odoacetyl
Tandem Mass Tag™ (iodoTMT™) labeling, and (3) TMT-peptide
enrichment, (4) liquid chromatography—tandem mass spectrometry
analysis followed by data interpretation using the Mascot Daemon
software. b, ¢ Volcano plot showing the —log 10 p value vs. the log2
expression levels representing the SNO changes of individual proteins
in response to exercise training versus sedentary condition. Red dots,
mitochondrial proteins; black dots, non-mitochondrial proteins. Blue
and green squares represent the cut-off of fold change> 1.5, p<0.1.
296 proteins with at least one TMT-labeled modification were identi-
fied in the total LV homogenates (b), and 345 proteins in the enriched
mitochondrial subfractions (). d Supervised partial least-squares dis-
criminant analysis (sPLS-DA). Component 1 versus Component 2,
using 95% confidence ellipses. TH, total left ventricle lysates. e Com-
ponent 1 versus component 3, using 95% confidence ellipses obtained
by supervised partial least-squares discriminant analysis. TH, total
LV homogenates. f Spectral counts of key proteins that explain the
differences in the Sed and Ex-Tr S-nitrosoproteome profiles obtained
in mitochondrial samples; *p<0.05 Sed vs Ex-Tr (¢ test with Welch's
correction)

pathways, we next investigated whether exercise training
also influenced mPTP activation in response to mitochon-
drial Ca®* overload. For this, we performed a mitochondrial
CRC test in isolated mitochondria. We first confirmed that
our test was well designed to evaluate mPTP activation by
showing that incubation with cyclosporine A, an inhibitor
of mPTP activation, prevented the progressive increase in
Ca®* green-5N flucrescence in response to cumulative Ca*
pulses compared with untreated mitochondria from Sed and
Ex-Tr hearts (Fig. 4a). As previously published [45, 46],
we found that the CRC was higher in isolated mitochon-
dria from Ex-Tr than Sed hearts (Fig. 4a). Next, to evaluate
SNO role in mitochondrial CRC, we pre-incubated isolated
mitochondria with ascorbate (1 mM), a reducing agent that
decomposes SNO [31]. Ascorbate had only a moderate
effect on CRC in mitochondria from Sed hearts, but strongly
reduced it in mitochondria from Ex-Tr hearts (Fig. 4b, c).
Consequently, the CRC differences between Sed and Ex-Tr
mitochondria (Fig. 4a) were abolished following pre-incu-
bation with ascorbate (Fig. 4c). We confirmed these results
by assessing CRC in mitochondria isolated from hearts per-
fused or not with L-NAME (100 uM), a NOS inhibitor, for
25 min (Supplementary Fig. 4a—c), thus validating NO role
in the increased CRC in mitochondria of Ex-Tr hearts. To
further confirm protein SNO role in mitochondria, we evalu-
ated mPTP opening by monitoring the rapid inflow of sol-
utes in mitochondria and their subsequent swelling through
absorbance measurement in response to exposure to a single
high concentration of Ca?* (250 uM). Consistent with our
previous results, mitochondrial swelling (i.e., the decrease
of absorbance) was lower in mitochondria of Ex-Tr than
Sed hearts (Fig. 4d). Pre-incubation with ascorbate further
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increased mitochondrial swelling in both Sed and Ex-Tr
mitochondria and abolished the difference between these
groups (Fig. 4d). To further confirm NO effect on mitochon-
drial CRC, we evaluated CRC in mitochondria incubated or
not with the NO-donor GSNO (500 uM). GSNO increased
mitochondrial CRC (Fig. 4e, f). Altogether, these results
confirm that exercise training has a beneficial impact on the
mitochondrial response to increased Ca’* load as observed
during IR, and highlight protein SNO key role in this effect.

Exercise training reduces mitochondrial ROS
production: a major role for S-nitrosylation

The activation of mPTP during IR depends on a complex
interplay between Ca** overload and mtROS production
[27]. According to a previous study, SNO of mitochondrial
proteins contributes to limit mtROS production during IR
[16]. Thus, we asked whether exercise training modulated
mtROS production and whether SNO had a role. For this,
we loaded cardiomyocytes with MitoSOX Red (5 uM), a
sensitive mtROS probe [2], and incubated them or not with
ascorbate or L-NAME (to evaluate the eNOS/NO/SNO path-
way implication in mtROS production) for 30 min. Then,
we stimulated cells with antimycin A (10 pM), a mitochon-
drial electron transport chain complex IIT blocker, to force
mtROS production before determining the fluorescence
intensity every 20 s for 15 min (Fig. 5a) [7]. In both Sed and
Ex-Tr cardiomyocytes, MitoSOX Red fluorescence intensity
increased progressively for 15 min after antimycin A addi-
tion, and mtROS production tended to be higher in Ex-Tr
than Sed cardiomyocytes (not significant) (Fig. 5a, b). Incu-
bation with ascorbate or L-NAME significantly increased
mtROS production in Ex-Tr cardiomyocytes, but not in
Sed cardiomyocytes (Fig. 5a, b). This suggested that the
increased NO bioavailability in cardiomyocytes in response
to exercise training contributes to modulate mtROS produc-
tion during stress. Next, we performed global IR in perfused
isolated hearts to evaluate the impact of exercise training
on ROS production (Fig. 5¢). As mitochondrial oxidative
stress is a key trigger of cardiac injuries and dysfunction [9],
we measured, using the DHE fluorescent dye, ROS produc-
tion during early reperfusion in hearts from Sed and Ex-Tr
rats. In line with the previous studies [23], post-IR ROS
production was lower in Ex-Tr than Sed hearts (Fig. 5d).
When we perfused hearts with MitcTEMPO (0.1 pM), a
specific mtROS scavenger, at a concentration previously
used to limit cardiac mtROS production [7, 54], we found
that the difference between Sed and Ex-Tr hearts was abol-
ished (Supplementary Fig. 6). This suggests that mtROS
contributes mainly to the difference observed between Sed
and Ex-Tr hearts. To evaluate the role of the eNOS/NO/SNO
pathway in ROS production during early reperfusion, we
perfused Sed and Ex-Tr hearts with L-NAME (100 uM) for

@ Springer
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Fig. 4 Effect of exercise training on mitochondrial calcium reten-
tion capacity and mPTP activation: a key role for S-nitrosylation.
a—¢ Calcium retention capacity (CRC) in mitochondria from Sed
(15 experiments from n=35 hearts) and Ex-Tr (12 experiments
from n=4 hearts) hearts was monitored using the Calcium Green-
5N probe (Em: 507 nm; Ex: 536 nm). a, b Mean traces of the CRC
tests. Each peak corresponds to calcium addition (1 pM, 5 pM, and
50 uM pulses of CaCl,; changes in concentration are represented by
arrows). Black curve, representative trace in the presence of 2 pM
cyclosporine A (CsA; 2 pmol/L). CRC was tested in the absence
(a) or presence (b) of sodium L-ascorbate (1 mmol/L) in mitochon-
dria obtained from Sed (9 experiments from n=3 hearts) and Ex-Tr
(12 experiments form n=4 hearts) hearts (*p <0.05 Sed vs Ex-Tr,
repeated two-way ANOVA followed by the Sidak’s multiple com-
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parisons test). ¢ Quantification of CRC (nmol Ca®" per mg protein);
*p<0.05, Sed vs Ex-Tr (non-parametric Kruskal-Wallis test followed
by Dunn’s multiple comparisons test). d Mitochondrial swelling assay
in mitochondria from Sed and Ex-Tr hearts. Mitochondrial swelling
was induced by adding Ca®* (250 puM) to mitochondria isolated from
Sed (n=6) and Ex-Tr (n=35) hearts incubated or not with sodium
L-ascorbate (1 mmol/L). Absorbance was monitored at 540 nm every
30 s (*p<0.05 Sed vs Ex-Tr; p<0.05 with ascorbate vs without
ascorbate; repeated two-way ANOVA followed by Turkey’s multiple
comparisons test). e Representative CRC traces in mitochondria pre-
treated or not with 500 uM of GSNO. f Quantification of CRC in the
presence (12 experiments, n=4 hearts) or absence (9 experiments,
n=3 hearts) of GSNO (°p <0.05 GSNO (+) vs GSNO (—); non-para-
metric Mann-Whitney test). Data are the mean+ SEM
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20 min before ischemia and during early reperfusion. We
previously reported that L-NAME perfusion results in the
loss of exercise-induced cardioprotection in rats [23]. Here,
we first confirmed, using the iodoTMT switch assay (Sup-
plementary Fig. 7a) and western blot analysis, that L.-NAME
resulted in lower protein SNO levels in SSM isolated from
Sed and Ex-Tr hearts (Supplementary Fig. 7b, c), as previ-
ously described [40]. In these conditions, we then meas-
ured ROS production by monitoring DHE fluorescence.
L-NAME markedly increased (+48%) ROS production in
Ex-Tr hearts during early reperfusion, but not in Sed hearts
(= 3%) (Fig. 5d), indicating that NO is essential to blunt
ROS production during post-ischemic reperfusion in exer-
cised hearts.

Given the protective role of protein SNO during early
reperfusion, we next evaluated whether N6022 (10 uM), a
specific and potent GSNO reductase inhibitor that increases
protein SNO level [12], could limit ROS production during
early reperfusion (Fig. 5e). In line with results obtained after
exercise training in rats, N6022 significantly reduced the car-
diac DHE fluorescence signal after 10 min of post-ischemic
reperfusion (Fig. 5f), indicating lower post-ischemic ROS
production.

Finally, to confirm in vivo our in vitro and ex vivo results,
we performed cardiac IR in Sed and Ex-Tr rats treated or
not with L-NAME (50 mg/kg i.p.) 24 h and 30 min before
IR, because it has been reported that L-NAME decreases
NO bicavailability [3] and mitochondrial protein SNO [40].
We then compared their ECG profiles throughout IR. Before
ischemia, we did not observe any ECG difference between
groups (Fig. 6a, b). Ischemia resulted in an elevation of the
ST segment and prolongation of the QTc¢ interval, compared
with baseline, in all groups (Fig. 6a). After 10 min of reper-
fusion, the QTc interval was significantly prolonged by 19%
in Sed animals (p <0.05; ¢ test) compared with baseline,
and also in Sed animals treated with L-NAME (by 17.8%;
not significant: p=0.1). We did not observe any difference
between Sed animals treated or not with L-NAME (Fig. 6c).
In Ex-Tr animals, the QTc interval was only prolonged by
3%, and after 10 min of reperfusion, and was lower than in
Sed animals (Fig. 6a—c). On the other hand, in Ex-Tr ani-
mals treated with L-NAME, the QTc interval was prolonged
by 11% after 10 min of reperfusion (p =0.06 compared with
baseline), and was significantly higher than in untreated
Ex-Tr animals (Fig. 6a—). We next evaluated whether our
experimental conditions influenced mitochondrial perme-
ability transition during reperfusion. To this aim, we stained
cardiac tissues with calcein-cobalt after 10 min of reperfu-
sion. We did not observe any significant difference between
Sed and Ex-Tr hearts (Suppl Fig. 8). However, we found that
L-NAME treatment tended to reduce calcein fluorescence in
Sed (— 14.3%; p=0.18) and also in Ex-Tr hearts (— 20.1%;
p=0.08 vs untreated), indicative of increased mitochondrial

permeability transition (Suppl Fig. 8). This suggests that
NO could contribute to modulate mPTP activation during
early reperfusion and that exercise training contributes,
although moderately, to this effect. As in isolated hearts
eNOS-NO-SNO signaling influenced ROS production dur-
ing early reperfusion only in Ex-Tr hearts, we then meas-
ured ROS production in the ischemic area using the DHE
fluorescent dye. In line with results obtained in isolated
hearts, we found that L-NAME treatment did not influence
ROS production in Sed animals, but strongly increased its
production in Ex-Tr rat hearts (Fig. 6d). Altogether, these
results show that in exercised hearts, NO-SNO signaling
plays a key role in limiting excessive mtROS production
during early reperfusion.

Discussion

Our results clearly support the hypothesis that the eNOS/
NO/SNO pathway plays a key role in the exercise ability
to protect mitochondria during IR. Specifically, we found
that exercise training (1) increases NO bioavailability in
mitochondria, (2) results in SNO of key proteins involved
in the mitochondrial response to stress, and (3) modulates
Ca’*-dependent mPTP opening and ROS production in
conditions that mimic IR. Collectively, these results pro-
vide additional insights to better understand eNOS role in
exercise-induced cardioprotection.

There is now considerable evidence, indicating that
eNOS/NO signaling plays a central role in exercise-induced
cardioprotection during IR [10, 23]. This eNOS-dependent
cardioprotection is mediated through the increase of NO
metabolite storage (i.e., nitrite and S-nitrosothiols) before
ischemia and higher protein SNO during early reperfusion
[23, 61]. However, the underlying mechanisms and the
identification of specific SNO sites remain limited. Here,
we showed that mitochondria constitute a privileged target
of NO-dependent cardioprotective signaling in response
to exercise training. Mitochondria are end-effectors of cell
death, and many cardioprotective signaling mechanisms con-
verge to mitochondria [52]. In line with our results, a previ-
ous study showed that in response to ischemic pre-condition-
ing, eNOS can translocate from the cytosol to mitochondria
and increase the level of protein SNO [75]. However, the
underlying mechanisms were not elucidated. The interac-
tions between caveolae, caveolin-3, and eNOS could play a
key role. Indeed, in a model of cardiac ischemic pre-condi-
tioning, disruption of caveolae with a cholesterol sequester-
ing agent [72] or caveolin-3 gene deletion [75] abolished
eNOS translocation to mitochondria and the subsequent
increase in protein SNO. Interestingly, both caveolae and
caveolin-3 are considered stretch-sensitive elements in car-
diomyocytes. As exercise increases the mechanical workload
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eNOS certainly does not enter mitochondria, because it
does not harbor the transport sequence required for pass-
ing through the inner mitochondrial membrane [38]. How-
ever, eNOS can dock on the outer mitochondrial membrane,

E )

N6022 - +

and results in myocardial stretch, it could constitute a key
trigger of eNOS association with mitochondria. Neverthe-
less, additional studies are necessary to better understand
this effect. Adrenergic stress also could trigger eNOS acti-

vation and translocation. Indeed, in mice in which the gene
encoding f3-adrenergic receptor was ablated, exercise train-
ing does not activate eNOS and the exercise cardioprotec-
tive effect is lost [10]. Upon re-localization to mitochondria,

@ Springer

where it constitutes a NO source to regulate mitochondrial
respiration [25].

In cardiomyocytes, there are two populations of mito-
chondria (SSM and IFM). It was previously reported that
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«Fig. 5 Effect of exercise training on mitochondrial ROS production:
a major role for protein S-nitrosylation. a, b Sed and Ex-Tr cardio-
myocytes (100,000 cells/mL) isolated from 3 to 6 independent hearts/
group were loaded with MitoSOX Red, a fluorescent dye sensitive
to mitochondrial ROS production (Ex: 510 nm; Em: 580 nm; 5 puM)
that can detect superoxide anion production in mitochondria. Fluo-
rescence was measured every 20 s and normalized to baseline fluo-
rescence (F/F;). Cardiomyocytes were stimulated with antimycin A
(AA, 10 uM), a mitochondrial electron transport chain complex III
blocker, to force ROS production by mitochondria. Some myocytes
were incubated with sodium L-ascorbate (Asc; 1 mM) or L-NAME
(LN; 100 uM) for 30 min before AA addition. b Mean fluorescence
level after 15 min (p<0.05 ascorbate effect; "p<0.05 L-NAME
effect, non-parametric Kruskal-Wallis test followed by Dunn’s mul-
tiple comparison test). ¢ Schematic illustration of the experimen-
tal protocol. Sed (n=4) and Ex-Tr (n=4) hearts were stabilized for
20 min and then perfused or not with L-NAME (LN; 100 pM) for
45 min using a Langendorff apparatus. Hearts were subject to global
no-flow ischemia for 20 min followed by 10 min of reperfusion. d
Determination of ROS production by DHE staining after 10 min of
post-ischemic reperfusion, in hearts of Sed and Ex-Tr animals per-
fused or not with L-NAME (LN). Scale bar=80 pm. DHE fluores-
cence intensity was quantified in 20 images from 3 to 4 hearts in each
group; *p<0.05 Ex-Tr vs Sed, #p<0.05 with vs without L-NAME
effect (parametric f test). e Schematic illustration of the experimental
protocol (only sedentary animals were used). Hearts were stabilized
for 20 min and then perfused (n=4) or not (n=4) with the GSNO
reductase inhibitor N6022 (10 pM) for 45 min. Then, hearts under-
went global no-flow ischemia for 20 min followed by 10 min of rep-
erfusion. £ ROS production in hearts of control animals pre-treated or
not with N6022 was monitored by quantifying DHE fluorescence at
10 min after ischemia reperfusion. DHE fluorescence intensity was
quantified in 20 images from 4 hearts in each group (*p <0.05 with vs
without N6022; parametric ¢ test). Data are the mean+SEM

in response to ischemic pre-conditioning, eNOS translo-
cates preferentially to SSM [75]. Here, we found that in
response to exercise training, eNOS re-localizes both to the
SSM and IFM + myofilament subfractions. These results are
supported by the increased NO production in mitochon-
dria of isolated Ex-Tr cardiomyocytes. We also showed that
both SSM (Fig. 4a—c) and IFM (Supplementary Fig. S5c—e)
were protected by exercise training and were sensitive to
denitrosylation by ascorbate. This highlights the key role
of eNOS/NO/SNO signaling in this effect. However, in
line with previous work [75], SNO role seemed to be more
obvious in SSM than IFM. Although SSM represent only
about 10% of all cardiac mitochondria, they are more vul-
nerable to IR and are the first to be affected in IR injuries
[56, 75]. Specifically, SSM might be more sensitive to cal-
cium overload and alterations of oxidative phosphorylation
than IFM [48, 63]. In addition, the enzymatic antioxidant
system is altered by IR in cardiac SSM but not in IFM [26,
37]. The fact that the junction protein connexin 43 is only
present in SSM and is markedly targeted by SNO in Ex-Tr
hearts might contribute to explain eNOS/NO key role. Con-
nexin 43 has been identified in the sarcolemma and also
in mitochondria of cardiomyocytes, and is mainly located
in the inner mitochondrial membrane of SSM. Its role in
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mitochondria remains controversial. Mitochondrial con-
nexin 43 influences the mitochondrial respiratory function,
ETC [4], ATP synthesis, and ROS production [64]. Con-
nexin 43 also plays a key role in the modulation of cardiac
IR injuries [64]. Indeed, mitochondrial CRC is reduced by
blocking connexin 43 with the specific inhibitor Gap27
[71]. Moreover, protection by ischemic pre-conditioning is
lost in cardiomyocytes and hearts of heterozygous connexin
43-deficient mice [29]. It has been proposed that SNO of
mitochondrial connexin 43 upon ischemic pre-conditioning
might explain the link between NO and connexin 43 in the
signal transduction cascade of cardioprotective interven-
tions [70]. This in line with our results, showing that in
response to exercise training, increased CRC of mitochon-
dria is associated with increased SNO of connexin 43.
However, the underlying mechanisms are not clear. Indeed,
Soetkamp et al. [70] demonstrated in isolated mitochon-
dria that increased SNO of connexin 43 by a NO-donor
increases mtROS production. This is in line with our results,
showing that mtROS production in response to antimycin A
tended to be higher in Ex-Tr cardiomyocytes. However, in
our study, the use of L-NAME to block NO production or
of ascorbate to decompose SNO, unmasked higher mtROS
production in Ex-Tr cells compared with Sed cardiomyo-
cytes, showing that in Ex-Tr cells NO rather contributes
to limit mtROS production. Interestingly, IR is associated
with increased connexin 43 oxidation that is attenuated by
ischemic pre-conditioning [67]. As we did not investigate
whether SNO of connexin 43 contributes to prevent its irre-
versible oxidization, additional studies are needed to better
understand the link between SNO of connexin 43, mtROS,
and cardioprotection.

These results associated with the finding that IFM also
were altered in the Ex-Tr group may suggest that SNO of
connexin 43 alone is not sufficient to explain the cardio-
protective effect of exercise training. Indeed, in line with
previous studies using ischemic pre-conditioning or a NO-
donor to protect the myocardium during IR [15, 16, 75], we
found that several key proteins involved in cardiac injury
during IR are S-nitrosylated in response to exercise train-
ing. Among the biological processes sensitive to NO level
during reperfusion, excessive ROS production by the mito-
chondrial ETC is attenuated by ischemic pre-conditioning
and NO donors [16]. Interestingly, it has been suggested
that SNO of the NADH dehydrogenase 3 (ND3) subunit of
mitochondrial complex I, which is considered as the key
trigger of ROS overproduction during IR, could explain the
cardioprotective effect of mitoSNO, a NO-donor that targets
mitochondria [16]. Here, we did not identify the ND3 subu-
nit among the proteins S-nitrosylated in response to exercise
training, but we observed that several ETC proteins were
S-nitrosylated, including NDUFA10 (a complex I subu-
nit), ETFDH, and CHCHD?2 that connects metabolism to
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Fig. 6 Effect of exercise train-
ing on the electrocardiography
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apoptosis [44]. In agreement, pre-incubation with ascorbate
or with L-NAME increased mtROS production in Ex-Tr but
not in Sed cardiomyocytes. Similarly, perfusion of isolated
hearts or treatment of animals with L-NAME before IR
increased cardiac ROS production during early reperfusion,
suggesting that NO-SNO-mediated regulation of key ETC
proteins can contribute to limit ROS overproduction during
IR. Among the other proteins that could explain exercise
training cardioprotection, we also identified SNO of cyclo-
philin D. This protein is a key regulator of mPTP and highly
redox-sensitive. During ischemia, the rise in mitochondrial
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calcium leads to cyclophilin D deacylation, its oxidation,
and mPTP activation [1, 53]. SNO of cyclophilin D might
contribute to cardioprotection by inhibiting its oxidation on
cysteine 202 [1, 53]. In agreement, we found that exercise
training increased cyclophilin D SNO on this cysteine resi-
due, which was associated with the delayed activation of
mPTP in response to Ca>*.

Our in vitro and ex vivo results support the hypothesis
that eNOS re-localization to mitochondria explains the
effect of exercise training on mtROS and mPTP opening
during IR. In line, the eNOS-NO pathway plays a key role
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in exercise-induced cardioprotection [23][23]. Indeed, in
animals that lack the gene encoding eNOS [10, 28] or the
gene encoding p3-adrenergic receptor [10] and in which
exercise-induced phosphorylation (and thus activation) of
eNOS is abolished, exercise training does not reduce myo-
cardial infarct size. This is also observed when eNOS is
pharmacologically inhibited [23]. Using the QTc interval
as an index of heart sensitivity to IR, we confirmed in vivo
that exercise training is associated with cardioprotection
and that its beneficial effect is abolished by pre-treatment
with L-NAME to reduce NO production and SNO level
[40]. We also confirmed in vivo results we obtained in car-
diac cells and isolated hearts showing that the eNOS-NO
pathway plays a key role in ROS modulation during IR.
Qur results on mPTP activation are less clear-cut. Indeed,
exercise delayed mPTP activity in isolated mitochondria.
Conversely, in vivo we did not observe any difference of
mitochondrial permeability after 10 min of reperfusion
between Sed and Ex-Tr hearts. The effect of exercise train-
ing on mPTP was previously described in isolated mito-
chondria [46] and cardiac tissue after 45 min of reperfusion
of isolated hearts [39]. Such discrepancy could be explained
by the time when we measured mitochondrial permeability.
Indeed, Panel et al. [58], using the same method (i.e., cal-
cein-cobalt staining) in isolated cardiomyocytes subjected
to anoxia reoxygenation, found that approximately 25 min
are necessary to observe marked alterations of mitochon-
drial permeability. In addition, considering the key role of
ROS on mPTP activation, we can also hypothesize that the
effects of exercise on mPTP are secondary to the modula-
tion of ROS production and, consequently, are observed
later. More studies are necessary to precisely understand the
impact of exercise training on mPTP activation during IR.
Nevertheless, our in vivo results support the key role of NO
in the modulation of mPTP activation during reperfusion,
because L-NAME pre-treatment tended to reduce calcein
fluorescence in Sed and slightly more in Ex-Tr hearts. This
is in line with previous studies, showing that incubation of
isolated mouse fibroblasts with GSNO improves mitochon-
drial CRC in conditions mimicking reperfusion [53] and
treatment with the mitochondrial NO-donor mitoSNO can
protect the mouse heart during IR [16]. Altogether, these
results reinforce the hypothesis that the NO-SNO pathway
plays a key role in protecting mitochondria during IR, and
help to understand that the re-localization of this pathway
to mitochondria following exercise training contributes to
the exercise-induced cardioprotection.
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Study limitations

This study has some limitations. The first limitation con-
cerns the purity of our mitochondrial preparations. As SNO
is a very labile post-translational protein modification [75],
we did not isolate mitochondrial subfractions using Percoll
gradient ultracentrifugation. Indeed, mitochondrial proteins
can become oxidated during isolation of mitochondria using
a discontinuous Percoll gradient [14]. Therefore, we cannot
rule out the possibility that the SNO of other proteins also
contribute to modulate mPTP activation and ROS produc-
tion in mitochondria. Indeed, we also observed the SNO of
key proteins involved in calcium homeostasis (RyR2) and
in the cell metabolic response (AMPKal). The list of all
proteins in which SNO is influenced by exercise training
is available in the online Suppl Table 1. We quantitatively
evaluated the purity of our mitochondrial preparations after
shotgun proteomics by comparing the summed abundance
of all mitochondrial proteins, identified using MitoMiner
(mitominer.mrc-mbu/cam.ac.uk), to the total protein abun-
dance. We found a mitochondrial protein enrichment of
81.8+0.021%, with a variation coefficient of 2.7% between
samples. The second limitation concerns the isolation of
IFM that requires the use of proteases, leading to artifacts
in mitochondrial protein quantification [36]. This can be
particularly important for eNOS, because this protein is
docked to the outer mitochondrial membrane through a
proteinase cleavable peptide [25]. Therefore, we chose to
evaluate eNOS level in the IFM + myofilament fraction to
avoid the use of proteases. The results we obtained by west-
ern blotting were supported by the increased NO produc-
tion, measured by DAF2-DA fluorescence, in the IFM from
isolated Ex-Tr cardiomyocytes. However, when IFM were
isolated using proteinase (i.e., nargase) to evaluate the CRC,
we observed that NO-SNO signaling appeared to be less
evident compared with SSM. Thus, more studies are needed
to thoroughly investigate eNOS translocation to IFM and its
functional consequences.

Overall, our findings suggest that several key mitochon-
drial proteins involved in cardiac injuries during IR are
S-nitrosylated in response to exercise training. Collectively,
these results provide additional insights to better understand
eNOS role in exercise-induced cardioprotection and bring
evidence to support the hypothesis that cardioprotection
by exercise training is explained by the re-localization of
eNOS/NO/SNO cardioprotective signaling to mitochondria
(Fig. 7). Additional studies are needed to better understand
how each specific target contributes to limit mitochondrial
ROS production and mPTP activation during IR.

@ Springer
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mitochondria
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Fig. 7 Increased protein S-nitrosylation in mitochondria: a key mech-
anism of exercise-induced cardioprotection. During reperfusion, in
sedentary hearts, the rapid re-establishment of OX-PHOS and mito-
chondrial membrane potential associated with mitochondrial Ca**
overload results in a strong rise in ROS production in mitochondria.
A complex interplay between ROS production and Ca®* overload
triggers mPTP opening, leading to mitochondrial swelling and dis-
ruption, and cell death. Exercise training increases eNOS association
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Article annexe n°2

Initialement, les objectifs de ma these étaient (i) d’investiguer les mécanismes sous-jacents
expliquant I'augmentation de la sensibilité du cceur a I'IR en condition d’hyperglycémie et (ii) d’évaluer
si I'exercice physique permettait de limiter les effets délétéres de I'hyperglycémie. Finalement, suite
au premier comité de suivi de thése, nous avons décidé de centrer la thése uniquement sur le premier
objectif, a savoir 'impact de I'hyperglycémie sur la sensibilité du coeur a I'IR, afin d’assurer la faisabilité
temporelle du projet de thése. Néanmoins, afin de valoriser des résultats obtenus au cours des
premiers mois de thése, nous avons décidé d’écrire une « short-communication » intitulée « Exercise
training limits mitochondrial fission during myocardial ischemia-reperfusion », actuellement soumise

dans Journal of General Physiology (JGP).

Contexte scientifique et hypothése :

Parmi les stratégies naturelles connues pour réduire les Iésions d’IR, I'exercice physique est
aujourd’hui décrit comme l'une des plus efficaces. Récemment, notre laboratoire (Boulghobra et al.,
2021) ainsi que d’autres (Lee et al., 2012) ont rapporté que les effets cardioprotecteurs de I'exercice
physique pouvaient étre expliqués par son impact sur la production d’EROmt et I'activation du mPTP
au cours des premieres minutes de reperfusion. Considérant le role clé de la fission mitochondriale
dans les lésions d’IR et I'interaction complexe entre EROmt/[Ca**]m et dynamique mitochondriale,
nous avons supposé un potentiel impact de I'exercice physique sur la dynamique mitochondriale au
cours de I'IR. Dans la littérature scientifique, il a été rapporté que I'exercice physique favorise la fusion
mitochondriale au niveau du muscle squelettique (Huertas et al., 2019) tandis qu’au niveau cardiaque,
la fission mitochondriale a été rapportée comme une réponse normale a la demande énergétique
accrue pendant l'exercice (Coronado et al., 2018). Cependant, I'impact de I'exercice physique sur le
remodelage du réseau mitochondrial au cours d’un stress tel que I'IR reste & investiguer. A notre
connaissance, une seule étude a rapporté un effet de I'exercice physique sur la dynamique
mitochondriale pendant I'IR (Ghahremani et al., 2018). Néanmoins, bien que les auteurs suggérent une
augmentation de la fusion mitochondriale post-IR chez le groupe entrainé, seul le niveau d’expression
génique de protéines impliquées dans la fission et fusion mitochondriale a été mesuré dans cette
étude, ne permettant pas de conclure d’un réel impact de I'exercice physique sur la dynamique
mitochondriale au cours du I'IR. C’est pourquoi, I'objectif de ce travail consistait a évaluer si I'exercice

physique pouvait limiter les effets déléteres de I'IR sur la dynamique mitochondriale.
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Résultats majeurs

Ces travaux ont permis de montrer, via des techniques de biochimie et de microscopie
électronique a transmission, que I'exercice physique permet de limiter la fission mitochondriale au
cours de la reperfusion. Ces résultats soutiennent I’hypothése selon laquelle la cardioprotection par
I’exercice pourrait étre expliquée par une diminution de la fission excessive cardiaque en réponse a

I'IR.
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1. Introduction

Acute myocardial infarction is a leading cause of death worldwide. Reperfusion of the ischemic
area is the current standard therapy. However, it results in important heart cell dysfunctions, known as
ischemic reperfusion (IR) injuries. In the past decade, the key role of mitochondria in IR injuries has
been highlighted [1]. During early reperfusion, mitochondrial network disruption, defined as the
imbalance between mitochondrial fusion and fission, has emerged as a new relevant factor to explain
the heart vulnerability to IR [2]. Indeed, inhibition of cardiac mitochondrial fission during IR using
mitochondrial division inhibitor-1 (mdivi-1) delays the opening of the mitochondrial permeability

transition pore (mPTP), limits mitochondrial ROS overproduction [3] and reduces infarct size [4].

Among the strategies known to reduce IR injuries, physical activity has been much studied [5].
Recently, we [6] and others [7] reported that the cardioprotective effect of exercise training (ExTr) could
be explained by its impact on mitochondrial ROS production and mPTP activation during early
reperfusion. It was previously reported that mitochondrial fission is a normal heart response to increased
energy demand during exercise [8]. Conversely, it is not known whether ExTr can influence the
mitochondrial network during IR. To the best of our knowledge, only one study focused on EXTr effect
on the mitochondrial network during IR [9]. However, as this study only monitored the gene expression

level of proteins involved in mitochondrial fission regulation, the results are inconclusive.
Therefore, we investigated whether ExTr in rats modulate IR deleterious impact on the

mitochondrial network. Using western blotting and transmission electron microscopy, we reported for
the first time that EXTr limited the impact of cardiac IR on mitochondrial fission.
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2. Materials and Methods

2.1. Animal model

All animal experiments were performed according to the European Parliament Directive 2010/63/EU
and were approved by the local ethics committee (N° CEEA-00223, #27001). Male Wistar rats (12-
week-old; weight = 225-275 g, Janvier, France) were assigned to the sedentary (Sed) or exercise-trained

(EXTr) group, as previously described [5].

2.2. Ischemia-reperfusion (IR) on isolated perfused hearts

IR was performed on a Langendorff apparatus, as previously described [5]. Briefly, after stabilization,
a global ischemia was performed for 25 min followed by 10 min of reperfusion. The left ventricular
(LV) pressure (MP36R, BioPac System Inc) was recorded during the entire perfusion and the cardiac
functional recovery following IR was determined. LV tissues were flash-frozen in liquid nitrogen for
biochemical experiments or fixed in 2.5% glutaraldehyde/2% paraformaldehyde in a sodium cacodylate
buffer (0.1M) for electron microscopy analysis.

2.3. Western blotting

Western blotting was performed as previously described [6]. Mitochondrial proteins were separated on
polyacrylamide-SDS gels and transferred to PVDF membranes. Membranes were blocked and incubated
at 4°C with primary antibodies against dynamin-like protein 1 (DRP1) (1:1000, Cell Signaling), DRP1
phosphorylated on S616 (1:500, Cell Signaling), DRP1 phosphorylated on S637 (1:1000, Cell
Signaling), mitofusin 2 (MFN2) (1:1000, Santa Cruz Biotechnology), and voltage-dependent anion-
selective channel protein 1 (VDACL1) (1:30 000, Cell Signaling). Immunodetection was carried out using
the ECL chemiluminescence system (VILBER Fusion FX).

2.4. Transmission electron microscopy

Left ventricular samples from perfused hearts were washed and fixed in 2.5% glutaraldehyde/2%
paraformaldehyde in 0.1M sodium cacodylate buffer. After rinsing, samples were post-fixed in 1%
osmium tetroxide for 1h, dehydrated through a graded ethanol series, and embedded in resin. Ultrathin
heart tissue sections were prepared with a diamond knife and a Reichert Ultracut E ultramicrotome and
stained with uranyl acetate and lead citrate. Images were acquired using a transmission electron
microscope (TEM-Hitachi H7800) by randomly selecting areas of longitudinally arranged

cardiomyocytes.

2.5. Statistical analyses
Data were expressed as the mean £ SEM or as median and interquartile range for the violin plots.

Experimental conditions were compared with the Student’s t test when data were normally distributed
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(confirmed with the Shapiro-Wilk normality test). When necessary, non-parametric tests were used
(Mann-Whitney test for two groups). A p <0.05 value was considered as statistically significant.
Statistical analyses were done with GraphPad Prism (8.4.3).

3. Results and Discussion

To evaluate the impact of EXTr on mitochondrial fission during cardiac IR, we first confirmed
the cardioprotective effect of 5 weeks of Extr on heart vulnerability to IR. To this aim, we performed
global ischemia followed by reperfusion on isolated perfused hearts (Langendorff apparatus) from Sed
and ExTr rats. As previously reported by our group [5] and others [10], EXTr improved IR cardiac
functional recovery (Fig.1 A-D), as indicated by the higher LV developed pressure (Pdev; Fig 1B) and
LV contractility indexes (Fig.1 C-D). In addition, using exactly the same protocol (EXTr intensity and
duration), we previously showed that this functional recovery improvement during early reperfusion is
associated with reduced ROS production and infarct size [5]. Using this model, we next asked whether
ExTr could prevent mitochondrial fission. Mitochondrial fission requires the activation and the
translocation of the GTPase DRP1 from the cytosol to the mitochondria, and high DRP1 activation
levels have been related to higher cardiac vulnerability to IR [11]. First, to confirm that our model of
IR increases mitochondrial fission, we measured by western blotting total DRP1 and DRP1
phosphorylated on S616 (activation) and S637 (inhibition) in mitochondrial subfractions from hearts
submitted or not to IR (Fig. 2 A-E). As previously reported [11][12], we confirmed that IR increased
DRP1 level in the mitochondrial subfraction (Fig. 2C), suggesting translocation of DRP1 from cytosol
to mitochondria during IR. Moreover, IR increased DRP1 activation, as indicated by the reduced level
of DRP1 phosphorylated on S637 (inhibition) in IR hearts compared with controls (Fig. 2D) and the
increase of DRP1 phosphorylated on S616 (activation) (Fig. 2E). Interestingly, when the same
biochemical analyses were performed on the heart of ExTr animals submitted to the same IR procedure
(Fig.3 A-E), we reported that the level of DRP1 phosphorylation on S616 (activation) in the
mitochondrial subfraction was significantly reduced when compared to Sed hearts (Fig.3 D), while
DRP1 level was not impacted (Fig.3 C). Finally, DRP1 phosphorylation on S637 (inhibition) tended to
be higher in ExTr than Sed hearts after IR without reaching statistical significance (Fig.3 E). Next, we
asked whether ExTr could influence the expression level of MFN2, a central regulator of mitochondrial
fusion. We found that after IR, MFN2 level was increased in EXTr hearts compared with Sed hearts
(Fig.3F-G), in line with the Mfn2 gene expression data reported by the only study on ExTr effect on the
mitochondrial network following IR [9]. This result could be of importance because MFN2

overexpression has been associated with protection of mitochondria during IR [13].
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Considering these results obtained on signaling pathways involved in the regulation of
mitochondrial fission, we next investigated the consequences of our experimental conditions on
mitochondrial shape by transmission electron microscopy (Fig. 3 H-K). Compared to hearts that did not
undergo IR (baseline), IR hearts were characterized by an increase in the mitochondrial area (Fig. 3 H-
I) and a reduction of the cristae density (Fig.3 J). These, results were in line with previous reports [14],
and strongly suggest mitochondrial swelling following IR. More interestingly, the analyses of the
mitochondrial aspect ratio, which reflects the length to width ratio and is more independent of
mitochondrial swelling to evaluate mitochondrial fragmentation, was strongly reduced following IR
when compared to baseline (Fig.3K). It is also interesting to note that we did not observe elongated
mitochondria in IR Sed hearts, while they were common in control samples (Fig.3 H). These results
were in line with previous reports [11][12], showing that IR leads to excessive mitochondrial fission.
Considering these results, we next evaluated the effect of ExTr on these parameters. We found that
following IR, mitochondrial area and aspect ratio were higher in hearts from ExTr than Sed rats (Fig.3
I, K) with no significant impact on mitochondrial cristae density (Fig.3 J). In addition, we also observed
more elongated mitochondria in ExTr than Sed hearts after IR (Fig.3 H). These observations support the
hypothesis that the Exercise Trained heart is less prompt to mitochondrial fission during IR than the
sedentary heart.

In conclusion, these results strongly support the hypothesis that EXTr pre-conditioning can
reduce excessive mitochondrial fission in response to IR. As mitochondrial fission is considered a key
trigger of IR injuries, our findings could contribute to understand how exercise protects the heart during
IR. However, more studies are necessary to determine whether this phenomenon constitute or not a key

trigger of exercise-induced cardioprotection.
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Figure 1. Effect of exercise training (ExTr) on left ventricular heart function after ischemia-
reperfusion (IR). (A) Schematic illustration of the experimental protocol (upper panel). Hearts from
Sedentary (Sed, n=5) and Exercised (EXTr, n=5) rats were stabilized for 30 min using a Langendorff
apparatus. Then, hearts underwent global ischemia for 25 min followed by 10 min of reperfusion. Left
ventricular (LV) pressure traces in the hearts of Sed (middle) and EXTr rats (lower panel) during the IR
protocol. (B-D) Recovery of LV developed pressure (Pdev) (B), minimal (C) and maximal (D) first
derivative pressure (dP/dtmin and dP/dtmax, respectively) after 10 min of post-ischemic reperfusion (*p

<0.05 ExTr vs Sed; parametric t test; Data are the mean £ SEM).
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Figure 2. Effect of ischemia-reperfusion (IR) on mitochondrial dynamics. (A) Schematic
illustration of the experimental protocol. (B-E) IR impact on the DRP1-dependent mitochondrial fission
pathway. Western blotting of isolated perfused hearts that underwent or not global no-flow ischemia (25
min) followed by 10 min of reperfusion (only sedentary animals were used). (B) Representative western
blots showing phosphorylated DRP1 (p-DRP15®1¢ and p-DRP1%%%%") and total DRP1 expression level
in the mitochondrial subfraction. Quantification of total DRP1 (C) and DRP1 phosphorylated at Ser637
(D) and Ser616 (E) in mitochondrial subfractions analyzed by western blotting in hearts from Sed rats
that underwent (IR; n=7 hearts in duplicate) or not (n=4 hearts in duplicate) IR. DRP1 level was
expressed relative to VDAC1 in mitochondria samples ((p <0.05 Baseline vs IR, parametric t test; Data

are the mean £ SEM.).
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Figure 3. Effect of exercise training (ExTr) on mitochondrial dynamics during ischemia-
reperfusion (IR). (A) Schematic illustration of the IR experimental protocol. Hearts from Sedentary
(Sed, n=5) and Exercised (ExTr, n=5) rats were stabilized for 30 min using a Langendorff apparatus.
Then, hearts underwent global ischemia for 25 min followed by 10 min of reperfusion. Western blot and
transmission electron microscopy were performed in heart tissue after 10 min of reperfusion. (B-E)
Impact of exercise training on the DRP1-dependent mitochondrial fission pathway following IR.
Western blotting of Sed (n=5 hearts in duplicate) and EXTr (n=6 hearts in duplicate) hearts that
underwent global no-flow ischemia (25 min) followed by 10 min of reperfusion. (B) Representative
western blots of phosphorylated DRP1 (p-DRP1%¢1¢ and p-DRP1%¢%%") and total DRP1 (DRP1). (C)
Level of DRP1, (D) DRP1 phosphorylated at Ser616 (E) Ser637 in mitochondria subfractions analyzed
by western blotting in Sed (n=5 hearts in duplicate) and EXTr (n=6 hearts in duplicate) hearts subjected
to ex vivo IR. DRP1 levels were expressed relative to VDAC1 in mitochondria samples (“p <0.05 EXTr
vs Sed, parametric t test; Data are the mean £+ SEM). (F-G) MFN2 expression in the mitochondrial
subfraction following IR. (F) Representative western blots of MFN2. (G) Level of MFN2 expressed
relative to VDACI in Sed (n=5 hearts in duplicate) and ExTr (n=6 hearts in duplicate) hearts subjected
to ex vivo IR ("p <0.05 EXTr vs Sed, parametric t test; Data are the mean + SEM). (H) Representative
transmission electron microscopy images of cardiac mitochondria from Sed and EXTr hearts that
underwent or not IR (White arrows: elongated mitochondria). Quantification of the mitochondrial area
(1), cristae density (J) and aspect ratio (K) of hearts from Baseline (no IR) or Sed and EXTr rats after
IR. Mitochondrial shape was measured in approximatively 450-600 mitochondria from 3 independents
hearts in each condition (*p <0.05 Sed vs ExTr, non-parametric Mann Whitney test; Data are median
and interquartile range).
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Supplemental Materials

1. Animal model and exercise protocol

All animal experiments were performed according to the European Parliament Directive 2010/63/EU and approved
by the local ethics committee (N° CEEA-00223, DAP27001). Male Wistar rats (12-week-old; weight=225-275 g,
Janvier, France) were randomly assigned to sedentary control group (Sed), or 5-weeks exercise trained group
(EXTr). Moderate exercise training was performed according to a protocol previously described to reduce heart
vulnerability to IR [1]. Briefly, rats exercised on a motor-driven treadmill (Ugo Basile, Transforming ideas into
instruments, 47300) 45 min/day, 5 days/week for 5 weeks at 25 m/min (= 60% of their MAV). To avoid the acute

effects of exercise, rats were sacrificed 24 h after the last exercise training session.
2. Ischemia-reperfusion (IR) on isolated perfused heart

Ischemia-reperfusion procedure was performed on a Langendorff apparatus as previously described [1]. Briefly,
after stabilization, a global ischemia was performed for 25 min, followed by 10 min of reperfusion. The left
ventricular (LV) pressure (MP36R, BioPac System Inc) was recorded during the entire perfusion and the cardiac
functional recovery following IR was determined. Hearts tissues were collected and flash-frozen in liquid nitrogen
for biochemical experiments, histological fluorescence staining or fixed in 2.5% glutaraldehyde/2%

paraformaldehyde in a sodium cacodylate buffer (0.1M) for electron microscopy analysis.
6. Western blotting

Immunoblotting was performed using standard techniques as previously described [4]. Briefly, mitochondrial
subfraction from heart homogenates was isolated by differential centrifugation. Mitochondrial proteins were
separated on polyacrylamide-SDS gels and transferred onto PVDF membranes. Membranes were blocked and then
incubated at 4°C with primary antibodies against Drpl (1:1000, Cell Signaling), P-Drpl S616 (1:500, Cell
Signaling), P-Drpl S637 (1:1000, Cell Signaling), Mfn2 (1:1000, Santa Cruz Biotechnology) and VDACL1 (1:30
000, Cell Signaling). The corresponding HRP-conjugated 1gG (secondary antibodies) were used according to
standard procedures. Immunodetection and revelation were carried out using the ECL chemiluminescence system
(VILBER Fusion FX).

7. Transmission electron microscopy

After ex-vivo IR, left ventricular samples from perfused hearts were washed and fixed in 2.5% glutaraldehyde/2%
paraformaldehyde in a sodium cacodylate buffer (0.1M) during 2 hours at RT and next at 4°C overnight. After
rinsing, samples were post-fixed in 1% osmium tetroxide for 1h, dehydrated through a graded series of ethanol
and embedded in resin. Ultrathin sections of heart tissues were prepared with a diamond knife on a Reichert
Ultracut E ultramicrotome and stained with uranyl acetate and lead citrate. Images were photographed under a
transmission electron microscope (TEM Hitachi H7800) by randomly selecting photos of longitudinally-arranged
cardiomyocytes. Mitochondrial area and perimeter were quantified by manual contouring using ImageJ software,
excluding swelled mitochondria. More than 600 mitochondria were analysed to determine mitochondria sizes

parameters and the aspect ratio which reflects the “length to width ratio” was calculated.
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8. Statistical analyses

Data were expressed as the mean + SEM. Experimental conditions were compared with Student’s t test, analysis
of variance (ANOVA) when data were normally distributed (confirmed with the Shapiro—Wilk normality test).
When necessary, non-parametric tests were used (Mann—-Whitney test for two groups). A value of p<0.05 was

considered as statistically significant. Statistical analyses were done with the GraphPad Prism software (8.4.3).
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RESUME

L’hyperglycémie per se est reconnue comme un facteur prédictif de la sévérité des lésions cardiaques suite a un
infarctus du myocarde. Cependant, les mécanismes cellulaires sous-jacents restent a investiguer. La dynamique
mitochondriale, processus décrivant a la fois les changements de morphologie des mitochondries ainsi que leur
interaction avec d’autres organites tels que le réticulum, a émergée ces derniéres années comme un acteur clé
de la sensibilité du cceur a I'ischémie-reperfusion (IR). Néanmoins, son réle dans les effets déléteres de
I’hyperglycémie au cours de I'IR n’a jamais été investigué. Ainsi, nous avons émis I’hypothese (i) que la sensibilité
accrue du cceur a I'IR en condition d’hyperglycémie pouvait s’expliquer par un impact de I’hyperglycémie sur
I'interaction complexe entre la dynamique mitochondriale, I'homéostasie calcique cellulaire et la production
d’espéces réactives de I'oxygéne (ERO) et (ii) que I'activation de Drpl, régulateur majeur de la dynamique
mitochondriale, pouvait jouer un réle central dans ce phénomene. Nous avons pu rapporter dans ce travail de
these, une augmentation des interactions entre le réticulum sarcoplasmique et les mitochondries, associée a une
fission mitochondriale exacerbée lorsque I'IR est réalisée sur des cceurs isolés perfusés avec une solution
hyperglycémique, en comparaison avec une solution normoglycémique. De plus, nous avons observé, sur
mitochondries et cardiomyocytes isolés, que I’hyperglycémie est a l'origine d'un cercle vicieux entre
surproduction d’ERO d’origine mitochondriale, instabilité du récepteur a la ryanodine et entrée accrue de
calcium dans les mitochondries. Cette interaction complexe pourrait contribuer a expliquer |'activation précoce
du mPTP observée sur les mitochondries issues de coeurs perfusés avec une solution hyperglycémique ou de
cceurs de rats traités a la streptozotocine. Pour finir, de maniére intéressante, nous avons rapporté que
I'inhibition de Drp1, via I'injection de Mdivi-1 au cours de la phase hyperglycémique, permet de normaliser les
troubles de I'homéostasie calcique, la production de ROS, I'activation du mPTP et in fine réduit la sensibilité du
cceur a I'IR chez les rats traités a la streptozotocine. En conclusion, ce travail de thése a permis de mettre en
évidence que l'activation de Drpl en réponse a I'hyperglycémie entraine une altération de la dynamique
mitochondriale et de I'homéostasie calcique cellulaire, participant a la vulnérabilité accrue du coeur a I'IR.

ABSTRACT

Hyperglycemia increases the heart sensitivity to ischemia-reperfusion (IR), but the underlying cellular
mechanisms remain unclear. Mitochondrial dynamics (the processes that govern mitochondrial morphology and
their interactions with other organelles, such as the reticulum), has emerged as a key factor in the heart
vulnerability to IR. However, it is unknown whether mitochondrial dynamics contributes to hyperglycemia
deleterious effect during IR. We hypothesized that (i) the higher heart vulnerability to IR in hyperglycemic
conditions could be explained by hyperglycemia effect on the complex interplay between mitochondrial
dynamics, Ca?* homeostasis, and reactive oxygen species (ROS) production; and (ii) the activation of Drp1, a key
regulator of mitochondrial dynamics, could play a central role. Using transmission electron microscopy and
proteomic analysis, we showed that the interactions between sarcoplasmic reticulum and mitochondria and
mitochondrial fission were increased during IR in isolated rat hearts perfused with a hyperglycemic buffer
compared with hearts perfused with a normoglycemic buffer. In isolated mitochondria and cardiomyocytes,
hyperglycemia increased mitochondrial ROS production and Ca?* uptake. This was associated with higher RyR2
instability. These results could contribute to explain the early mPTP activation in mitochondria from isolated
hearts perfused with a hyperglycemic buffer and in hearts from streptozotocin-treated rats (to increase the blood
glucose). Drpl inhibition by Mdivi-1 during the hyperglycemic phase, normalized Ca?* homeostasis, ROS
production, mPTP activation, and reduced the heart sensitivity to IR in streptozotocin-treated rats. In conclusion,
hyperglycemia-dependent Drp1 activation results in altered mitochondrial dynamics and Ca?* homeostasis that

contribute to the higher heart vulnerability to IR.




