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Résumé 
 

L’exposition à une diminution du taux d’oxygène provoque d’importantes altérations musculaires, 
notamment une perte de masse résultant d’une perturbation des voies de signalisation régissant 
l’homéostasie protéique. Plus l’exposition est prolongée et la baisse du taux d’oxygène importantes, 
plus les répercussions cataboliques sont considérables, entraînant in vivo une atrophie musculaire 
sévère allant jusqu’à la cachexie. Même si les processus métaboliques de la cellule musculaire sous 
hypoxie sont aujourd’hui assez bien caractérisés, il n’existe pas de traitement ou contre-mesure(s) 
efficace(s) permettant de réverser l’atrophie musculaire consécutive à l’hypoxie. De nouvelles 
investigations doivent donc être menées afin de mettre en place de nouvelles stratégies 
thérapeutiques permettant de restaurer l’homéostasie protéique en condition d’hypoxie. 
 

L’objectif principal de cette thèse était d’établir, dans un modèle de cellules musculaires de type C2C12 
différenciées en myotubes, l’impact de différentes contre-mesures à l’atrophie musculaire sur les voies 
de signalisation intracellulaires régulant l’homéostasie protéique mais aussi la morphologie des 
cellules. Il existe cependant différents modes d’induction de l’hypoxie cellulaire ; nous avons dans une 
première étude mis en évidence les divergences et/ou les points communs entre différents modes 
d’induction de l’hypoxie (physiologique versus chimique) couramment utilisés pour induire l’hypoxie 
dans des cellules en culture. Nos données ont montré que le chlorure de cobalt semble être, au 
contraire de la desferrioxamine, une méthode de référence chimique d’induction de l’hypoxie 
cellulaire pouvant suppléer une hypoxie physiologique à 4%.  
 

Le manque d’oxygène étant le point initial à l’origine de la perte de masse musculaire, nous avons émis 
l’hypothèse qu’une période de réoxygénation pourrait être une contre-mesure efficace à l’atrophie 
musculaire consécutive à un stress hypoxique, cette période pouvant engendrer temporairement un 
rééquilibre de l’homéostasie protéique. Nous avons donc, dans une seconde étude, comparé la 
réoxygénation musculaire avec des contre-mesures usuelles à l’atrophie musculaire. L’analyse et la 
comparaison des contre-mesures à l’atrophie telles que la stimulation mécanique, la supplémentation 
en acides aminés branchés ou la réoxygénation cellulaire, nous a permis de démontrer qu’une période 
de réoxygénation des myotubes C2C12 sous hypoxie conduisait à la réactivation de l’une des voies 
principales de la protéosynthèse, la voie Akt-mTOR, par l’hyperphosphorylation des protéines clés 
telles que Akt, GSK-3β, et tout particulièrement 4E-BP1 et P70S6K. De plus, le traitement par 
supplémentation en oxygène a eu pour effet de conserver un taux de maturité et un degré de 
différenciation des myotubes comparable au traitement par stimulation électrique des myotubes. 
 

Enfin, nous avons supposé que la combinaison de la stimulation mécanique, associée à un apport en 
acides aminés branchés et une réoxygénation post-stimulation, permettrait de favoriser / potentialiser 
les réponses anaboliques. Les résultats obtenus dans le cadre de la troisième étude ont montré un 
impact plus important des traitements combinant la stimulation électrique avec une supplémentation 
en BCAAs et/ou une période de réoxygénation sur certaines protéines clés de l’homéostasie protéique 
et sur les paramètres morphologiques, et ce en comparaison avec des cellules traitées uniquement par 
stimulation électrique. De plus, seule l’intervention associant les trois contre-mesures à l’atrophie a 
réussi, sur le plan moléculaire, à conduire à une suractivation de la protéine mTOR, essentielle à la 
protéosynthèse. 
 

Ce travail de thèse a permis de mettre en évidence les caractéristiques anabolisantes d’un traitement 
par réoxygénation sur des cellules musculaires squelettiques sous hypoxie, mais aussi et surtout 
l’impact bénéfique d’un traitement alliant plusieurs contre-mesures à l’atrophie musculaire. Les 
données issues de ce travail de thèse permettront à plus long terme de faire émerger de nouvelles 
stratégies thérapeutiques destinées à limiter, voire réverser l’atrophie musculaire induite par 
l’hypoxie. 



Abréviations 
 

AA : acide aminé 

ADN : acide désoxyribonucléique 

ADP : adénosine diphosphate 

Akt : protéine kinase B 

AMP : adénosine mono-phosphate 

AMPK : AMP-activated protein kinase 

ARN : acide ribonucléique messager 

Atg : autophagy-related gene 

ATP: adénosine triphosphate 

Atrogin-1 : atrophy gene-1 

BCAA : acide aminé à chaîne branché 

BNIP3 : BCL2 interacting protein 3 

BPCO : broncho-pneumopathie chronique obstructive 

C : contrôle 

Ca2+ : calcium 

CoCl2 : chlorure de cobalt 

DFO : desferrioxamine 

DMEM : dulbecco's modified eagle medium 

eEF2 : eukaryotic elongation factor 2 

eIF : eukaryotic Initiation Factor  

eIF4E : eukaryotic Initiation Factor 4E  

eIF4G : eukaryotic Initiation Factor 4G 

eIF4F : eukaryotic Initiation Factor 4F 

ERK : extracellular signal-regulated kinases 

FoxO : Forkhead box protein O 

GDF-8 : growth differentiation factor 8 

GDP-Rheb : guanosine diphosphate-Rheb  

GSK-3 : glycogen synthase kinase 3 

H2O2 : péroxyde d’hydrogène 

HIF-1 : hypoxia-inducible factor-1 

HRE :  hypoxia responsive element 

IGF-1 : insulin-like growth factor 

LC3 : microtubule associated protein light chain 3 

MAFbx : muscle atrophy f-box 

MGF : mechanical growth factor 

MLC : myosin regulatory light chain 

MRF : myogenic regulatory factor 

mTOR : mammalian target of rapamycin 

mTORC : mTOR complex  

MTT : méthylthiazoletétrazolium 

MuRF1 : muscle specific ring finger 1 

MyHC :  myosin heavy chain 



MyoG : myogénine 

Myf5 : myogenic factor 5 

N2 : azote 

NF-κB : nuclear factor-kappa B 

NRF : nuclear respiratory factor 

O2 : oxygène  

O2
- : anion superoxide 

P70S6K : ribosomal protein S6 kinase 

Pax7 : Paired box 7 

PDK1 : 3-phosphoinositide-dependent kinase-1 

PGC-1α : Peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator 1-alpha 

PHD : prolyl hydroxylase 

PI3K : phosphatidyl Inositol-3-OH kinase) 

PIPs : phosphatidylinositol Phosphates 

PIP2 : phosphatidylinositol-4,5-diphosphate) 

PIP3 : phosphatidylinositol-3,4,5- triphosphate) 

PLD : phospholipases D 

Raptor : regulatory associated protein of mTOR 

REDD1 : regulated in development and DNA damage responses 1 

Rheb : Ras homolog enriched in brain 

Rictor : rapamycin-insentitive companion of mTOR 

ROS : espèces réactives de l'oxygène 

rpS6 : ribosomal protein S6 

SE : stimulation électrique 

SF : stain-free  

SOD : superoxide dismutase 

TGF β : transforming growth factors β 

Tm : tropomyosine 

Tn : troponine 

TSC  : tuberous sclerosis complex 

UPS : système ubiquitine proteasome 

VEGF : vascular endothelial growth factor 

VHL : von hippel lindau protein 

VPS34 : vacuolar protein sorting 34 

4E-BP1 : eukaryotic initiation factor 4E-binding protein 1 
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 Le muscle strié squelettique est un tissu contractile excitable dont la fonction principale est de 

mouvoir des parties du corps par le biais de mouvements volontaires ou réflexes. Le corps humain est 

composé de près de 600 muscles squelettiques représentant 40 à 45% de la masse corporelle totale 

d’un individu sain. Outre ses fonctions dans la locomotion, le maintien postural et la respiration, le 

muscle squelettique joue un rôle important dans le métabolisme énergétique. Le muscle est un fort 

consommateur de glucose ; il a la capacité de dégrader le glucose via la glycolyse afin de fournir 

l’énergie nécessaire à son bon fonctionnement, ou alors de stocker le glucose en glycogène via la 

glycogénèse.  

 

 La taille et le volume des muscles squelettiques varient selon leurs fonctions, et le tissu 

musculaire squelettique est considéré comme l’un des tissus possédant l’une des plus grandes 

capacités de plasticité, pouvant modifier sa masse en réaction à différents stimuli. Ainsi, la pratique 

régulière d’une activité physique intense et prolongée engendrera une augmentation de la masse 

musculaire (hypertrophie musculaire) ; à l’inverse, une période d’inactivité induira une perte de masse 

musculaire (atrophie musculaire). Une application successive de contraintes mécaniques sur le muscle 

agit directement sur l’équilibre de la balance entre les processus d’anabolisme et de catabolisme 

protéique. Au niveau cellulaire, l’hypertrophie musculaire est le reflet d’une balance protéique 

positive, c’est-à-dire une activation des voies responsables de la synthèse des protéines au détriment 

des processus protéolytiques. Au contraire, une atrophie musculaire est le résultat d’une suractivation 

de la dégradation des protéines en comparaison aux divers processus impliqués dans la synthèse 

protéique. La modulation de cette balance protéique est régie par divers facteurs endogènes ou 

exogènes, tels que le stress mécanique, l’état nutritionnel, ainsi que divers facteurs métaboliques et 

hormonaux. L’excès ou le déficit de l’un de ces facteurs engendre inévitablement une perturbation de 

l’homéostasie protéique, c'est-à-dire l’équilibre entre la synthèse et la dégradation protéiques, avec 

pour conséquence une variation de la masse musculaire.  

 

 Avec le glycogène, l’oxygène (O2) est un élément essentiel du fonctionnement des processus 

aérobie et oxydatifs de la cellule. Au sein de la littérature scientifique, le rôle et l’importance de l’O2 

dans la modulation de la masse musculaire sont bien souvent sous-estimés. Des recherches ont 

démontré que la variation du taux d’O2 au niveau des tissus musculaires, et tout particulièrement un 

déficit en O2 (hypoxie), provoque un dysfonctionnement du développement et de la croissance 

musculaires (Chaillou et al., 2016 ; Koning et al., 2011 ; Launay et al, 2010). Chez l’homme, l’hypoxie 

est un phénomène rencontré lors de séjour à moyenne et très haute altitude (on parlera alors 

d’hypoxie environnementale), mais également lors de maladies aigües ou chroniques, telles que les 

pathologies cardiaques (infarctus, ischémie et insuffisance cardiaque) ainsi que des pathologies 

respiratoires (emphysème, fibrose, apnée du sommeil, broncho-pneumopathie chronique obstructive 

ou BPCO).  

 

 Afin d’illustrer l’importance de l’hypoxie dans le dysfonctionnement musculaire et ses 

conséquences, l’exemple de la BPCO est une excellente illustration. Bien que ce soit une pathologie 

d’origine respiratoire, la BPCO entraîne des altérations à la fois qualitatives, quantitatives et 

fonctionnelles du tissu musculaire. Ces modifications entrainent, dans des formes modérées à sévères 

de la BPCO, une atrophie musculaire responsable d’une dégradation de l’autonomie, de la qualité de 

vie et d’une élévation alarmante du taux de mortalité (Marquis et al., 2002 ; Patel et al., 2014). Face à 

cet alarmant constat, le réentraînement à l’effort est un outil indispensable à toute prise en charge 
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thérapeutique chez ces patients, avec des niveaux de preuves élevés. Cependant, il reste un grand 

nombre de sujets touchés par cette pathologie restant insensibles à ce type de protocole de 

réentraînement musculaire. De nombreux praticiens, cliniciens et chercheurs ont placé cette 

défaillance du système musculaire au cœur des futurs traitements thérapeutiques pour ces patients 

dans la mesure où une importante atrophie musculaire est le premier facteur de risque de 

mortalité/morbidité avant la fonction respiratoire (Maltais et al., 2014 ; Patel et al., 2014). Á ce jour, 

plusieurs hypothèses restent inexploitées ou insuffisamment abouties pour comprendre totalement 

les mécanismes complexes induits par l’hypoxie au sein du système musculaire. Pourtant, une 

meilleure compréhension de ces mécanismes intracellulaires permettrait de mettre en exergue de 

nouvelles stratégies thérapeutiques et donc de permettre, à terme, une meilleure prise en charge des 

patients BPCO, notamment les plus sévèrement touchés.  

 

 Le travail présenté dans ce manuscrit vise (i) à mieux comprendre et (ii) à contrer les effets 

délétères de l’hypoxie sur l’homéostasie protéique, ces travaux étant effectués sur des cellules 

musculaires en culture. L’objectif principal de ce projet de thèse est d’analyser et d’évaluer le potentiel 

d’une ou de l’association de plusieurs contre-mesures à l’atrophie musculaire, telles que le stress 

mécanique, la supplémentation nutritionnelle et/ou la réoxygénation de cellules musculaires 

atrophiées consécutivement à une exposition à des taux O2 bien inférieurs à la normale. Pour mener à 

bien ce projet, il nous a fallu tout d’abord mettre en évidence les points communs et/ou les 

divergences entre différents modes d’induction de l’hypoxie sur un modèle de cellules musculaires en 

culture. Avant d’exposer la méthodologie et l’ensemble des résultats de nos différentes études, une 

revue de littérature sera exposée. Nous aborderons dans un premier temps une description détaillée 

de la structure et du fonctionnement du muscle strié squelettique. Nous examinerons ensuite les 

différents processus régulant la masse musculaire et l’homéostasie protéique. Un chapitre sera 

consacré aux adaptations de la cellule musculaire dans un milieu hypoxique. Enfin, nous analyserons 

les différents types de contre-mesures potentielles à l’atrophie musculaire en lien avec l’hypoxie. 
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I. Le muscle strié squelettique 
  

 I.1. Anatomie, structure et composition du muscle strié squelettique 

 

 Le muscle squelettique est un organe composé de longues cellules striées et plurinucléées 

appelées fibres musculaires, se rassemblant parallèlement entre elles pour former des faisceaux de 

fibres musculaires, ces derniers se rattachant à l’os par des tendons constitués de collagène et de tissu 

fibreux hautement résistants. Fibres, faisceaux et muscle sont entourés par différentes enveloppes de 

tissu conjonctif. Chaque fibre est ainsi recouverte par une fine couche de tissu conjonctif appelée 

endomysium ; les faisceaux musculaires, composés d’une dizaine à plusieurs milliers de fibres 

musculaires regroupées parallèlement, sont quant à eux entourés par le périmysium. L’ensemble des 

faisceaux est entouré par un tissu conjonctif externe appelé épimysium, ce dernier étant constitué 

majoritairement de collagène ; il est le prolongement du tendon permettant la liaison à l’os. Ces 

couches de tissus conjonctifs ont un rôle de protection et de support structural des différents 

composants du muscle squelettique (Tortora & Derrickson, 2017) (Figure 1).  

 

 Un réseau vascularisé dense et développé parcourt l’ensemble du tissu conjonctif, de 

l’épimysium au périmysium. Les vaisseaux sanguins sont organisés en une multitude de capillaires 

assurant la vascularisation de l’endomysium et ainsi l’approvisionnement indispensable en oxygène et 

nutriments de chaque fibre musculaire (Tortora & Derrickson, 2017) (Figure 1). L’ensemble du tissu 

conjonctif est richement innervé ; les nerfs arrivent au périmysium et se terminent en ramification 

pour donner la jonction neuromusculaire. L’unité motrice, composée d’un motoneurone et des fibres 

musculaires qu’il innerve, assure la transmission du signal nerveux indispensable à la contraction 

musculaire (Hall & Sanes, 1993) (Figure 1).  

 

 I.1.1. La fibre musculaire 

 

 Le muscle strié squelettique est constitué de nombreuses fibres musculaires disposées 

parallèlement entre elles, la fibre musculaire étant l’unité cellulaire du muscle. Sur le plan anatomique, 

la fibre musculaire est une longue cellule cylindrique, pouvant mesurer entre 10 et 100 µm de diamètre 

et une centaine de micromètres à plusieurs dizaines de millimètres de longueur. Aussi appelée 

myofibre, elle est entourée d’une membrane plasmique, le sarcolemme (Tortora & Derrickson, 2017) 

(Figure 1). Ce dernier abrite le sarcoplasme contenant les nombreux noyaux cellulaires accolés à la 

membrane plasmique, les mitochondries nécessaires à la production d’énergie et le réticulum 

sarcoplasmique, compartiment de stockage du calcium. Enfin, chaque fibre musculaire est composée 

d’une centaine de faisceaux de filaments contractiles, les myofibrilles. 

 

 I.1.2. La myofibrille 

 

 L’espace intracellulaire contenant le cytoplasme de la fibre musculaire est occupé 

principalement par les myofibrilles, regroupées parallèlement entre elles et parcourant toute la 

longueur de la fibre. Pouvant mesurer entre 1 et 2 µm de diamètre, les myofibrilles sont le fondement 
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de la propriété contractile de la fibre musculaire (Tortora & Derrickson, 2017) (Figure 1). Plusieurs 

éléments nécessaires à la contraction musculaire sont directement en contact avec les myofibrilles.  

 

Figure 1 : Structure du muscle squelettique et organisation de la fibre musculaire (modifiée d’après Tortora, 

2017). 

 

Les mitochondries permettent la production d’énergie comme l’ATP, indispensable à la contraction 

des myofibrilles (Davydov et al., 1973). On trouve également accolés aux myofibrilles les tubules 

transversaux (Figure 1) ; aussi appelés tubules T, ce sont des invaginations du sarcolemme permettant 

la conduction de l’excitabilité de la membrane des fibres musculaires (Block et al., 1988). Les 

myofibrilles sont recouvertes par le réticulum sarcoplasmique participant au stockage, à la libération 

Filament fin d’actine 

Strie Z Sarcomère 

Filament fin dFilament fin dFilament fin d’’actineactine

Filament épais de myosine 

Sarcoplasme 
Sarcolemme 
Myofibrille 
Filament 

Mitochondrie 

Tubule transversale 

Citerne terminale 

Réticulum sarcoplasmique 
Sarcolemme 
Myofibrille 
Sarcoplasme 

Filament 

Noyaux 

SarcoplasmeSarcoplasmeSarcoplasme

Striations StriationsStriations

Fibre musculaire Fibre Fibre musculairemusculairemusculaire
Noyaux 
Fibre Fibre musculairemusculairemusculaire
NoyauxNoyauxNoyauxNoyaux
Endomysium 
Noyaux
EndomysiumEndomysiumEndomysiumEndomysium
Capillaire sanguin 
EndomysiumEndomysium
Capillaire sanguinCapillaire sanguinCapillaire sanguinCapillaire sanguinCapillaire sanguinCapillaire sanguin
Motoneurone 
Capillaire sanguinCapillaire sanguin
MotoneuroneMotoneuroneMotoneurone
Périmysium 
MotoneuroneMotoneuroneMotoneurone
PPéérimysiumrimysium
Endomysium 
Périmysium
EndomysiumEndomysium
Périmysium PPéérimysiumrimysium

Fibre musculaire (cellule) Fibre musculaire (cellule)Fibre musculaire (cellule)Fibre musculaire (cellule)Fibre musculaire (cellule)
Périmysium 

Faisceau FaisceauFaisceauFaisceauFaisceau

Endomysium Endomysium

Périmysium Périmysium

Muscle 

Tendon 

Tendon 
Plan transversale 

Os 

Faisceau 

Section transversale 



Revue de bibliographie – Le muscle strié squelettique 

7 
 

et à la recapture du calcium. Ce dernier est concentré spécifiquement au sein de citernes terminales 

disposées aux extrémités du réticulum sarcoplasmique (Block et al., 1988). L’arrangement est tel qu’un 

tubule T est entouré par deux citernes terminales, formation appelée la triade. Afin d’assurer les 

propriétés contractiles de la fibre musculaire, les myofibrilles sont constituées d’une répétition en série 

de sous-unités contractiles appelées sarcomères. 

 

 I.1.3. Le sarcomère 

 

 Le sarcomère représente l’unité contractile de base de la fibre musculaire. Il est composé de 

myofilaments fins d’actine et de myofilaments épais de myosine, ces protéines contractiles permettant 

le glissement de ces deux filaments l’un sur l’autre, donnant ainsi au sarcomère la faculté de se 

contracter (Figure 2). Un sarcomère est délimité par l’espace compris entre deux stries Z consécutives, 

correspondant à une zone dense en microscopie électronique. De part et d’autre des stries Z, la bande 

I (isotrope ou bande claire) est faiblement colorée au microscope et est riche en filaments d’actine. La 

bande A (anisotrope ou bande sombre) constitue la partie du sarcomère où se superposent à la fois 

les filaments fins d’actine et les filaments épais de myosine. La zone H est une zone de la bande A où 

seuls les filaments épais de myosine sont présents. Au centre du sarcomère, la ligne M correspond à 

la région où les filaments épais de myosine sont liés parallèlement entre eux. La structuration 

spécifique et régulière des myofilaments fins et épais en succession de stries et de bandes confère au 

sarcomère la caractéristique de striation propre aux muscles striés. Au sein du sarcomère, les filaments 

fins et épais sont disposés à proximité l’un de l’autre permettant leur interaction afin de produire une 

contraction musculaire (Figure 2).   

 
Figure 2 : Structure générale de l’unité fonctionnelle du muscle lorsque le muscle est relâché (A) ou contracté 

(B) (modifiée d’après Mescher, 2013). 
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 I.1.4. Les myofilaments 

 

 I.1.4.1 Les myofilaments épais 

 

 La myosine est la protéine principale formant les myofilaments épais ; elle est constituée de 

deux chaines lourdes de myosine auxquelles sont associées deux paires de chaines légères. Les chaines 

lourdes de myosine ont leurs queues enroulées en double hélice l’une sur l’autre, se terminant par 

deux têtes globulaires (Craig et Woodhead, 2006) (Figure 3). Ces têtes, correspondant à l’extrémité N-

terminale des chaînes lourdes de myosine, sont associées aux chaînes légères de myosine et possèdent 

des sites de liaison avec l’actine et l’ATP, essentiels à la formation des ponts entre les myofilaments 

épais et fins (Gelfi et al., 2011) (Figure 3). Les extrémités C-terminales des chaînes lourdes de myosine 

vont constituer les queues de myosine, qui se lient parallèlement entre elles en s’ancrant au centre du 

sarcomère au niveau de la ligne M. Les têtes de myosine opposées l’une à l’autre sont orientées en 

direction de la ligne Z (Figure 3). Les chaînes légères sont composées de deux chaînes légères 

régulatrices (phosphorylables ou MLC2) et de deux chaines légères essentielles (non phosphorylables 

ou MLC1). Un duo de chaque chaîne (régulatrice et essentielle) est situé au niveau de la base de 

chacune des têtes de myosine (Warrick & Spudich, 1987) (Figure 3). Les chaînes légères de myosine 

régulent l’activité contractile par le contrôle du mouvement de la tête de myosine, permettant ainsi 

son interaction avec l’actine.  

 

Figure 3 : Structure et organisation des filaments épais (chaîne lourde) de myosine. 

 

 I.1.4.2. Les myofilaments fins 

 

 Les myofilaments fins d’actine sont attachés au niveau de la strie Z jusqu’au centre du 

sarcomère (Figure 2). Les filaments fins sont composés de deux chaînes d’actine assemblées en spirale 

pour former une double hélice. Au centre du sillon de la spirale d’actine se trouve un filament de 

tropomyosine masquant les sites de liaison entre l’actine et la myosine, s’opposant ainsi à leur 
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interaction (Flicker et al., 1982). Le complexe des troponines est constitué de 3 sous-unités : la 

troponine T, qui fixe le complexe des troponines à la tropomyosine (Schachat et al., 1987) (Figure 4) ; 

la troponine I, se liant à l’actine de manière à limiter le contact actine-myosine et ce à de faibles 

concentrations calciques (rendant ainsi impossible la formation du pont actine-myosine responsable 

de la contraction du sarcomère) (Gomes et al., 2002) ; et enfin, la troponine C, ayant une forte affinité 

pour le calcium issu du réticulum sarcoplasmique. Un fort taux calcique au niveau sarcoplasmique va 

entraîner un renforcement de l’interaction entre la troponine C et la troponine I, réduisant alors sa 

connexion avec l’actine. Ce changement de configuration permet de lever l’inhibition de la troponine 

I sur la liaison de l’actine avec la myosine en permettant de positionner la tropomyosine de façon à 

démasquer le site d’interaction entre l’actine et la myosine (Gomes et al., 2002). 

 

Figure 4 : Modèle de l'organisation moléculaire des troponines (Tn), de la tropomyosine et de l'actine dans le 
filament fin du muscle squelettique et modification de la conformation du complexe troponine-tropomyosine 
modulé par la présence calcium (Ca++). 

 

Après avoir décrit l’organisation structurale et la composition du sarcomère, considéré comme l’unité 

contractile de la fibre musculaire, nous allons aborder plus en détail les différentes étapes de la 

contraction musculaire. 

 

 I.2. Le mécanisme de la contraction musculaire 

  

 I.2.1. L’Innervation 

 

 L’interaction entre le système nerveux et les fibres musculaires est indispensable à la 

contraction musculaire. Chaque fibre musculaire est reliée à un neurone moteur ou motoneurone, 

lequel innerve une multitude de fibres musculaires par l’intermédiaire de ses branches axonales. A 

l’extrémité de chaque branche axonale, la transmission du signal nerveux vers la fibre musculaire se 

2
+ 
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fera par la jonction neuromusculaire. L’ensemble des fibres musculaires innervées par le même 

motoneurone constitue une unité motrice (Figure 5). 

Figure 5 : Schéma de l’unité motrice et de la jonction neuromusculaire. Les flèches bleues représentent la 

stimulation du motoneurone, les flèches rouges représentes la direction du signal nerveux (potentiel d’action). 

Le signal nerveux circule à travers l’axone, long prolongement qui émerge du corps cellulaire du neurone. L’axone 

est recouvert de la gaine de myéline qui permet une conduction 20 fois plus rapide. 

 

 I.2.2. Le potentiel d’action 

 

 Le système nerveux central envoie un influx nerveux via les motoneurones jusqu’à la jonction 

neuromusculaire permettant la libération de l’acétylcholine par les boutons terminaux de l’axone. Ce 

neuromédiateur se propage au niveau de la fente synaptique pour se fixer sur son récepteur situé sur 

la membrane plasmique de la fibre musculaire, entrainant un changement de conformation du 

récepteur-canal, les flux sodiques et potassiques au niveau de la plaque motrice conduisant à une 

dépolarisation de la membrane de la fibre musculaire. Cette dépolarisation appelée potentiel d’action 

se propage le long du sarcolemme puis des tubules transverses jusqu’à atteindre le réticulum 

sarcoplasmique, provoquant ainsi la libération du calcium (Ca2+) via des canaux calciques vers le 

cytoplasme (Jayasinghe & Launikonis, 2013) (Figure 6). 

 

 I.2.3. Le rôle du calcium 

 

 L’état de repos musculaire est caractérisé par une faible concentration intracellulaire en Ca2+, 

le filament de tropomyosine se situant au centre du sillon de la spirale d’actine, masquant par 

l’intermédiaire de la troponine I les sites de liaison de la myosine à l’actine (Tripet et al., 1997) (Figure 

4). L’élévation du taux de Ca2+ intracellulaire est l’un des éléments clé de la contraction du muscle 

squelettique. Une fois le calcium libéré du réticulum sarcoplasmique, il se lie à la troponine C, 

entraînant un renforcement de la liaison entre les trois sous-unités de troponines, provoquant ainsi 
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une modification de conformation du complexe troponine-tropomyosine (Figure 4). La tropomyosine 

se déplace de sa position bloquante par l’intermédiaire de la troponine T de façon à libérer les sites de 

fixation entre les têtes de myosine et les myofilaments d’actine. La fixation du Ca2+ sur la troponine C 

engendre également une délocalisation de la troponine I de sa position inhibitrice sur l’actine. La 

migration à la fois de la tropomyosine et de la troponine I aura pour conséquence une fixation totale 

de la tête de myosine à l’actine (Tripet et al., 1997) (Figure 4). Ce pont actine-myosine rendu possible 

grâce à l’ion Ca2+ permet d’initier le raccourcissement des sarcomères conduisant à la contraction 

musculaire.    

 

Figure 6 : Naissance et propagation du potentiel d’action. 1) L’acétylcholine libérée du motoneurone se propage 
à travers la fente synaptique et se lie à son à récepteur situé sur la membrane plasmique. 2) Le potentiel d’action 
se propage le long de la membrane plasmique et des tubules T. 3) Le potentiel d’action déclenche la libération 
des ions calcium Ca2+ présents dans les citernes terminales du réticulum sarcoplasmique. 4) La concentration des 
ions Ca2+ augmente à l’intérieur du sarcoplasme. 5) La contraction va se déclencher par glissement des filaments, 
les filaments fins (actine) étant tirés vers le centre du sarcomère par les têtes de myosine des filaments épais. 6) 
Après la fin du potentiel d’action, le Ca2+ est recapté dans le réticulum sarcoplasmique. 7) Les ponts actine-
myosine vont se rompre, permettant ainsi le relâchement des fibres musculaires. 

 

 I.2.4. Le cycle du pont actine-myosine 

 

 La fixation du calcium sur la troponine C, provoquant le démasquage des sites de liaison de la 

myosine à l’actine, permet aux têtes de myosine de se lier aux filaments d’actine avec un angle de 45° 

et ainsi initier les différentes étapes du cycle attachement-détachement de la myosine sur l’actine 

(Figure 7). Par la suite, une molécule d’ATP se fixe sur la tête de myosine, entraînant une diminution 
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de l’affinité de la myosine à l’actine et la dissociation du pont actine-myosine. L’activité ATPase de la 

tête de myosine entraîne l’hydrolyse de l’ATP en une molécule d’adénosine diphosphate (ADP) et d’un 

phosphate inorganique (Pi). Cette transformation de l’ATP provoque un basculement de la tête de 

myosine de 45° à 90° et la liaison de cette même tête de myosine sur un autre site de fixation du 

filament d’actine, créant ainsi un nouveau pont actine-myosine. La libération de l’ADP et du Pi induit 

une inclinaison de 90° à 45° de la tête de myosine, entraînant avec elle le déplacement de l’actine en 

direction de la ligne M du sarcomère (Figures 2 et 7). En effet, les filaments fins d’actine se rapprochent 

de plus en plus de la ligne M (centre du sarcomère), entraînant ainsi un raccourcissement des bandes 

I et un rapprochement des stries Z avec une disparition des zones claires. Même si le sarcomère rétrécit 

lors du glissement des filaments d’actine et de myosine, la longueur de ces derniers reste inchangée ; 

seul le degré de chevauchement varie (Figure 2B) (Frontera et Ochala, 2015).   

Figure 7 : Les différentes étapes moléculaires de l’interaction entre l’actine et la myosine, menant à la 

contraction et au raccourcissement de sarcomère (d’après Frontera et Ochala, 2015).  

 

 I.3. Le phénotype et les propriétés métaboliques des différentes fibres musculaires 

 

 La constitution typologique de chaque muscle squelettique est adaptée à sa fonction, comme 

le maintien de la posture, la locomotion ou la respiration…. On dénombre couramment trois types de 

fibres musculaires (lente, rapide et intermédiaire) que l’on peut classifier en fonction de leur 

caractéristique de couleur (rouge ou blanche) (Figure 8), de leur vitesse de raccourcissement (lente ou 

rapide) et de leur propriétés métaboliques (oxydative ou glycolytique). L’ensemble de ces propriétés 

confère au muscle sa spécificité physiologique, avec une prédominance spécifique d’un type de fibres 

musculaires. 

 I.3.1. Les fibres de type I 
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 Les fibres de type I de petit diamètre sont qualifiées de fibres lentes ; elles sont stimulées par 

un motoneurone à basse fréquence (entre 10 et 20Hz) et sont caractérisées par une contraction lente 

de longue durée allant de 50 à 100 ms. Elles constituent principalement les muscles demandant une 

activité contractile prolongée, comme les muscles responsables du maintien de la posture. Les fibres 

de type I se démarquent également par un réseau capillaire sanguin très développé, leur donnant cette 

couleur rouge caractéristique (Figure 8), et permettant un stockage riche en myoglobine assurant un 

apport rapide en oxygène (Kushmerick et al., 1992) (Tableau I). Ce type de fibre se caractérise par des 

molécules de myosine présentant une faible activité ATPasique, d’où la vitesse de contraction lente. 

On observe également un nombre important de mitochondries caractérisant un métabolisme oxydatif 

aérobie prédominant (Krustrup et al., 2004). Leur métabolisme oxydatif allié a un fort rendement 

énergétique leur confère une résistance à la fatigue (Kamei et al., 2004).  

 

Figure 8 : Coupe transversale d’un muscle 
squelettique observé au microscope optique 
après précipitation du produit de la réaction 
ATPase des filaments épais de myosine. Les 
différences teintes de colorations correspondent 
à l’activité ATPase spécifique à chaque type de 
fibre : les fibres rouges représentent le type I, les 
fibres roses représentent le type IIA, et les fibres 
blanches représentent le type IIB.   
 

 

 

 

 

   

 I.3.2. Les fibres de type IIB 

 

 Les fibres de types IIB ont un diamètre supérieur aux fibres de type I ; elles sont stimulées par 

leurs motoneurones sur de haute fréquence (au-delà à 100Hz) et sur une durée de contraction 

relativement courte (inférieure à 40 ms). Bien que ce type de fibres présente une capacité de 

contraction rapide, elles sont peu endurantes. Elles sont principalement utilisées lors de mouvements 

volontaires réclamant force et vivacité (Schwaller et al., 1999) (Tableau I). Les fibres IIB comportent un 

réseau de capillaire sanguin moins dense, avec très peu de myoglobine, donnant leur apparence 

blanche contrairement aux fibres de types I (Figure 8). Fibres au métabolisme glycolytique 

prédominant, leur faible capacité oxydative et leur haute teneur en glycogène permettent de produire 

plus rapidement de l’ATP via la glycolyse anaérobie ; la production d’acide lactique ainsi que la 

production moindre d’ATP (en comparaison à la production d’ATP issue du cycle de Krebs et celui de 

la chaîne de transport des électrons du système aérobie des fibres de type I) sont ainsi responsables 

de la fatigabilité des fibres de type IIB (Krustrup et al., 2004) (Tableau I). De plus, les fibres IIB sont 

constituées de chaîne lourde de myosine avec une forte activité ATPasique, responsable de la 

production d’une contraction rapide. 
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 I.3.3. Les fibres intermédiaires de type IIA 

 

 Les fibres de type IIA sont richement approvisionnées en myoglobine, présentent un grand 

nombre de mitochondries tout en possédant une forte capacité glycolytique (Tableau I). Leur 

métabolisme mixte et leur activité mitochondriale placent les fibres de type IIA entre les fibres de types 

I et IIB, leur permettant ainsi de produire une contraction à la fois rapide et pouvant durer dans le 

temps (Schiaffino & Reggiani, 2011).   

 

Tableau I : Caractéristiques des différents types de fibres présents dans les muscles des Mammifères 

(d’après Gundersen, 2011). 
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II. La plasticité musculaire 
 

 Un muscle n’est pas constitué de fibres musculaires d’une seule et même nature, mais résulte 

de l’association de deux ou trois types de fibres différentes. Les proportions entre chaque type de fibre 

au sein d’un même muscle diffèrent en fonction de la contraction musculaire à produire, conférant 

ainsi au muscle sa spécificité en fonction du type de fibre prédominant. Le typage, la taille ou le volume 

d’un muscle n’est pas fixe lors de son développement mais est influencé par différents processus 

physiologiques ou pathologiques dépendants eux-mêmes d’un contexte environnemental (altitude), 

mode de vie (activité physique régulière ou inactivité physique), régime alimentaire (hyper protéiné 

ou carences en protéines) et taux d’hormones circulants. 

 

 Il est à noter que l’activité physique permet de conditionner le phénotype des fibres 

musculaires ; ainsi, une activité contractile contre une grande résistance entraîne une transformation 

partielle des fibres de type I en faveur des fibres de types IIB. De même, une activité physique dite 

d’endurance favorise la transition des fibres de type IIB vers des fibres de type I et IIA (Kryger & 

Andersen, 2007). On observe également un changement sur le plan métabolique avec une évolution 

des fibres au métabolisme glycolytique vers un métabolisme oxydatif (Röckl et al., 2007 ; Simoneau & 

Bouchard, 1989). Au contraire, l’hypoactivité, telle qu’une immobilisation ou un alitement prolongé, 

provoque en particulier une atrophie des fibres de type I, additionnée d’une transition des fibres lentes 

vers des fibres rapides.  

 

 La masse musculaire squelettique est régulée par un contrôle dynamique des processus de 

synthèse et de dégradation des protéines. Au niveau moléculaire, le bilan protéique, c'est-à-dire le 

ratio entre la synthèse et la dégradation des protéines, ne fonctionne pas comme une opération 

binaire (synthèse ou dégradation), mais est plutôt comme une somme de plusieurs processus 

fonctionnant selon des réseaux de signalisation intracellulaires hautement interconnectés. La 

coordination de l’ensemble de ces réseaux de signalisation est appelée « homéostasie protéique » 

(Morimoto et al., 2014). Le contrôle de l’homéostasie protéique est complexe et dynamique et se 

traduit par des changements phénotypiques au fil du temps. Chaque étape ou processus des voies de 

signalisation responsables de la synthèse ou de la dégradation des protéines a un impact sur 

l’homéostasie protéique. Un stress exogène ou endogène peut entraîner un déséquilibre de la balance 

synthèse / dégradation en faveur soit de l’anabolisme ou du catabolisme musculaire.  

 

 II.1. L’hypertrophie musculaire 

 

 Au cours de l'activité physique régulière, les muscles subissent des facteurs de stress 

spécifiques pouvant à la fois perturber l'homéostasie, les composants structurels et fonctionnels du 

muscle par des ajustements hormonaux, l’activation neuronale et des perturbations métaboliques 

(Flück & Hoppeler, 2003). Au cours de l'exercice, l’ensemble de ces changements physiologiques varie 

en fonction de l’intensité, du temps et de la fréquence de la pratique sportive. Avec l'entraînement en 

force, le stress et la charge mécanique sont dominants, tandis que pendant un exercice d'endurance, 

le stress mécanique est faible mais les perturbations métaboliques qui en découlent peuvent être 

importantes et prolongées. Ces stress subis pendant l'activité physique, quel que soit le type d’activité, 

sont limités dans le temps. Cependant, ils ont déclenché une série d'événements moléculaires au sein 

des cellules musculaires qui visent à préparer et adapter le muscle à des événements futurs similaires. 
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Ces adaptations spécifiques au stress mécanique subi, améliorent les performances et les rendements 

des muscles striés squelettiques sollicités à condition que l’exercice soit régulier et répété dans le 

temps comme lors de l’entrainement physique.   

 

 II.1.1. La stimulation mécanique 

 

 Nous avons présenté précédemment (paragraphe I.3.) que les fibres musculaires sont 

fractionnées en plusieurs types de fibres, de nature et de caractéristiques différentes, leurs 

caractéristiques pouvant évoluer dans certaines conditions comme la pratique régulière d’une activité 

physique. L'objectif des programmes d'entraînement physique est de développer des habiletés 

spécifiques propres à la pratique grâce à la plasticité musculaire, pour ainsi augmenter la performance 

globale de l’individu. 

 

 L'entrainement physique, par des stimulations mécaniques répétées, améliore de manière 

globale les performances physiques, et ce en partie grâce à une augmentation du diamètre des fibres 

musculaires grâce à un processus appelé « hypertrophie ». L’augmentation de la taille des muscles 

squelettiques, liée notamment à la pratique d’exercices de résistance, est due à une augmentation de 

la surface transversale des fibres musculaires individuelles. Des études chez les rongeurs ont mis en 

évidence que l’augmentation de la taille musculaire était associée à une augmentation du nombre de 

fibres musculaires ; ce processus est appelé « hyperplasie » (McCall et al., 1996 ; Tamaki et al., 1997). 

Afin de décrire l’ensemble des facteurs régulateurs de la plasticité du muscle squelettique, nous 

commencerons par examiner les fondement physiologiques et morphologiques de l'hypertrophie 

musculaire consécutive à une activité physique d’endurance et de résistance. Nous examinerons 

ensuite la variabilité de la plasticité musculaire face à l’inactivité physique, face à des variations du 

régime alimentaire ou suite à des changements de la régulation hormonale.  

 

 II.1.1.1. L’impact de l’entraînement aérobie sur les capacités oxydatives 

  

 L’entraînement en aérobie se caractérise au niveau musculaire par la capacité à maintenir une 

intensité de contraction permettant d’accomplir un effort prolongé. Ce type de contraction repose 

principalement sur la faculté de la cellule à synthétiser de l’ATP de manière aérobie ; ceci sous-entend 

un apport et une utilisation de l’O2 de façon optimale par la cellule musculaire lors de l’effort. Des 

études ont montré que le pourcentage de fibres de type I peut être augmenté en fonction du type 

d’entraînement pratiqué (Wilson et al., 2012). Ainsi, un travail sur ergocycle à une intensité de 70% de 

la puissance maximale aérobie pendant 30 min, cinq fois par semaine pendant 6 semaines, conduit à 

une augmentation de 12% du pourcentage de fibres de type I (Howald et al., 1985), tandis qu’un 

entraînement par intermittence de haute intensité en course à pied (sprint) provoque une conversion 

des fibres à contraction lente en fibres à contraction rapide (Sjodin & Jansson, 1993). La pratique 

régulière d’une activité physique de type endurance engendre donc des adaptations qui permettent 

au muscle squelettique d’acquérir un métabolisme énergétique à prédominance oxydative (Durante 

et al., 2002) (Figure 9), résultant d’une augmentation de l’expression de protéines musculaires en lien 

avec le métabolisme oxydatif (Durante et al., 2002 ; Gundersen, 2011). 

 

  Lors d’un effort physique de longue durée, on constate une importante consommation d’ATP ; 

cette diminution du taux d’ATP intracellulaire provoque une perturbation du ratio AMP/ATP, avec pour 
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conséquence l’activation du senseur énergétique de la cellule, la protéine AMPK (voir paragraphe 

III.3.4.). Lors de l’exercice, l’AMPK inhibe tout d’abord les voies et fonctions cellulaires fortes 

consommatrices d’ATP, telles que la protéosynthèse et la lipogenèse (Dreyer et al., 2006 ; Richter & 

Ruderman, 2009). Puis, dans un second temps, la stimulation de l’AMPK permet une élévation des 

capacités oxydatives de la cellule, en privilégiant l’oxydation des acides gras au lieu des glucides 

(Dzamko et al., 2008 ; Lee et al., 2006) tout en favorisant la biogenèse mitochondriale (Irrcher et al., 

2003 ; O'Neill et al., 2011 ; Zong et al., 2002) (Figure 9). Des études ont montré une augmentation du 

volume et de la taille des mitochondries et de l’activité mitochondriale à la suite d’un réentrainement 

en endurance (Hawley, 2002 ; Hood, 2009 ; Irrcher et al., 2003). L’entraînement en endurance 

engendre un accroissement de l’angiogenèse et un remodelage important du réseau capillaire du 

muscle squelettique (McAllister et al., 2005) (Figure 9). Ces adaptations mitochondriales et capillaires 

confèrent aux régions musculaires richement pourvues en fibres de type I une forte capacité oxydative 

(Laughlin et al., 2008 ; Rossiter et al., 2005). 

 

Figure 9 : Effets d’un entraînement de type résistance ou endurance sur le système musculaire. Schématisation 
de la cascade des voies de signalisation intracellulaire impliquées dans la synthèse des protéines du muscle 
myofibrillaire et biogenèse mitochondriale (flèche et trait discontinu rouge représente la synthèse myofibrillaire 
; flèche et trait discontinu vert représente la synthèse mitochondriale). 
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 II.1.1.2. L’impact de l’entraînement en résistance sur la masse musculaire 

 

 Contrairement aux activités d’endurance, l’entraînement en résistance initie principalement 

des changements au niveau structural du muscle. Il est bien établi que la contraction musculaire contre 

résistance conduit de manière systématique à une augmentation du volume et de la force musculaires. 

Des études montrent que des exercices en résistance à haute intensité induisent au niveau du 

quadriceps une augmentation de la masse maigre, un accroissement de la section transversale des 

fibres musculaires, et un important développement de la force musculaire avec une élévation de la 

contraction volontaire maximale et de l’activité électromyographique (Seynnes et al., 2007 ; Verdijk et 

al., 2009) (Figure 9). Á la suite d’un entraînement en force, les adaptations structurales du muscle 

s’opèrent principalement sur les fibres de type II : leur surface de section transversale augmente, 

caractérisant une hypertrophie des fibres, leur donnant la capacité de résister à des contraintes de 

plus en plus élevées (Campos et al., 2002 ; Kryger et al., 2007 ; Verdijk et al., 2009). 

 

 Lorsque le muscle squelettique subit une contrainte mécanique de haute intensité, ce stress 

aura pour conséquence de générer des stimuli au niveau des cellules musculaires constituant les 

myofibres. Cette stimulation provoque une suractivation des facteurs myogéniques, entraînant 

l’augmentation de la quantité de protéines contractiles myofibrillaires, telles que l’actine et la myosine, 

ce qui permet d’accroître le nombre de sarcomères au sein de la fibre musculaire à la suite de cette 

activité physique en résistance (Kosek et al., 2006 ; Paul et al., 2002 ; Toigo et al., 2006) (Figure 9). La 

croissance musculaire induite par les exercices de force est directement liée à l’activation des voies de 

signalisation régulant l’anabolisme au sein des cellules musculaires, l’hypertrophie musculaire se 

traduisant inévitablement par le déplacement de l’homéostasie protéique en faveur des voies de 

protéosynthèse et au détriment des voies de signalisation régulant la dégradation des protéines 

(Schoenfeld, 2010). 

 

 La voie de signalisation PI3K / Akt / mTOR a été identifiée comme étant l’une des voies les plus 

stimulées à la suite d’un entraînement en force (voir paragraphe : III.2.2.) (Bodine, 2006 ; Lim et al., 

2017 ; Ma et al., 2013 ; Sasai et al., 2010). En amont de la voie de synthèse PI3K / Akt / mTOR se trouve 

l’IGF-1, considéré comme l’un des facteurs de croissance ayant le plus d’impact sur l’hypertrophie du 

muscle squelettique. Durant l’activité physique, la quantité d’IGF-1 présent dans le muscle est plus 

élevée tandis que ses récepteurs (IGF1-1R) sont plus sensibles (Adams & McCue, 1998 ; Chen et al., 

2017a) (Figure 9). En période de post-entraînement, les taux d’IGF-1 et la sensibilité de ses récepteurs 

restent très élevés dans le muscle, et les effets myogéniques résultant de cette voie de signalisation 

restent observables jusqu’à 72 heures après la fin de l’activité physique (Chen et al., 2017a ; McKay et 

al., 2008 ; Nassis et al., 2005).  

 

 Une étude de Léger et ses collaborateurs (2006) réalisée chez l’homme montre qu’à la suite 

d’un entraînement en résistance, une hypertrophie musculaire se développe, associée à une hyper-

phosphorylation des protéines Akt, GSK-3β et mTOR ; cependant, les auteurs n’ont pas observé de 

changement du niveau de phosphorylation des protéines P70S6K et 4E-BP1 en aval de mTOR 

(l’ensemble de ces protéines majeures de la voie Akt / mTOR seront détaillées dans le 

paragraphe III.2.2.3.) (Leger et al., 2006). Au contraire, d’autres études n’ont montré aucune 

modification de Akt, tandis que mTOR et P70S6K étaient activées suite à un protocole de force chez 
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l’homme (Burd et al., 2010 ; Terzis et al., 2010). Cette discordance d’activation des protéines de la voie 

de synthèse résulterait des différences dans l’exécution des protocoles, le choix des exercices, le 

moment de la journée où sont réalisés les exercices, le type de muscle mesuré et surtout le temps 

écoulé entre la fin du protocole de force et le moment des prélèvements musculaires pour l’analyse, 

l’ensemble de ces paramètres pouvant sérieusement influencer les données et les interprétations qui 

en découlent.     

 

 Chez l’homme, à la suite d’un protocole de réentrainement en force de longue durée (2 mois), 

on peut observer conjointement une activation de la voie Akt / mTOR et une diminution d’expression 

du facteur de transcription FoxO1 au niveau nucléaire (voir paragraphe : III.3.3.) (Léger et al., 2006). 

Une étude menée chez le rongeur a analysé les effets moléculaires d’un entrainement chronique (3 

mois) en résistance ; les données révèlent que l’expression des atrogènes spécifiques du muscle 

squelettique, MAFbx et MuRF-1 (voir paragraphe : III.3.2.), est significativement diminuée dans le 

groupe de rats ayant suivi les séances d’exercice en résistance (Zanchi et al., 2009). Ces données 

démontrent qu’une activité physique de force peut à la fois influencer la régulation des processus 

anaboliques et cataboliques de la cellule musculaire. Ces adaptations sont la conséquence d’un 

entraînement en résistance sur le long terme, les effets cumulatifs de chaque séance entraînant un 

solide changement de l’équilibre de l’homéostasie protéique en faveur de la synthèse des protéines.  

 

 Avec FoxO, la myostatine est l’autre régulateur négatif de la masse musculaire, la 

surexpression de celui-ci engendrant une importante atrophie musculaire (voir paragraphe : III.3.3.) 

(Baumann et al., 2003 ; Dasarathy et al., 2004 ; Rodriguez et al., 2014). De nombreuses études ont 

démontré que l’entraînement en force est associé à une régulation négative de l’expression de la 

myostatine (Heinemeier et al., 2007 ; Kim et al., 2005 ; Rodriguez et al., 2014 ; Roth et al., 2003) (Figure 

9). Les exercices en force et de haute intensité, pratiqués sur une longue période ou de manière aigue, 

répriment de façon importante les taux d’ARNm codant pour la myostatine, que ce soit chez l’homme 

(Roth et al., 2003 ; Kim et al., 2005) ou l’animal (Heinemeier et al., 2007). Si FoxO et la myostatine, 

deux des éléments clés des processus de protéolyse, sont réprimées lors d’exercices physiques en 

résistance, cela suggère l’existence d’une corrélation entre l’hypertrophie musculaire induite par 

l’activité physique de type force et la sous-expression des facteurs et protéines clés des différentes 

voies de protéolyse musculaire.   

 

 II.1.1.3. L’impact d’une contraction artificielle sur la cellule musculaire  

 

 Comme nous l’avons vu précédemment, les effets de différentes modalités d’entraînement, 

comprenant des exercices de résistance ou d’endurance ont fait l’objet de nombreuses études 

notamment dans l’analyse des mécanismes d’adaptations moléculaires et métaboliques de la cellule 

musculaire, à la suite de ce type de stimulations (Verdijk et al., 2009 ; Wilson et al., 2012). De ce fait, 

plusieurs approches in vitro utilisant des cellules de muscles squelettiques en culture issues de lignée 

cellulaire ou de biopsie chez l’homme ou le rongeur, ont été utilisées dans l’investigation de ces 

différents mécanismes physiologiques observés à l’exercice (Lambernd et al., 2012 ; Tarum et al., 

2017). Plusieurs études ont mis en évidence que les contractions musculaires artificielles issues des 

protocoles et programmes de stimulation mécanique par impulsions électriques in vitro sont très 

proches des effets et adaptations observés in vivo (Nedachi et al., 2008 ; Manabe et al., 2012). Les 

différents systèmes d’appareillage existant à ce jour permettent d’intervenir sur plusieurs paramètres 
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de contraction de la cellule musculaire squelettique tels que l’intensité, la fréquence et la durée de 

contraction. A la suite d’un programme de stimulation électrique sur cellule musculaire mise en 

culture, des études ont pu observer, similairement à l’homme (Manabe et al., 2012), une libération du 

calcium, une réduction de la concentration d’ATP lors de la contraction musculaire, une sensibilité à 

l’insuline et une capacité oxydative augmentées plusieurs heures après l’arrêt de la stimulation 

électrique (Nedachi et al., 2008 ; Lambernd et al., 2012). Une étude de Tarum et ses collaborateurs ont 

pu montrer, suite à un protocole de stimulation électrique de cellules musculaires humaines issues du 

vaste latéral, un phénomène d’hypertrophie sur ces cellules. Démontré par une hyper-phosphorylation 

des protéines de la voie de synthèse PI3K / Akt / mTOR (mTOR et 4E-BP1 notamment), associée à une 

augmentation du diamètre des myotubes, synonyme d’hypertrophie musculaire. De plus, les auteurs 

précisent que la durée suivant le programme de stimulation électrique (ce qui correspondrait à la 

période de repos post-entraînement en résistance in vivo) est cruciale dans l’induction de 

modifications morphologiques, telles que la promotion de l’hypertrophie des cellules musculaires 

squelettiques (Tarum et al., 2017). L’ensemble de ces données suggèrent que les protocoles de 

stimulation mécanique par impulsions électriques de modèles in vitro sont des modèles pertinents 

dans l’étude des changements moléculaires, métaboliques et morphologiques de la cellule musculaire 

squelettique en réponse à l’exercice. 

 

 L’activité physique permet de conditionner le phénotype des fibres musculaires ; ainsi, une 

activité contractile contre une grande résistance entraîne une transformation partielle des fibres de 

type I en faveur des fibres de types IIB. Au contraire, une activité physique dite d’endurance favorise la 

transition des fibres de type IIB vers des fibres de type I et IIA (Kryger & Andersen, 2007). On observe 

également un changement sur le plan métabolique avec une évolution des fibres au métabolisme 

glycolytique vers un métabolisme oxydatif (Röckl et al., 2007 ; Simoneau & Bouchard, 1989). Les 

données exposées précédemment indiquent que l’entraînement physique est capable d’activer les 

protéines clés de la protéosynthèse tout en atténuant les voies de signalisation associées à la 

dégradation protéique (Bowen et al., 2015 ; Gould et al., 2013 ; Snijders et al., 2009). L’exercice 

physique représente donc l’un des moyens d’intervention pouvant atténuer ou même inverser les 

mécanismes d’atrophie musculaire observés dans certaines pathologies. 

 

 II.2. L’atrophie musculaire 

 

 Les mécanismes responsables de la perte de masse musculaire observée dans la sédentarité, 

l’alitement, le vieillissement ou encore la cachexie… peuvent être multifactoriels, avec pour ligne de 

mire des perturbations moléculaires qui influencent directement le contrôle de la synthèse et de la 

dégradation des protéines des cellules musculaires. La dégradation des protéines au sein du muscle 

est un processus indispensable dans le cycle du renouvellement des cellules. Cependant, on parlera 

d’atrophie musculaire dès lors que la dégradation des protéines est accrue et supérieure au taux de 

synthèse, ce qui entraîne non seulement une réduction de la masse musculaire, mais également une 

modification de la typologie musculaire, avec une inversion des fibres musculaires (lent ˂=˃ rapide) 

(Ciciliot et al., 2013). D’autres hypothèses évoquent une capacité amoindrie du muscle à régénérer ses 

cellules, ainsi qu’un trouble du système contractile (Aagaard et al., 2010 ; Zhang et al., 2010). Par 

conséquent, l’atrophie musculaire altère le tissu musculaire à la fois sur le plan structurel (diminution 

du volume musculaire) mais aussi fonctionnel avec une perturbation des propriétés contractiles du 

muscle.  
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 II.2.1. L’inactivité 

 

 Bien que le terme « désentraînement » puisse être utilisé de manière appropriée pour indiquer 

l'adaptation structurelle et fonctionnelle qui suit l'interruption d'un programme d'entraînement, le 

terme de « déconditionnement » fait référence à un niveau d’activité en dessous du niveau de base 

journalier recommandé. Cette hypoactivité peut être observée à la suite de problème de santé ; ainsi, 

le fait de rester au lit lors d’une convalescence, ou encore l'immobilisation d'un membre dans un plâtre 

sont des causes fréquentes de déconditionnement et sont suivies d'une diminution de force et de 

masse musculaire (Franssen et al., 2002). Au niveau physiologique, la notion de déconditionnement se 

réfère à une réduction de la capillarisation et de l’activité oxydative des fibres musculaires. 

L’hypoactivité sévère, telle qu’un alitement prolongé, entraîne une importante perte musculaire, de 

l’ordre de 3% à 5% de la masse maigre du sujet par semaine (de Boer et al., 2007). Lors d’un test de 

force / vitesse auprès de sujets alités après plusieurs semaines, on observe une diminution de la 

puissance musculaire proportionnelle à la perte de la masse musculaire (Ferretti et al., 2001). 

L'atrophie musculaire, c'est-à-dire la diminution de la surface transversale des fibres musculaires, mais 

également la perte de force et de puissance, touche principalement les fibres lentes (Trappe et al., 

2004). Ces dernières présentent une réduction de leur tension, c'est-à-dire une diminution de la force 

en fonction de la surface de la section transversale des fibres, indiquant un remodelage des 

myofibrilles (Trappe et al., 2004). La diminution de l’activité journalière engendre en plus d’une 

diminution de la proportion de fibres lentes, une transition des fibres musculaires lentes à rapides 

(Gallagher et al., 2005). La réduction de l’intensité et du temps d’activité sont les principaux facteurs 

responsables des modifications moléculaires intracellulaires menant à une atrophie musculaire. Cette 

atrophie musculaire résulterait d'un déséquilibre entre la synthèse et la dégradation des protéines. 

Bien que les deux systèmes cataboliques majeurs, l’autophagie et l'ubiquitine protéasome, soient 

activés et contribuent à la progression de l'atrophie, une diminution de la synthèse protéique ne peut 

être exclue (Brocca et al., 2012).  

 

 II.3. La plasticité musculaire et nutrition 

 

 Des études rapportent que la quantité et la nature des aliments ingérés sont des facteurs 

déterminants dans le contrôle de la masse musculaire (Holm et al., 2008 ; Scott et al., 2010). Une 

augmentation de la prise alimentaire journalière au-dessus des valeurs de base calculées en fonction 

du besoin métabolique et de l’activité physique propres à chaque individu, influera sur l’équilibre du 

bilan énergétique, provoquant une action concomitante en faveur des voies de synthèse (lipogenèse, 

glycogenèse et protéosynthèse). Au contraire, une sous-alimentation place l’organisme dans un état 

de déficit énergétique ; les processus anaboliques sont peu à peu inhibés, alors que les voies 

cataboliques seront fortement stimulées dans le but d’approvisionner l’organisme en substrats 

énergétiques issus des stocks endogènes. Ce processus compensatoire se traduit par une élévation de 

l’ensemble des voies de dégradation (lipolyse, glycolyse et protéolyse). 
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 II.3.1. La plasticité musculaire et nutrition 

 

 II.3.1.1. Le jeûne 

 La privation volontaire d’absorption de tout substrat énergétique lors d’une période donnée, 

correspondant à un jeûne alimentaire, provoque au niveau musculaire une atrophie. Les protéines 

musculaires sont dégradées via une suractivation des systèmes d’autophagie et du protéasome, due 

en majeur partie à une augmentation de la sécrétion de glucocorticoïdes (McGhee et al., 2009). Dans 

le même temps, une réduction de l’activité de protéosynthèse est observée, expliquée par la 

diminution d’activation de la voie de signalisation Akt / mTOR et par la stimulation de l’AMPK, un 

senseur métabolique ayant pour rôle de réprimer la voie anabolisante lors de carence énergétique 

(McGhee et al., 2009).  

 II.3.2. L’alimentation nutritionnelle  

 

 II.3.2.1. L’alimentation riche en acides gras 

 En cas d'excès de nutriments, et en particulier les lipides, les réserves en adipocytes (tissu 

adipeux) ne peuvent pas stocker l’ensemble des lipides ingérés, qui seront donc redirigés vers d'autres 

tissus comme le muscle squelettique, entraînant une lipotoxicité et des perturbations importantes de 

l'utilisation du glucose. Chez les souris et l’homme, une accumulation excessive de tissu adipeux 

provoque une diminution de la masse musculaire, appelée obésité sarcopénique. Les souris 

dépourvues de leptine, hormone de la satiété, deviennent obèses et présentent une réduction de la 

masse maigre, comparable à celle observée chez l’homme souffrant d'obésité morbide (Kemp et al., 

2009). La majeure partie des individus obèses présentent une diminution du ratio de fibre de type I / 

fibre de type II, et ce en faveur des fibres glycolytiques (Tanner et al., 2002). Outre les changements 

typologiques, une exposition à long terme à une quantité trop importante d‘acides gras compromet 

également la fonction musculaire. Que ce soit chez l’homme obèse ou chez des souris soumises à un 

régime riche en graisse, il y a une forte tendance à une réduction de la force musculaire (Shortreed et 

al., 2009). 

 

 II.3.2.2. L’alimentation riche en acides aminés  

 

 L'ingestion d’une quantité suffisante de protéines d’origine animale ou végétale et d’acides 

aminés essentiels peut jouer un rôle important dans les adaptations musculaires. Par exemple, chez 

les hommes jeunes, il a été démontré que la supplémentation en protéines combinée à un 

entraînement en résistance augmentait de manière significative la masse maigre et la surface de la 

section transversale des fibres musculaires par rapport à un placebo non énergétique ou glucidique 

(Hartman et al., 2007 ; Jose et al., 2010). Une étude chez l’homme a comparé une supplémentation 

riche en protéines versus glucides, consommés avant et après un exercice de résistance pendant 14 

semaines. Les résultats ont révélé que seul le groupe ayant ingéré le supplément protéique présentait 

une hypertrophie des fibres musculaires de type I et II, avec une augmentation de 20% et 25%, 

respectivement (Andersen et al., 2005). Une autre étude a également comparé l’impact sur la 

morphologie musculaire de deux sources de protéines, le lactosérum (protéine animale) versus le soja 

(protéine végétale), pris après un entraînement en résistance sur un programme de 12 semaines. Seule 
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la supplémentation en protéines d’origine animale a permis d’augmenter la masse maigre et la surface 

de section transversale des fibres de type II (Hartman et al., 2007). 

 

 Au niveau moléculaire, on dénombre 20 acides aminés dits standards ; 9 parmi eux sont dit 

essentiels pour le corps humain, du fait que l’organisme est incapable de les synthétiser par lui-même, 

et devant donc être forcément apportés par l’alimentation. Les acides aminés sont les éléments 

indispensables dans la fabrication d’une protéine par le ribosome, suite à la traduction de l’ARN 

messager. L’ingestion de protéines ou d’acides aminés essentiels branchés entraîne l’activation des 

protéines clés de la voie de synthèse des protéines PI3K / Akt / mTOR (Jewell et al., 2013 ; Sancak et 

al., 2008, 2010). À l’inverse, la pénurie en acides aminés est fatalement associée à une diminution 

considérable de la synthèse des protéines musculaires (Kimball & Jefferson, 2006 ; Martinet et al., 

2005). En ce sens, plusieurs études ont montré qu’un régime alimentaire carencé en protéines et en 

acides aminés altère les processus de protéosynthèse, avec une inhibition avérée des effecteurs de 

mTOR, ainsi que des protéines P70S6K et 4E-BP1 (Gallinetti et al., 2013 ; Hara et al., 1998 ; Ma et al., 

2015).  

 

 Des recherches sur l’impact des différents acides aminés sur la synthèse protéique révèlent 

que les acides aminés branchés (BCAA, Branched Chain Amino Acids), tels que la valine, l’isoleucine et 

tout particulièrement la leucine, sont les acides aminés ayant un impact majeur sur l’anabolisme 

protéique. La leucine a été mentionnée comme étant l’acide aminé ayant le plus haut pouvoir de 

stimulation de la synthèse protéique, avec une efficacité supérieure à tous les autres acides aminés 

(Churchward‐Venne et al., 2012 ; Norton et al., 2009 ; Stark et al., 2012). Des protocoles menés chez 

l’homme comparant l’ingestion de boisson richement supplémentée en acides aminés essentiels 

branchés ou en leucine seule révèlent que les sujets ayant consommé la leucine présentaient des taux 

de synthèse protéique plus élevés que le groupe supplémenté en acides aminés essentiels (Dreyer et 

al., 2006 ; Koopman et al., 2005). De nombreux protocoles de recherche réalisés in vivo (que ce soit 

par ingestion ou par injection) et in vitro rapportent qu’à des concentrations élevées, les trois BCAAs 

(leucine, isoleucine et valine) provoquent une hyper-phosphorylation de mTOR et de ses cibles en aval, 

4E-BP1 et P70S6K, permettant un accroissement important des taux de synthèse de protéines dans les 

muscles squelettiques (Atherton et al., 2010 ; Chen et al., 2011b ; Gran & Cameron-Smith, 2011 ; 

Neishabouri et al ; 2015). 

 

 II.4. Les hormones et plasticité musculaire 

 

 II.4.1. L’hormone thyroïdienne 

 

 Les variations de l’hormone thyroïdiennes (hypothyroïdie et hyperthyroïdie) influencent le 

phénotype des fibres musculaires. Dans ce processus de transition, l’hormone thyroïdienne favorise 

un passage des fibres lentes à rapides ; inversement, l’hypothyroïdie est associée à une redistribution 

majoritairement lente des fibres musculaires (Ciciliot et al., 2013). La transition consécutive à un 

changement de l'état thyroïdien dépend fortement de la composition initiale du type de fibre du 

muscle. Par exemple, en réponse à la transition de fibre rapide à lente induite par l'hypothyroïdie chez 

le rat (Ciciliot et al., 2013), l'expression de MyHC-2A est diminuée dans le soléaire, muscle postural 

composé majoritairement de fibres musculaires de type I et IIA, alors qu’elle est augmentée dans les 

muscles comme le long extenseur des orteils (EDL, Extensor digitorum longus) ou le tibial antérieur 
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(TA, Tibialis anterior), muscles composés fortement de fibres de type IIB. Il est intéressant de noter 

que les effets des variations des hormones thyroïdiennes peuvent interagir avec les actions d’autres 

facteurs responsables d’un changement de la typologie musculaire. Par exemple, l'hyperthyroïdie peut 

contrecarrer le passage de fibre rapide à fibre lente induit par une stimulation mécanique chronique à 

basse fréquence (Hamalainenet al., 1996 ; Kirschbaum et al., 1990), tandis que l'hypothyroïdie peut 

renforcer les effets de la stimulation mécanique (Kirschbaum et al., 1990). L'expression des isoformes 

de la myosine, marqueurs clés du type de fibre musculaire, est l’une des cibles des hormones 

thyroïdiennes (Pette, D., & Staron, 2000). 

 

 Autre que le phénotype, la contraction musculaire est profondément influencée par les 

hormones thyroïdiennes. Ces effets fonctionnels sont le résultat de modifications moléculaires qui 

impliquent des protéines telles que la myosine ou les protéines de régulation des filament fins 

(tropomyosine et complexe de troponine). Le principal mode d’action des hormones thyroïdiennes est 

la régulation de la transcription des gènes par l’intermédiaire de l’action des récepteurs nucléaires 

(Harvey et al., 2002). Un grand nombre de gènes spécifiques aux muscles contiennent des promoteurs 

sensibles en réponse aux hormones thyroïdiennes (Clement et al., 2002), par exemple les gènes codant 

pour les isoformes de pompe calcique (SERCA), des enzymes métaboliques, le transporteur de glucose 

GLUT4, des protéines mitochondriales, les récepteurs β-adrénergiques, ou encore les isoformes de 

MyHC (Clement et al., 2002). 

 

 II.4.2. Les hormones stéroïdiennes androgènes 

 

 La testostérone est un stéroïde androgène avec de puissants effets anaboliques. L'action de la 

testostérone sur les muscles squelettiques entraîne une augmentation de la taille des fibres 

musculaires, et l’hypertrophie musculaire est la principale raison son utilisation pharmacologique. La 

testostérone et l’ensemble des stéroïdes sont utilisés pour augmenter la masse maigre, réduire la 

masse grasse, améliorer les performances, mais aussi supporter des périodes d’entraînement intensif 

(Kadi et al., 2008). Il a été mis en évidence chez l’homme une relation entre la concentration 

plasmatique en testostérone avec la masse, la taille et la force musculaires. Des études ont montré 

que la testostérone est capable d'induire une augmentation significative de la masse musculaire 

uniquement en l’associant avec un exercice de résistance (Wilkinson et al., 2006). La testostérone 

induit une hypertrophie des fibres musculaires de type I et de type II. L’augmentation de la synthèse 

des protéines est le principal mécanisme par lequel la testostérone induit une augmentation de la taille 

des fibres musculaires. L’activité des transporteurs membranaires des acides aminés de la cellule 

musculaire est inchangée, ce qui suggère une réutilisation accrue des acides aminés intracellulaires. 

Un aspect important du mécanisme par lequel la testostérone induit une hyperplasie des fibres 

musculaires est la promotion de la myogenèse, basé sur l'activation des cellules satellites, prolifération 

et différenciation des cellules musculaires (Kadi et al., 2008).  

 

 II.4.3. Les glucocorticoïdes 

 

 Les glucocorticoïdes sont des hormones appartenant à la classe stéroïdienne. Les actions 

pléthores des glucocorticoïdes vont du contrôle de la réponse immunitaire et inflammatoire à la 

stimulation du métabolisme et à la régulation de l'activité du système nerveux central (Rhen & 

Cidlowski, 2005). L’administration exogène pour des raisons thérapeutiques ou la surproduction 
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endogène de glucocorticoïdes entraîne au niveau de la balance protéique, une diminution du taux de 

synthèse des protéines et une suractivation des voies de signalisation responsables de la dégradation 

des protéines, avec pour conséquence une atrophie musculaire (Lofberg et al., 2002). Les 

glucocorticoïdes inhibent la voie de synthèse des protéines en agissant principalement sur la 

phosphorylation de la protéine de liaison 4E-BP1 à eIF4E et de la protéine ribosomale S6 kinase 1 

(S6K1), deux protéines jouant un rôle clé dans le mécanisme de synthèse des protéines en contrôlant 

la traduction de l'ARNm (Dennis et al., 2002). Parallèlement à cette inhibition de la protéosynthèse, les 

glucocorticoïdes stimulent la protéolyse dans le muscle squelettique par l'activation des principaux 

systèmes protéolytiques cellulaires, notamment le système ubiquitine-protéasome, le système 

lysosomal (cathepsine) et le système dépendant du calcium (calpaïnes) (Hasselgren, 1999). L'atrophie 

des fibres musculaires de type II est davantage prononcée que celle des fibres de type I (Ciciliot et al., 

2013). Chez l’homme et l’animal, les conséquences de l’action prolongée des glucocorticoïdes sur les 

muscles squelettiques sont caractérisées par une atrophie des fibres qui affecte principalement les 

fibres rapides, par un changement de l’expression d’isoforme de la myosine rapide à lente, et par 

l’hétérogénéité de la section transversale des fibres avec l’apparition de fibres musculaires 

atrophiques et nécrotiques (Ciciliot et al., 2013). Ce changement phénotypique associé à la perte de 

fibres musculaires est corrélé à la diminution des performances et à la faiblesse musculaire (Riso et al., 

2008).  

 

 En résumé, les muscles squelettiques ont la capacité de modifier leurs propriétés structurelles 

et fonctionnelles, afin d’effectuer de nouvelles tâches ou de répondre à de nouvelles contraintes. La 

plasticité des fibres musculaires peut survenir à la suite de différentes variations environnementales, 

mécaniques, métaboliques et hormonales. Les perturbations moléculaires issues de ces variations 

peuvent être détectées par de multiples capteurs, sarcomériques, métaboliques ou des récepteurs 

membranaires. La stimulation de ces capteurs déclenche des cascades de voies de signalisation 

intracellulaires pouvant entraîner des modifications de la taille (hypertrophie et atrophie) et du type de 

fibre (transition phénotypique). Les changements de taille des fibres musculaires traduisent un 

déséquilibre de la balance protéique, avec soit une hypertrophie musculaire résultant d’une activation 

de la protéosynthèse et d’une réduction importante de la protéolyse, ou inversement dans le cas de 

l’atrophie musculaire. Les changements de phénotypes musculaires traduisent d’une reprogrammation 

de la transcription des gènes conduisant à un remodelage des propriétés contractiles des fibres 

(transition entre un phénotype lent et rapide) ou du profil métabolique (transition entre un 

métabolisme glycolytique et oxydatif). 

 



Revue de bibliographie – La régulation de la masse du muscle squelettique 

26 
 

III. La régulation de la masse du muscle squelettique 
 

 III.1. La myogenèse 

 

 La formation et le développement des fibres musculaires sont assurés par le processus de 

myogenèse. Le point de départ de la myogenèse correspond aux cellules souches mononucléées 

appelées cellules satellites, majoritairement quiescentes et localisées en périphérie des fibres 

musculaires (Le Grand & Rudnicki, 2007). Ces cellules satellites vont être par la suite, être activées par 

des facteurs de transcription ayant pour conséquence la sortie de leur état de quiescence (Figure 10). 

Suite à leur activation en myoblastes (cellules mononucléées), les cellules entrent dans une phase de 

prolifération avant de sortir du cycle cellulaire pour fusionner entre elles et se différencier en 

myotubes (cellules plurinucléées) (Andrés & Walsh, 1996) (Figure 10). Cette fusion dite primaire donne 

naissance à des myotubes contenant très peu de noyaux. Les myoblastes n’ayant pas fusionné entre 

eux s’associent avec des myotubes préformés, cette fusion secondaire donnant ainsi des myotubes 

matures ayant un contenu en noyaux plus important (Andrés & Walsh, 1996). Au niveau 

morphologique, l’indice de fusion peut nous renseigner sur le taux de différenciation cellulaire. C’est 

le rapport entre le nombre de noyaux à l’intérieur des myotubes et l’ensemble des noyaux dans le 

périmètre d’analyse. Enfin, la toute dernière étape de la myogenèse est la spécialisation des myotubes 

en fibres musculaires fonctionnelles, comportant une succession d’unités excitables et contractiles. 

Ces fibres musculaires matures concentrent des cellules souches disponibles à la fois pour la croissance 

et la régénération du système musculaire. Le développement du muscle squelettique relève de deux 

étapes importantes de la myogenèse, la prolifération et la différenciation cellulaires, toutes deux 

contrôlées par les facteurs de transcriptions myogéniques.   

Figure 10 : Représentation schématique de la myogenèse et des différents facteurs de transcription impliqués 
(d’après Zanou & Gaily, 2013). 
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 III.1.1. Les mécanismes généraux de la myogenèse  

 

 La spécialisation des cellules satellites en cellules musculaires nécessite l’action du facteur de 

transcription Pax 7 (Paired box 7). En aval de Pax 7, la famille des MRF (Myogenic Regulatory Factor) 

regroupe des facteurs de transcription clés et spécifiques du développement du muscle squelettique, 

considérés comme des marqueurs de la spécialisation terminale de la cellule musculaire (Pownall et 

al., 2002) (Figure 10). De plus, les MRF sont impliqués dans chaque phase de la myogenèse, que ce soit 

la spécialisation des cellules satellites en myoblastes ou la différenciation des myoblastes en myotubes 

(Le Grand & Rudnicki, 2007). Les MRF correspondent aux facteurs de transcription suivants : MyoD, 

Myf5, la myogénine (MyoG), et MRF4.  

 

 Contrairement à Pax 7, les facteurs de transcription myogéniques MyoD et Myf5 sont exprimés 

pendant les premières phases de la myogenèse. Le facteur Myf-5, exprimé précocement, contrôle la 

prolifération des cellules satellites, alors que MyoD est à l’origine de l’arrêt de la phase proliférative 

précédant la différenciation cellulaire (Pownall et al., 2002) (Figure 10). L’expression de Pax 7, Myf-5 

et MyoD, joue un rôle crucial dans la formation des cellules musculaires, par la différenciation des 

cellules satellites en myoblastes (Le Grand & Rudnicki, 2007 ; Zammit et al., 2006).  

 

 Des études in vitro sur des cellules musculaires n’exprimant plus Myf5 montrent une 

diminution importante du nombre de myoblastes, tandis que la perte de MyoD induit le maintien de 

l’état de quiescence des cellules satellites, permis par une élévation de la prolifération cellulaire au 

lieu de la différenciation myogénique (Megeney et al., 1996 ; Rudnicki et al., 1993 ; Sabourin et al., 

1999). Les myoblastes mononucléés, déterminés et allongés, devenus des myocytes à la suite de 

l’expression des facteurs myogéniques primaires (MyoD et Mrf-5), s’alignent et fusionnent pour 

former des cellules plurinucléées appelées myotubes (Figure 10). La migration et l’agglomération des 

myoblastes sont des prérequis cruciaux à l’étape de fusion en vue de la formation de myotubes ; il est 

à noter que l’action des molécules d’adhésion de la famille des cadhérines jouent un rôle majeur dans 

la fusion efficace des myoblastes (Hollnagel et al., 2002). Les facteurs de différenciation MyoG et MRF4 

ne sont pas impliqués dans le développement ou le renouvellement des cellules satellites, mais leur 

expression plus tardive dans la myogenèse est une étape capitale dans la différenciation terminale des 

myotubes et la détermination des futures fibres musculaires matures (Gayraud-Morel et al., 2007). 

Une étude menée sur des souris présentant un défaut d’expression post-natale de MyoG a montré que 

ces souris présentaient une masse musculaire réduite, suggérant ainsi que l’absence de MyoG inhibe 

la différenciation des myoblastes et la croissance tissulaire (Knapp et al., 2006). En toute fin de 

processus, les noyaux situés au centre de la myofibre vont se délocaliser vers sa périphérie.   

 

 Les différentes phases de la myogenèse sont influencées par d’autres facteurs que les MRF. 

Ainsi, les facteurs de croissance tels que IGF-1 (Insulin-like growth factor) sont des effecteurs de la 

prolifération cellulaire (Engert et al., 1996). On note également des protéines inhibitrices de la 

myogenèse, comme la myostatine qui agit comme un régulateur négatif en inhibant les facteurs pro-

prolifératifs et les facteurs de différenciation cellulaire (Rıós et al., 2002). La formation et la croissance 

musculaires sont également influencées par des voies de signalisation intracellulaires responsables à 

la fois de la synthèse et la dégradation des protéines, élément fondamental au bon développement du 

muscle squelettique. 
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 III.2. L’anabolisme protéique  

 

 III.2.1. Les étapes de la synthèse d’une protéine 

 

 III.2.1.1. La transcription de l’ADN 

 

 A l’origine du processus de synthèse d’une protéine se trouve l’ADN, contenant l’information 

indispensable dont la cellule a besoin pour synthétiser des protéines. Cette information génétique, ce 

code, sera tout d’abord répliqué lors d’une étape appelée transcription. Lors de ce processus, 

l’information contenue dans le brin d’ADN sera reproduite en une nouvelle molécule contenant 

majoritairement l’information originaire du segment d’ADN copié : c’est l’ARN messager (ARNm) 

(Cramer & Woodhead) (Figure 11). La transcription réalisée à l’intérieur du noyau est permise par 

l’intermédiaire d’une enzyme appelée ARN polymérase ; cette enzyme a la capacité de synthétiser 

l’ARNm en faisant correspondre des 

bases azotées (adénine, uracile, guanine 

et cytosine) complémentaires au brin 

d’ADN original. Des facteurs de 

transcription sont également 

nécessaires afin de spécifier à l’ARN 

polymérase la séquence précise de 

l’ADN à copier (Cramer & Woodhead) 

(Figure 11). L’ARNm nouvellement 

constitué pourra ensuite sortir du noyau 

afin de servir de matrice, de plan pour la 

synthèse des protéines par les 

ribosomes, organites cellulaires ayant la 

faculté de traduire l’information de 

l’ARNm en protéine qui pourra alors 

exercer sa fonction au sein de la cellule. 

 

Figure 11 : Transcription de l’ARNm à partir de l’ADN nucléaire. 

 

  III.2.1.2. La traduction de l’ARN     

 

 La traduction de l’ARNm, dernier stade de la synthèse protéique, peut être divisée en trois 

étapes : l’initiation, l’élongation et la terminaison. La traduction consiste à lier à partir de l’ARNm 

localisé dans le cytoplasme, des acides aminés les uns aux autres afin de former une chaîne 

polypeptidique, base de la protéine. L’information contenue dans l’ARNm est décryptée sous forme 

de codons, correspondant à la séquence de trois nucléotides consécutifs, chaque codon représentant 

un acide aminé (Fabian et al., 2010). La traduction dépend de deux composants primordiaux : les 

ribosomes et les ARN de transfert (ARNt), éléments que nous détaillerons lors de la description des 

différentes étapes de la traduction. La synthèse des protéines se produit au sein d’un ribosome, 

composé d’une petite (40S) et une grande (60S) sous-unité formant le complexe 80S (Pena et al., 2017) 

(Figure 12). La phase d’initiation consiste à assembler l’ARNm au niveau de son codon d’initiation 

(AUG) à la sous-unité 40S du complexe ribosomal ; l’ARNt va ensuite se lier au codon d’initiation de 
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l’ARNm. Le complexe d’initiation 40S se lie à la sous-unité 60S pour former le complexe ribosomal 80S 

actif, capable d’initier l’assemblage des acides aminés (Figure 12). Par la suite, l’ARNt en relation avec 

le complexe ribosomal mature agit comme un traducteur entre l’ARNm et la protéine en formation, 

en apportant l’ensemble des acides aminés spécifiques codés par les codons de l’ARNm (Fabian et al., 

2010) (Figure 13).  

 

Figure 12 : Processus de l’initiation de la traduction chez les eucaryotes. 

 

L’étape d’initiation est régulée par plusieurs protéines et facteurs d’initiation. Le complexe de 

pré-initiation 43S, regroupant la sous-unité ribosomale 40S et des facteurs d’initiation eIF2 et eIF3 

(eukaryotic Initiation Factor 2 et 3) (Figure 12), permet la fixation de la sous-unité 40S du ribosome 

avec des ARNt porteur d’une méthionine, cette dernière étant l’acide aminé initiatique de la synthèse 

protéique. Le recrutement du complexe 43S avec l’ARNm est conditionné selon un ensemble de 

facteurs d’initiation de la traduction constituant le complexe eIF4F (eukaryotic Initiation Factor 4F). 

Celui-ci est composé d’une protéine de fixation et d’une protéine de structure : eIF4E (eukaryotic 

Initiation Factor 4E) et eIF4G (eukaryotic Initiation Factor 4G), respectivement (Figure 12). Pour que le 

complexe eIF4F soit fonctionnel, il est nécessaire que la protéine eIF4E se désunisse de son répresseur, 

la protéine 4E-BP1 (Eukaryotic initiation factor 4E-binding protein 1), afin d’interagir avec eIF4G, ce qui 

lui permettra dans un second temps de s’unir avec la sous-unité ribosomale 40S du complexe de pré-

initiation 43S (Fabian et al., 2010). L’interaction du complexe 43S et de eIF4F forme le complexe 48S, 

entraînant l’initiation de la traduction de l’ARNm sur son codon d’initiation AUG (Figure 12). Certaines 
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étapes de l’initiation de la traduction sont sous le contrôle de voies de signalisation intracellulaires 

impliquées dans la régulation de la synthèse protéique.  

 

Lors de la phase d’élongation, l’ensemble des codons formant l’ARNm sont traduits dans leur 

intégralité par le complexe ribosomal, les ARNt permettant l’assemblage des acides aminés 

correspondant aux codons. Ces acides aminés seront liés de manière covalente par des liaisons 

peptidiques afin de former une chaîne polypeptidique (Figure 13). Le facteur d’élongation eEF2 

(Eukaryotic elongation factor 2) est une protéine essentielle dans le contrôle de la phase d’élongation, 

car le facteur eEF2 favorise la translocation (déplacement) du ribosome le long de l’ARNm.  

 

 La dernière étape de la traduction, la terminaison, intervient lorsque le complexe ribosomal 

atteint l’un des trois codons stop (UAA, UAG ou UGA), signe d’une traduction complète ; aucun ARNt 

n’est capable de décrypter ces codons stop ; la traduction de l’ARNm prend fin (Figure 13). Des facteurs 

de libération agissent sur la protéine nouvellement constituée : une réaction d’hydrolyse s’opère au 

niveau du dernier acide aminé de la chaîne polypeptidique, séparant celle-ci de l’ARNt, permettant 

ainsi à la protéine de se détacher du ribosome et entraînant également la séparation du complexe 

ribosomal à l’origine du processus de traduction (Ogle et al., 2001).  

 

Figure 13 : Elongation et traduction de l’ARNm par le complexe ribosomal. 
  

 Ainsi, des protéines clés de la voie de synthèse des protéines sont capables de contrôler la 

traduction protéique, comme la protéine mTOR (mammalian Target of Rapamycin) qui régule la 

phosphorylation de la protéine 4E-BP1, ou encore la protéine Akt (protéine kinase B), régulant 

l’inhibition du facteur d’initiation eIF2 via la protéine GSK-3β (Glycogen synthase kinase 3 beta) (Figure 

12). On peut noter également, le facteur eEF2 également sous la dépendance de protéines clés de 

signalisation intracellulaire impliquée dans la voie de synthèse des protéines, telles que mTOR et 

P70S6K (ribosomal protein S6 kinase) (Bodine et al., 2001 ; Rommel et al., 2001). Après avoir passé en 

revue les différentes étapes du processus de biosynthèse protéique, nous allons nous intéresser à l’une 

des voies de signalisation intracellulaire jouant un rôle majeur dans la régulation de la synthèse des 

protéines : la voie Pi3K / Akt / mTOR. 
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 III.2.2. La voie de protéosynthèse : PI3K / Akt / mTOR 

 

 III.2.2.1. PI3K 

 

 La PI3K (Phosphatidyl Inositol-3-OH kinase) est une kinase participant à l’activation de 

multiples processus cellulaires, tels que la prolifération et la différenciation cellulaires, ou encore la 

synthèse protéique. Les principaux activateurs de la voie PI3K / Akt sont les facteurs de croissance 

comme l’IGF-1, peptide de 7 kDa environ possédant un très grand nombre de récepteurs au niveau de 

la membrane des cellules musculaires. Les récepteurs du facteur de croissance IGF-1 font partie de la 

classe des récepteurs transmembranaires à activité tyrosine kinase intrinsèque. La liaison de l’IGF-1 

sur son récepteur provoque l’activation de l’activité tyrosine kinase, occasionnant une 

autophosphorylation du récepteur, créant ainsi au niveau de la surface interne de la membrane 

cellulaire des sites de recrutement de la PI3K (Harrington et al., 2005). Par la suite, la PI3K phosphoryle 

les PIPs (Phosphatidylinositol Phosphates) localisés dans la membrane cellulaire, transformant le PIP2 

(phosphatidylinositol-4,5-diphosphate) en PIP3 (phosphatidylinositol-3,4,5-triphosphate) (Czech, 

2000). Ce dernier agit comme un site de recrutement de deux kinases : la kinase phosphoinositide- 

dépendante 1 (PDK1) qui, par phosphorylation, active la seconde kinase recrutée à la membrane par 

l’intermédiaire du PIP3, la protéine kinase B (Akt) (Figure 14).  

Figure 14 : Schématisation de la cascade de la voie de signalisation PI3K / Akt / mTOR. 

 

 L’IGF-1 est considéré comme l’un des principaux régulateurs positifs de la voie de signalisation 

de synthèse protéique, conduisant à une hypertrophie des cellules du muscle squelettique. Les effets 

anabolisants de l’IGF-1 ont été observés in vitro sur des cellules musculaires en culture différenciées 
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en myotubes, l'ajout d'IGF-I exogène entraînant une augmentation du diamètre des myotubes et une 

teneur en protéines plus élevée (Rommel et al., 2001 ; Vyas et al., 2002). Chez le rongeur, un traitement 

à l’IGF-1 par transplantation de pompe provoque un accroissement de leur masse musculaire (Adams 

et McCue, 1998), résultat également retrouvé sur des souris génétiquement modifiées avec une 

surexpression d’IGF-1 (Barton, 2006 ; Musaro et al., 2001). La liaison de l’IGF-1 avec son récepteur 

entraîne, par l’intermédiaire de PI3K, l’activation en aval de nombreuses cascades de signalisation, et 

tout particulièrement l’une des voie clé de la synthèse des protéines : la voie Akt / mTOR (Figure 14).  

 

 III.2.2.2. Akt 

 

 La protéine Akt, également connue sous le nom de protéine kinase B (PKB), est une sérine / 

thréonine kinase régulée par les facteurs de croissance et est une cible clé en aval de PI3K (Song et al., 

2005). La famille Akt est composée de trois isoformes : Akt1, Akt2 et Akt3, également connues sous les 

noms de PKBα, PKBβ et PKBγ respectivement (Gonzalez & McGraw, 2009). L’activation de PI3K 

entraîne la production de PIP3 au niveau de la membrane plasmique ; ce dernier fonctionne comme 

un site d'accueil pour PDK1 et Akt, provoquant ainsi, l’activation et la phosphorylation de Akt sur la 

thréonine 308 (Engelman et al., 2006). Une fois activée, Akt se déplace vers le cytoplasme, où un 

certain nombre de cibles en aval sont phosphorylées et ainsi activées ou inhibées afin de fournir un 

signal anabolisant protégeant les cellules de l'apoptose induite par divers stress, et induisant ainsi de 

nombreux effets métaboliques (Kim et al., 2001). La voie de signalisation PI3K / Akt est principalement 

axée sur la régulation de diverses fonctions physiologiques au sein de la cellule, telles que la synthèse 

protéique, l’inhibition de l'apoptose, l’angiogenèse, le métabolisme, la survie, la prolifération et la 

croissance cellulaires (Aksamitiene et al., 2012 ; Markman et al., 2010 ; Yuan et al., 2005) (Figure 14). 

 

 Dans un modèle de souris transgénique inductible, la suractivation de la protéine Akt sur une 

durée de 3 semaines a induit une hypertrophie musculaire marquée avec une augmentation d’environ 

50% de la masse musculaire des souris adultes, ainsi qu'un accroissement de la force des fléchisseurs 

plantaires de la cheville (Blaauw et al., 2009). Au contraire, la non-expression d’Akt conduit à une forte 

diminution de la taille des fibres musculaires squelettiques (Bodine et al., 2001). Des études chez 

l’homme ont montré une suractivation de la protéine Akt à la suite d’une activité physique en 

résistance occasionnant une hypertrophie musculaire (Bodine et al., 2001 ; Lai et al., 2004 ; Stitt et al., 

2004), et à l’inverse, une régulation à la baisse chez des personnes en hypoactivité ou en alitement 

prolongé, conduisant à une perte de masse ou atrophie musculaire (Bostock et al., 2013).  

  

 L’activation d’Akt tient donc une place majeure dans la régulation et le développement de la 

masse musculaire par l’intermédiaire de son action dans cette voie de protéosynthèse. La protéine Akt 

a plusieurs effecteurs jouant tous un rôle important dans la régulation de l’hypertrophie musculaire ; 

elle active notamment l’un des complexes clés de la voie de synthèse des protéines, mTORC1 (mTOR 

complex 1), de manière indirecte en phosphorylant la protéine TSC2 (Tuberous sclerosis 1) sur les 

résidus Ser939 et Thr1462, suscitant une inactivation du complexe TSC1 / TSC2 (Huang & Manning, 

2009) (Figure 14). Akt active également mTORC1 de manière indépendante à TSC1 / TSC2, en 

phosphorylant et en provoquant la dissociation de la sous-unité raptor avec PRAS40, un inhibiteur de 

mTORC1 (Sancak et al., 2007).  
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 Au-delà de son rôle anabolisant sur le muscle squelettique, la phosphorylation de la protéine 

kinase Akt a pour conséquence un contrôle négatif de l’activité nucléaire et transcriptionnelle des 

facteurs de transcription FoxO1 et FoxO3 (Tzivion et al., 2011 ; Zhang et al., 2011) (Figure 14). Il a été 

observé que l’activation de la voie de PI3K / Akt / mTOR par le facteur de croissance IGF-1 a pour 

conséquence la phosphorylation de FoxO3 par Akt, et ce sur ses deux résidus Thr32 et Ser253 induisant 

son exclusion nucléaire et sa séquestration cytoplasmique. Cette inhibition par Akt passe d’une part 

par l’exclusion de FoxO du noyau, ce qui empêche FoxO de se lier aux séquences d’ADN cibles, 

notamment les gènes codant pour les atrogènes (Zhang et al., 2011) (Figure 14). Plusieurs études ont 

montré in vitro, dans un modèle cellulaire de myotubes atrophiés traités par l’IGF-1, une réduction de 

l’expression des gènes ou protéines liée au système protéolytique ubiquitine-protéasome, notamment 

MAFbx et MuRF1 (Sanchez et al., 2014 ; Stitt et al., 2004). 

 

 Ces différentes données confèrent à la protéine Akt un rôle important dans la régulation de 

l’homéostasie protéique au sein de la cellule musculaire ; son activation entraîne conjointement la 

phosphorylation de TSC2, levant ainsi son inhibition sur la protéine mTOR, et la phosphorylation de 

FoxO1 et FoxO3, inhibant leur action de transcription de gènes spécifiques de la protéolyse musculaire. 

Par conséquent, Akt est considéré comme étant l’un des principaux régulateurs négatifs des voies 

protéolytiques tout en étant un facteur clé des voies de protéosynthèse (Figure 14). 

 

 III.2.2.3. mTOR 

 

 La protéine mTOR (mammalian Target Of Rapamycin), en réponse à des signaux extra- et 

intracellulaires, régule des fonctions clés de la cellule telles que la croissance, la survie, la prolifération 

ou encore le métabolisme cellulaire. Elle est surtout un élément central dans la voie de synthèse des 

protéines, notamment par son contrôle de la traduction protéique (Huang & Fingar, 2014). La protéine 

mTOR est en relation avec plusieurs protéines partenaires régulant son activation ou son inhibition ; 

elle exerce notamment son activité au sein de deux complexes multiprotéiques, nommés mTORC1, 

sensibles à la rapamycine, et mTORC2, résistant à la rapamycine (Laplante, M., & Sabatini, 2009) 

(Figure 14). Les complexes mTORC1 et mTORC2 contiennent plusieurs composants communs : la 

kinase mTOR jouant le rôle de composé catalytique central, la protéine d'échafaudage mLST8, la sous-

unité régulatrice DEPTOR et le complexe Tti1 / Tel2, important dans l'assemblage et la stabilité du 

complexe mTOR (Figure 15). Il est à noter que chaque complexe héberge des sous-unités distinctes qui 

contribuent à la spécificité dans l’utilisation des substrats, à la localisation intracellulaire et à la 

régulation spécifique complexe. mTORC1 est défini par son association avec Raptor (Regulatory 

associated protein of mTOR), ayant une fonction stabilisatrice du complexe et permettant également 

le recrutement spécifique des substrats de mTORC1 (Kim et al., 2002). mTORC2 est quant à lui 

constitué des sous-unités Rictor (Rapamycin-insensitive companion of mTOR) et mSin1 (Figure 15). Des 

cellules déficitaires en Rictor ont permis de montrer que cette protéine est indispensable à 

l’assemblage, la stabilité, le recrutement spécifique des substrats et la localisation intracellulaire 

(Sarbassov et al., 2004). mSin1 est également nécessaire pour la localisation intracellulaire de mTORC2 

au niveau de la membrane plasmique. En particulier, mSin1 est un régulateur négatif clé de l'activité 

de la kinase mTORC2 jusqu'à ce que l’activation de PI3K recrute mSin1, et par conséquent mTORC2, à 

la membrane plasmique où l'inhibition de mTORC2 médiée par Sin1 est levée (Liu et al., 2015). Des 

preuves biochimiques et structurelles suggèrent que mTORC1 et mTORC2 peuvent exister sous forme 

de dimères (Wullschleger et al., 2005). 
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 Différentes études réalisées sur des rongeurs transgéniques montrent une implication 

importante de mTOR, et notamment du complexe mTORC1, dans la régulation de la masse musculaire. 

L'inactivation de mTOR au niveau musculaire conduit à une myopathie sévère, entraînant une mort 

prématurée (Risson et al., 2009), la perte de mTOR exacerbant les caractéristiques myopathiques à la 

fois dans les muscles lents (oxydatifs) et rapides (glycolytiques) (Risson et al., 2009). Il a été rapporté 

que l’invalidation du gène Raptor entraîne à elle seule une augmentation de l’atrophie musculaire et 

une dystrophie prononcée chez la souris (Bentzinger et al., 2008), soutenant donc le rôle clé du 

complexe mTORC1 dans le maintien de la masse musculaire. Une étude utilisant un modèle murin 

d'immobilisation des membres postérieurs ainsi qu’un traitement pharmacologique à la rapamycine 

(inhibant l’activation de mTOR), donne lieu à une importante réduction de la formation du complexe 

eIF4F (un facteur d’initiation de la traduction), une diminution de la synthèse protéique globale et une 

perte de la masse musculaire (You et al., 2015). Cependant, la modulation de mTOR n’est pas restreinte 

à Raptor et Rictor. On peut en effet observer une importante corrélation entre le taux d’acides aminés 

et l’activation de mTOR par l’intermédiaire de la petite protéine GTPase Rheb (Ras homolog enriched 

in brain), l’une des protéines régulatrices de mTOR.   

 

Figure 15 : Représentation schématique des complexes mTOR. mTORC1 et mTORC2 partage les kinase mTOR, 
mLST8, Tti / Tel2, DEPTOR (d’après Kim et al., 2017).    

 III.2.2.3.1. Les régulateurs de mTOR 

 

 La petite protéine GTPase-Rheb est présente dans la cellule sous deux formes : GDP-Rheb 

(Guanosine diphosphate-Rheb) et GTP-Rheb (Guanosine triphosphate-Rheb) ; cette dernière est 

reconnue pour être un activateur de la protéine mTOR (Long et al., 2005 ; Laplante & Sabatini,2009). 

Des études in vitro montrent que la surexpression de GTP-Rheb entraîne une hyper-phosphorylation 

de mTORC1, jouant ainsi un rôle de régulateur positif de la voie de synthèse des protéines (Sato et al., 

2008 ; Inoki et al., 2003a). Une étude a montré au niveau cellulaire (cellules HEK293) que la 

surexpression du complexe TSC1 / TSC2 provoque une diminution de la forme active de Rheb, GTP-

Rheb, bloquant son rôle d’activateur de mTORC1 et faisant de TSC1 / TSC2 un inhibiteur de la protéine 

mTOR (Inoki et al., 2003b). La stimulation via les facteurs de croissance induit l’activation de PI3K / Akt, 

provoquant par la suite, la phosphorylation de TSC2 sur plusieurs sites (Ser939 et Thr1432), conduisant 

à un blocage de l’association entre TSC1 et TSC2 (Dibble et al., 2012 ; Huang & Mannig, 2009). La 

phosphorylation de TSC2 initiée par Akt entraîne une dissociation du complexe TSC1 / TSC2 de la 

membrane lysosomale, permettant à la protéine Rheb de s’associer au GTP, de se lier à mTORC1 et de 

l'activer (Menon et al., 2014) (Figure 16). La levée de l’inhibition du complexe TSC1 / TSC2 sur Rheb 

entraîne une migration de la forme inactive de mTORC1 du cytoplasme vers la membrane lysosomale, 
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pour y être activé par une GTPase. Sur cette même membrane lysosomale se trouvent la famille Rags, 

constituée de quatre protéines Rag (RagA, RagB, RagC, RagD), comprenant deux types d’isoformes Rag 

A/B lié au GTP et associé Rag C/D au GDP qui fonctionnent comme un hétérodimère (par exemple 

entre les isoformes A et C) (Sancak et al., 2008). Les Rags s’associent au lysosome par leur interaction 

avec le complexe Ragulator fixé à la membrane. En condition anabolisante, Rag A/B se lie activement 

au GTP entraînant un rapprochement de mTORC1 vers la membrane lysosomale via sa sous-unité 

Raptor (Sancak et al., 2010) (Figure 16). 

 

 

 III.2.2.3.1.1. Les acides aminés 

 

 Des études réalisées chez le rongeur ainsi que sur des cellules musculaires en culture ont révélé 

que les acides aminés sont nécessaires pour stimuler et activer la synthèse des protéines, ce processus 

impliquant notamment le complexe mTORC1 (Atherton et al., 2010 ; Drummond & Rasmussen et al., 

2008). D’autres études plus anciennes ont confirmé in vitro qu’un mélange des 20 acides aminés 

entraîne une phosphorylation de mTOR, ce dernier étant suractivé lorsque les acides aminés étaient 

combinés à un facteur de croissance, comme l’IGF-1 (Kim et al., 2008a ; Sancak et al., 2008). L’analyse 

mécanistique a révélé que les acides aminés régulent la localisation intracellulaire de mTORC1 (Sancak 

et al., 2008 ; Sancak et al., 2010). Lorsque des cellules en culture sont privées en acides aminés, on 

peut observer la protéine mTORC1 diffuse dans l’ensemble du cytoplasme. Au contraire, la 

supplémentation en acides aminés entraîne un déplacement rapide de mTORC1 vers la surface 

lysosomale, lui permettant ainsi d’interagir avec la petite GTPase-Rheb (Figure 16) (Sancak et al., 2008). 

Ainsi, il semble que les acides aminés aient pour principale action de changer la localisation de mTOR 

afin de mettre en contact le complexe mTORC1 avec son activateur Rheb (Jewell et al., 2013). 
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Figure 16 : Activation du complexe mTORC1 au niveau de la membrane lysosomale par les acides aminés et les 
facteurs de croissance (d’après Dibble et al., 2015). 

 

 Des études ont permis d’émettre l’hypothèse que l’action des acides aminés avait un impact 

sur la relation du complexe TSC1 / TSC2 et la protéine Rheb (Bar-Peled & Sabatini, 2014). Cependant, 

le développement de souris knock-out en TSC2 montre que l’état d’activation de mTORC1 est resté 

sensible à une modification des niveaux d'acides aminés intracellulaires de fibroblastes de souris, 

mettant en évidence une voie alternative de stimulation (Smith et al., 2005). Cette voie alternative est 

centrée sur les GTPases Rag, qui constituent la base moléculaire de la signalisation des acides aminés 

vers mTORC1 (Figure 16) (Bar-Peled & Sabatini, 2014). Les GTPases Rag sont situées en aval des acides 

aminés et, en leur absence, mTORC1 ne peut pas être transloquer vers la membrane lysosomale, son 

site d’activation (Bar-Peled & Sabatini, 2014). Les Rags se localisent également sur la membrane 

lysosomale et ont la capacité de recruter la sous-unité raptor du complexe mTORC1 et ce de manière 

dépendante des acides aminés (Sancak et al., 2010). Lors d’une déprivation en acides aminés, la 

molécule Rag A / B liée à un GDP est la forme la plus abondante ; le GDP est rapidement échangé 

contre un GTP après ajout d’acides aminés, permettant ainsi l’activation de mTORC1 (Figure 16) 

(Sancak et al., 2008). Cette connexion entre acides aminés et la protéine Rag A / B place donc les acides 

aminés comme l’un des activateurs principaux de mTORC1. 

 

 III. 2.2.3.1.2. Les facteurs de croissances 

 

 En amont de l’un des principaux inhibiteurs de mTOR, le complexe TSC1 / TSC2, des facteurs 

de croissance tels que l’IGF-1 activent la protéine PI3K, phosphorylant directement TSC1 / TSC2 pour 



Revue de bibliographie – La régulation de la masse du muscle squelettique 

37 
 

l’inactiver et donc lever l’inhibition de mTORC1 (Inoki et al., 2002). Les cytokines pro-inflammatoires, 

telles que le facteur de nécrose tumorale α (TNFα), activent mTORC1 par un mécanisme sensiblement 

similaire aux facteurs de croissance, IkB kinase β (IKKβ) phosphorylant TSC1 et provoquant ainsi 

l’inhibition de TSC1 / TSC2 (Lee et al., 2007). Enfin, la voie canonique Wnt, un important régulateur de 

la croissance, de la prolifération et de la différenciation cellulaires active également mTORC1 via une 

inhibition indirecte de TSC1 / TSC2, la voie Wnt inhibant GSK-3β, qui normalement phosphoryle et 

favorise l’activité de TSC2 (Inoki et al., 2006). 

 

 III. 2.2.3.1.3. La contraction musculaire et mécano-transduction 

 

 La stimulation mécanique observée lors d’une contraction musculaire est un puissant stimulus 

et activateur de la synthèse protéique dans le muscle squelettique. Cette relation a été clairement 

observée et démontrée sur plusieurs modèles in vivo et in vitro, à l’aide de différents modes de 

stimulation mécanique (endurance, résistance, stimulation électrique et étirement) (Bodine et al., 

2001 ; Hornberger et al., 2004 ; Manabe et al., 2012 ; Nedachi et al., 2008). Des études ont montré 

qu’à la suite d’une stimulation mécanique, mTOR pouvait être activée par des mécanismes dépendants 

de la protéine Akt (Léger et al., 2006), et ce de manière aiguë ou chronique. En particulier, lors d’une 

stimulation mécanique continue, les voies de signalisation sont activées directement par la stimulation 

mécanique ou par des facteurs circulants libérés par le muscle squelettique pendant ou à la suite de la 

contraction musculaire, tels que l’IGF-1 ou les MGF (Mechanical Growth Factor). Ces facteurs de 

croissance libérés par le muscle squelettique suite à une stimulation électrique sont à la base de 

l’activation de la voie de synthèse PI3K / Akt / mTOR (Rommel et al., 2001 ; Bodine et al., 2001).  

 

 Des études ont mis en évidence que ces facteurs de croissance conduisent à une activation 

tardive de la voie de synthèse PI3K / Akt / mTOR, une augmentation de l’expression des ARNm de l’IGF-

1 et des MGF étant observée 2 à 3 heures après une séance d’entraînement de type résistance 

(Hameed et al., 2003 ; Haddad et Adams 2002). En revanche, l’activation de mTOR à la suite d’une forte 

contraction du muscle squelettique ne semble pas dépendre des protéines PI3K / Akt (Hornberger et 

al., 2006). En effet, une étude de Hornberger et al., (2006) a montré que l’activation de P70S6K (une 

cible en aval de mTOR) à la suite d’une stimulation mécanique n’était pas perturbée même en présence 

de wortmanine, un inhibiteur de la PI3K. De plus, le même auteur avait quelques années auparavant 

mis en évidence que chez des souris KO pour Akt (Akt-/-), mTOR restait sensible et activable suite à une 

succession de contractions – étirements par intermittence (Hornberger et al., 2004). Plusieurs études 

ont montré qu’à la suite d’une stimulation mécanique, les protéines mTOR et P70S6K étaient activées 

alors que Akt n’observait aucun changement de phosphorylation ou d’expression, suggérant ainsi que 

lors de stimuli intense, mTOR est activée, non pas par Akt, mais par des voies alternatives (Eliasson et 

al., 2006 ; Fujita et al., 2007 ; Mascher et al., 2007).  

 

 Le muscle squelettique est intrinsèquement un tissu sensible à tout type de stimulation 

mécanique. Les médiateurs intracellulaires sensibles aux stimuli mécaniques sont susceptibles de 

favoriser les processus de transduction du signal liés aux voies de synthèse des protéines, et de 

stimuler le remodelage et les réponses adaptatives métaboliques au sein du muscle squelettique. La 

compréhension de la mécano-transduction autour de mTORC1, c’est-à-dire le mécanisme par lequel 

les cellules convertissent les signaux mécaniques en réponses biologiques sont à ce jour en cours 

d’investigation (Lee et al., 2017). Notamment, l'acide phosphatidique, un messager lipidique, semble 
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jouer un rôle dans plusieurs systèmes de signalisation intracellulaires, son activation influençant 

notamment la mitogenèse, les processus de sécrétion et la réorganisation du cytosquelette (Yoon, 

2017). L'activation du l'acide phosphatidique dépend de l'activité de la phospholipase D (PLD), qui 

hydrolyse la phosphatidylcholine en acide phosphatidique et en choline (Hong et al., 2001). Une fois 

synthétisé, l'acide phosphatidique se lie à mTOR et active P70S6K (Menon et al., 2017). Une étude in 

vitro sur des muscles squelettiques de souris soumis à une stimulation mécanique a montré une 

augmentation de la concentration de la PLD, permettant la formation de l’acide phosphatidique, ainsi 

que l’activation de P70S6K (Hornberger et Chien, 2006). Dans cette même étude, les auteurs ont utilisé 

un inhibiteur de la PLD, ce qui a provoqué une neutralisation de l’activation de P70S6K lors de 

stimulations électriques, et ce de manière dose-dépendante (Hornberger et Chien, 2006). Ces données 

ont fourni des informations cohérentes sur le fait que la stimulation mécanique a le potentiel d’activer 

la voie mTOR/P70S6K par l’augmentation de la concentration intracellulaire en acide phosphatidique. 

Sur le plan mécanistique, on sait que les protéines de structures telles que l’α-actinine et la β-actine 

inhibent l'activité de la PLD (Lee et al., 2001). De plus, la PLD est située proche de ces protéines de 

structure et des disques Z du sarcomère, ce dernier étant un élément essentiel dans la transmission 

de la force le long du sarcomère lors d’une contraction musculaire. Cette configuration laisse à 

supposer que la proximité de ces différents éléments régulateurs pourrait constituer l'une des voies 

d'activation mécanique de l’acide phosphatidique (Park et al., 2000). La stimulation mécanique 

pourrait entraîner une dissociation physique entre la PLD et l'α-actinine et/ou la β-actine, ce qui 

renforcerait davantage l’hypothèse que l’acide phosphatidique puisse être un médiateur mécano-

chimique de la contraction du muscle squelettique dépendante (Hornberger et Chien, 2006), mais 

cette hypothèse reste encore à être confirmée à ce jour. 

    

 III. 2.2.3.2. Les effecteurs de mTORC1 

 

 III. 2.2.3.2.1. 4E-BP1 

 

 L’étape d’initiation de la traduction de l’ARNm est une phase cruciale dans la synthèse 

protéique. L’interaction entre les protéines eIF4E et eIF4G, toutes deux des facteurs d’initiation de la 

traduction, est régulée par la protéine 4E-BP1 (Moerke et al., 2007) (Figure 17). Cette dernière a la 

capacité de se lier à eIF4E, et ce sur le même site de fixation que eIF4G, perturbant ainsi leur interaction 

avec le complexe eIF4F indispensable à leur assemblage avec la sous-unité ribosomale 40S. Cette 

compétition entre 4E-BP1 et eIF4G a pour conséquence une inhibition de la traduction de l’ARNm 

(Choo et al., 2008). La protéine mTOR a la capacité de réguler l’initiation de la traduction en contrôlant 

l’état d’activation de la protéine 4E-BP1 (Fingar et al., 2004 ; Garami et al., 2003 ; Nojima et al., 2003). 

L’hyper-phosphorylation de 4E-BP1 entraîne une dissociation de celle-ci avec eIF4E, permettant son 

interaction avec eIF4G et la formation du complexe eIF4F, synonyme d’initiation de la traduction 

(Figure 17). Au contraire, une diminution de l’activation de mTOR entraîne une diminution de 

l’activation de la protéine mTOR qui conduit à une liaison accrue de 4E-BP1 à eIF4E (Hara et al., 1997) 

(Figure 17). Avec la protéine 4E-BP1, mTOR contrôle une autre cible, la protéine S6Kinase (Ribosomal 

protein S6 kinase beta-1), aussi appelée P70S6K. 
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Figure 17 : Schéma général présentant les cibles de mTOR et leur rôle dans la régulation des étapes 
traductionnelles et de la biogenèse ribosomale. 

 

 III. 2.2.3.2.2. P70S6K 

 

 Cette protéine kinase a la propriété d’être un régulateur positif de la traduction des ARNm et 

de la biogénèse ribosomale (Jastrzebski et al., 2007 ; Magnuson et al., 2012). Après avoir été activée 

par phosphorylation par le complexe mTORC1 (Zanchi et al., 2008) (Figure 17), P70S6K entraîne à son 

tour l’activation de la protéine ribosomale S6 (rpS6) faisant partie de la sous-unité ribosomale 40S du 

complexe 43S, élément de la machinerie traductionnelle. L’activation de rpS6 provoque une 

augmentation du recrutement d’ARNm possédant une séquence 5’TOP (terminal oligopyrimidine 

tract) favorisant la traduction de l’ARNm (Pende et al., 2004). Ces ARNm, impliqués dans la croissance 

cellulaire, ont notamment la propriété de coder pour les composants de l’appareil traductionnel 

comme les protéines ribosomales, le facteur d’initiation eIF3 du complexe de pré-initiation et le facteur 

d’élongation eEF2. L’absence du gène codant pour la protéine P70S6K provoque in vitro des myotubes 

non matures et sous-développés, avec une diminution accrue de leur taille et de leur diamètre, 

suggérant que ce défaut de croissance initié par la délétion de P70S6K soit un élément important dans 

la régulation de l’homéostasie protéique (Ohanna et al., 2005). 
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 III.2.2.3.3. mTOR et autophagie 

 

 L’augmentation de la concentration en acide aminé intracellulaire stimule non seulement la 

synthèse des protéines, mais également la répression de l’un des systèmes principaux de la 

dégradation cellulaire, l’autophagie. Ce dernier sera exposé dans la partie III.3.1. ; brièvement, 

l’autophagie consiste à séquestrer une partie du cytoplasme à l'intérieur d'une structure à double 

membrane appelée autophagosome. Cette structure fusionne ensuite avec les membranes 

lysosomales où les composants cytoplasmiques peuvent être dégradés. La famille des protéines Atg 

contrôle les principales étapes de l'autophagie, c’est-à-dire, l'initiation, la maturation de 

l’autophagosome, la fusion et la dégradation par les lysosomes (Sandri et al., 2013). Les acides aminés 

et les facteurs de croissance sont les principaux régulateurs physiologiques de l'autophagie chez les 

mammifères. Les voies qu’ils utilisent pour réguler l'autophagie sont en partie identique à celle utilisée 

pour la synthèse des protéines (Sengupta et al., 2010). Par conséquent, il a été démontré que la 

protéine mTOR, hautement impliquée dans l’homéostasie cellulaire, participe à la régulation de 

l’autophagie dans le muscle squelettique (Jung et al., 2010). En présence de nutriments, en particulier 

les acides aminés, et de facteurs de croissance, mTOR inhibe fortement l’initiation de l’autophagie. De 

nombreuses protéines sont nécessaires à l'activation du processus d’autophagie, notamment le 

complexe protéique ULK1 / Atg13 / FIP200, jouant un rôle important dans la formation de 

l’autophagosome (Sengupta et al., 2010). Sur la base de l’état nutritionnel de la cellule, mTOR régule 

l’autophagie en interagissant avec le complexe protéique ULK1 / Atg13 (Figure 18). La phosphorylation 

de ULK1 et Atg13 par mTORC1 réduisent l'activité de la kinase ULK1 sur l’initiation de l’autophagie (Kim 

et al., 2011). 

 

 Des études utilisant la rapamycine, un inhibiteur de mTOR, ou l’ARNi (ARN d’interférence) à 

l’encontre de mTOR, ont montré que l’inhibition de celui-ci n’était pas suffisante pour modifier le signal 

autophagique dans la cellule musculaire (Mammucari et al., 2008 ; Sandri, 2010). Cependant, 

l'inactivation du complexe mTORC2, insensible à la rapamycine, entraîne une augmentation de 

l’autophagie, par le biais d’une élévation de la translocation et de l'activation de FoxO3, facteur clé de 

la transcription dans l’expression de gènes liés à l'autophagie et à la dégradation protéasomale dans 

le muscle (Mammucari et al., 2008). Ces études soulignent le rôle de mTOR dans le contrôle de 

l'autophagie du muscle squelettique et mettent en évidence l'interaction complexe entre mTOR et la 

régulation de l'autophagie dans la fonte musculaire. L’ensemble de ces études et revues ont abouti à 

la conclusion que la protéine mTOR ne régule que 10% du système d’autophagie dans les muscles 

squelettiques (Neel et al., 2013 ; Sandri, 2010). En revanche, il a été rapporté que la protéine Akt située 

en amont de mTOR, contrôle environ 50% de l'autophagie du muscle squelettique (Neel et al., 2013 ; 

Zhao et al., 2007). 
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Figure 18 : Les différents phases de la voie autophagique (d’après Mizushima et al., 2008). Permease : 

transporteur membranaire ; LAMP-2 (Lysosomal-associated membrane protein) : marqueur membranaire. 
 

 III.2.2.4. GSK-3β 

 

 La protéine GSK-3 (Glycogen-synthase kinase-3) est connue sous ses deux isoformes : GSK-3α 

et GSK-3β. Cette dernière est une kinase active dans son état basal (non phosphorylé), et inhibée lors 

de la phosphorylation sur sa sérine Ser9 (Grimes & Jope, 2001). Impliquée à la fois dans le métabolisme 

glucidique, le transport du glucose et l’inhibition de la glycogénèse (Cohen & Frame, 2001), GSK-3β 

participe également à la régulation négative de la traduction par la phosphorylation du facteur de 

transcription eIF2, ce qui conduit à son inhibition (Welsh et al., 1997) (Figure 14). La voie Pi3K / Akt est 

l’une des voies de signalisation qui induit l’inhibition de GSK-3β. Ainsi, la phosphorylation de GSK-3β 

par la protéine kinase Akt permet de restaurer l’activité de eIF2 et par conséquent l’initiation de la 

synthèse protéique (Figure 14). Il a été montré que des souris atteintes de dystrophie myotonique, 

une maladie neuromusculaire caractérisée par une atrophie des muscles squelettiques, présentent un 

fort taux de GSK-3β stable et actif. De plus, la suppression de l’expression de GSK-3β réduit 

considérablement l’atrophie et la faiblesse musculaire (Jones et al., 2012). Une recherche in vitro sur 

des myoblastes en culture montre que l'expression des MRF induite par l’IGF-I est facilitée par 

l'inactivation de GSK-3β (van der Velden et al., 2008). Enfin, des cellules musculaires C2C12 traitées 

par l’IGF-1 présentent une augmentation de la phosphorylation de GSK-3β, menant à des 

répercussions positives sur la taille et le diamètre des myotubes ; ces données suggèrent donc que 
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l’inhibition de GSK-3β par la voie de synthèse IGF-1 / PI3K / Akt contribue à une hypertrophie 

musculaire (Vyas et al., 2002).   

 

 La voie de signalisation PI3K / Akt / mTOR est donc l’une des voies principales régulant la 

synthèse protéique chez l’homme et le rongeur (Glass, 2010 ; Otto & Patel, 2010 ; Sandri et al., 2013 ; 

Sasai et al., 2010). La forme active d’Akt dans le muscle squelettique conduit à une hyper-

phosphorylation de mTORC1, entraînant une croissance et un développement rapide des cellules du 

muscle squelettique. Le complexe mTORC1 peut être activé par divers stimuli, tels que l’apport 

nutritionnel (acides aminés), des facteurs de croissance (IGF-1) et la stimulation mécanique (mécano-

transduction). mTORC1 a un effet direct sur la machinerie traductionnelle et la synthèse des protéines, 

en régulant l’inhibition de l’étape d’initiation de la traduction de l’ARNm en phosphorylant et inhibant 

la protéine 4E-BP1 liée à eIF4E. De plus, mTORC1 module également la biogenèse des ribosomes par la 

phosphorylation de la protéine ribosomale S6 kinase (P70S6K). En plus de son rôle dans la traduction 

des ARNm, cette voie de signalisation est également impliquée dans la régulation des métabolismes 

glucidique et lipidique, et joue même un rôle important dans la modulation des différentes voies de 

dégradation des protéines (Bader et al., 2005 ; Ersahin et al., 2015 ; Heras-Sandoval et al., 2014). Ainsi 

toute intervention exogène (activité physique ou supplémentation en acide aminés) ayant pour objectif 

d’entraîner une hypertrophie musculaire, devra impérativement impacter positivement la voie PI3K / 

Akt / mTOR. De plus, l’analyse moléculaire de cette voie peut être un bon indicateur de l’action 

anabolisante exercé par un traitement sur les cellules musculaires squelettiques.  

 

 III.3. Le catabolisme protéique 

 

 Les voies cataboliques tiennent une place fondamentale dans le cycle du renouvellement 

cellulaire ; elles interviennent notamment dans l’élimination des protéines et organites altérés ou 

dysfonctionnels. Les champs d’action des différents processus cataboliques ne se résument pas 

uniquement à la gestion des dommages cellulaires. L’un des stimuli le plus puissant et le plus étudié 

est la dénutrition. Ce stress cellulaire provoqué par le manque de substrat(s) énergétique(s) pousse la 

cellule à « s’autodégrader » pour réutiliser ces propres constituants. On retrouve également une 

suractivation des voies cataboliques lors de la mobilisation de divers stocks d’énergie cellulaire 

(glycolyse et lipolyse). Nous allons présenter les processus majeurs impliqués dans la dégradation 

protéique musculaire : le système autophagie-lysosomale, le système ubiquitine-protéasome et les 

calpaïnes. 

 

 III.3.1. Le système d’autophagie lysosomale 

 

 Le processus de protéolyse lysosomale est majoritairement assuré par différentes enzymes 

lysosomales appelées cathepsines. Les cathepsines B, D, H et L sont présentes et actives dans le muscle 

squelettique ; elles ont la particularité de concentrer leur action de dégradation spécifiquement sur 

les protéines membranaires et myofibrillaires (chaînes de myosine et d’actine) (Bechet et al., 2005 ; 

Deval et al., 2001 ; Kubo et al., 2002). Ce processus cellulaire de dégradation par l’intermédiaire du 

lysosome repose sur différents mécanismes destinés à acheminer les substrats cytoplasmiques dans 

les lysosomes (Figure 18). L’autophagie « emploie » des protéines chaperonnes, permettant de 

reconnaitre exclusivement des protéines cytosoliques possédant une séquence peptidique bien 

définie (Arndt et al., 2010). Dans la micro-autophagie, le lysosome incorpore directement la protéine 
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ou les composants cellulaires à dégrader via des invaginations au niveau de sa membrane (Müller et 

al., 2000 ; Sahu et al., 2011). La macro-autophagie est un processus d’agrégation reposant sur 

l’englobement de protéines, organites ou partie entière du cytoplasme par un phagosome pour former 

une vésicule cytosolique composée d’une double membrane appelée autophagosome (Elmore, 2007 ; 

He & Klionsky et al., 2009 ; Xie & Klionsky et al., 2007) (Figure 18). Ce dernier va par la suite fusionner 

avec le lysosome pour former un autophagolysosome, dans lequel le contenu enzymatique permettra 

l’hydrolyse des composants et substrats (glycogène, protéines, ribosomes, mitochondries et autres 

organites cellulaires…) à dégrader (He & Klionsky et al., 2009). 

 

 Les produits issus de la dégradation lysosomale, retournent dans le cytosol pour y servir de 

substrat à la synthèse de nouvelles molécules nécessaires à l’homéostasie cellulaire. Des études ont 

permis de mettre en évidence un certain nombre de gènes dits Atg (Autophagy-related gene) et les 

protéines résultantes de l’expression de ces gènes impliquées dans le contrôle de l’autophagie. Parmi 

ces protéines, il a été démontré que Atg6 (Autophagy-related gene 6), aussi appelée Beclin-1, est une 

protéine « plateforme » participant au recrutement de différents partenaires protéiques nécessaires 

à la formation de l’autophagosome (Glick et al., 2010 ; Kang et al., 2011 ; Sun et al., 2009). La protéine 

LC3 (microtubule associated protein light chain 3) joue un rôle dans l’initiation et la séquestration des 

organites cytoplasmiques par le phagophore donnant naissance à l’autophagosome (Kuma et al., 

2007 ; Tanida et al., 2008). BNIP3 est une protéine localisée au niveau de la membrane mitochondriale 

où elle joue un rôle clé dans la mitophagie (dégradation mitochondriale) grâce à son interaction avec 

la protéine LC3 (Settembre & Ballabio, 2014). L’ensemble de ces protéines impliquées dans 

l’autophagie est principalement sous le contrôle de facteurs de transcription de la famille FoxOs 

(Forkhead box protein O) (Mammucari et al., 2007 ; Milan et al., 2015 ; Zhao et al., 2007). Ces derniers 

activent également une autre voie catabolique et protéolytique spécifique au muscle squelettique, le 

système ubiquitine-protéasome.  

 

 III.3.2. Le système ubiquitine-protéasome  

 

 Le système de dégradation ubiquitine-protéasome (UPS) est l’une des voies protéolytiques 

prédominantes dans la dégradation des protéines et l’atrophie musculaire (Attaix et al., 2005 ; Milan 

et al., 2015 ; Sandri, 2013). La voie UPS est invariablement sollicitée lors de situations cataboliques, 

telles que le jeûne, la dénutrition ou l’inactivité prolongée (Csibi et al., 2008). La grande majorité des 

protéines constituant une cellule peuvent être dégradées par ce système protéolytique, et en 

particulier les protéines contractiles, essentielles à la constitution et fonctionnement du sarcomère. 

L’omniprésence de la voie UPS dans le cycle de renouvellement des cellules témoigne de son 

importance dans la régulation de l’homéostasie cellulaire (Lecker et al., 1999 ; Sandri et al., 2013).  

 

 La dégradation par ce système protéolytique repose sur un processus organisé en deux étapes. 

Dans un premier temps, les substrats cibles à dégrader sont marqués par l’ubiquitine : c’est la 

polyubiquitination des substrats. Dans un second temps, les protéines cibles associées à une chaîne de 

polyubiquitine sont reconnues et dégradées en peptides par le protéasome 26S (Figure 19). Celui-ci 

est constitué d’un complexe central protéolytique 20S, auquel s’associent à ses extrémités deux 

complexes régulateurs 19S ayant pour fonction la reconnaissance et le recrutement des substrats 

ubiquitinés (Adams et al., 2003). L’ubiquitination des protéines cibles implique l’intervention et la 

coopération de trois enzymes. L’enzyme E1 (ubiquitin-activating enzyme) permet l’activation de 
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l’ubiquitine en se fixant à elle par une liaison covalente. Une fois l’ubiquitine activée, elle est transférée 

sur une enzyme de conjugaison E2 (ubiquitin-conjugating enzyme) par une trans-estérification. 

L’enzyme E3 ligase permet l’association de l’ubiquitine sur un résidu de lysine de la protéine à 

dégrader. Il existe un très grand nombre d’enzymes E3 ligases (plus d’un millier), permettant la 

reconnaissance d’un très grand nombre de protéines cibles. Enfin, une phase d’élongation de la chaîne 

polyubiquitine est nécessaire pour que la protéine ainsi marquée soit reconnue par le protéasome 26S 

(Schulman & Harper, 2009) (Figure 19). La chaîne de polyubiquitine est ensuite recyclée ou éliminée 

par l’action d’enzymes de désubiquitination, les ubiquitine isopeptidases, qui suppriment les liaisons 

d’ubiquitine (Lam et al., 1997). Parmi la multitude d’enzymes E3 ligases, des études ont mis en 

évidence deux gènes codant pour des E3 ubiquitine-ligases spécifiques du muscle squelettique et 

fortement impliquées dans l’atrophie musculaire : MuRF1 (Muscle Specific Ring Finger 1) et MAFbx 

(Muscle Atrophy F-box) aussi connue sous le nom d’Atrogin-1 (Atrophy gene-1) (Bodine et al., 2001). 

Ces E3 ubiquitine ligases se lient spécifiquement aux protéines contractiles des myofibrilles, entraînant 

leur dégradation par le système UPS (Bodine & Baehr, 2014). 

 
 

Figure 19 : Représentation schématique du système de dégradation ubiquitine‐protéasome. 
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 Ainsi, MuRF1 a été identifiée comme étant un marqueur spécifique de la dégradation des 

protéines myofibrillaires, puisqu’elle est impliquée dans l’ubiquitination de l’actine (Polge et al., 2011), 

des chaînes lourdes et légères de myosine (Clarke et al., 2007), et de la troponine I (Kedar et al., 2004). 

L’action de MAFbx est spécifique de la répression des processus de différenciation et d’initiation de la 

synthèse protéique, puisqu’elle joue un rôle important dans la dégradation du facteur de myogenèse 

MyoD (Tintignac et al., 2005) et du facteur d’initiation de la traduction eIF3 (Lagirand-Cantaloube et 

al., 2008).  

 

Tout comme les protéines de l’autophagie (Beclin-1, BNIP3 et LC3), les protéines MAFbx et 

MuRF1 sont régulées par les facteurs de transcription de la famille FoxO (Milan et al., 2015) (Figure 

20) ; des études ont notamment montré que la surexpression de FoxO1 et FoxO3 dans des cas 

d’immobilisation (Reed et al., 2011), de malnutrition (Koyama et al., 2014) ou de dénervation (Stitt et 

al., 2004) entraîne une atrophie musculaire marquée via ces deux voies cataboliques. 

 

 III.3.3. Les facteurs de transcription FoxO  

 

 De nombreuses études portant sur les gènes impliqués dans l’atrophie musculaire ont permis 

d’identifier différents facteurs de transcription comme étant à l’origine de la régulation des atrogènes 

activés dans les différentes conditions cataboliques (Foletta et al., 2011 ; Sandri et al., 2004). Parmi la 

famille des facteurs de transcription FoxO, comptant 4 membres (FoxO1, FoxO3, FoxO4 et FoxO6), les 

facteurs FoxO1 et FoxO3 jouent un rôle prépondérant dans la régulation des atrogènes, codant à la 

fois pour les protéines des systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome (Sandri et al., 2004, Stitt 

et al., 2004). Sous sa forme phosphorylée, le facteur de transcription FoxO est séquestré dans le 

cytoplasme ; cela a pour conséquence l’inhibition de sa translocation, et FoxO perd ainsi sa faculté à 

se fixer sur l’ADN pour promouvoir la néosynthèse des atrogènes. En revanche, lorsque la protéine 

FoxO est sous sa forme non phosphorylée, elle migre du cytoplasme vers le compartiment nucléaire 

où elle va activer la transcription des gènes cibles impliqués dans la protéolyse spécifique du muscle 

squelettique (Milan et al., 2015) (Figure 20).  

 

 Les gènes codant pour la formation des ubiquitines ligases (MAFbx et MuRF1), couramment 

utilisées comme marqueur de l’atrophie, ont été très tôt identifiés comme cible de FoxO (Bodine et 

al., 2001 ; Foletta et al., 2011). In vitro, la surexpression de FoxO3 au sein de cellules musculaires C2C12 

différentiées en myotubes conduit à une suractivation de la protéolyse lysosomale (Zaho et al., 2007). 

D’autres études ont mis en évidence que les gènes codant pour la formation de l’autophagosome 

(Beclin-1 et LC3) sont également sous l’influence de FoxO (Milan et al., 2015). Ainsi, chez des souris 

présentant une atrophie musculaire à la suite d’une dénervation ou de jeûne, on observe une 

augmentation concomitante de l’activation de FoxO3 et de l’expression des gènes liés à l'autophagie 

(Beclin-1 et LC3) (Zhao et al., 2007). Une étude sur des souris knockout de FoxO1 induit une importante 

diminution de l’induction des E3 ubiquitine ligases et donc de la protéolyse, conduisant à une 

augmentation de masse musculaire notable chez les souris KO, suggérant ainsi le rôle majeur de FoxO1 

dans la régulation de la protéolyse liée au système d’ubiquitine (Xu et al., 2012). 
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 FoxO impacte également la voie de synthèse protéique en inhibant certaines protéines clés de 

la protéosynthèse. En effet, à partir de myotubes C2C12 surexprimant le gène codant pour le facteur 

de transcription FoxO1, Southgate et ses collaborateurs ont observé une inhibition significative de 

l’activation de mTOR, associée à une réduction de la phosphorylation de 4E-BP1 et de P70S6K 

(Southgate et al., 2007). Une étude monte que FoxO1 a la capacité de transcrire le gène codant pour 

la protéine Sestrin3 (Sesn3), un régulateur de mTOR sensible à l’état nutritionnel de la cellule. Sesn3 

va à son tour inhiber l'activité de mTORC1 par l’intermédiaire de TSC2, ce qui fait de FoxO1 un 

inhibiteur indirect de mTORC1 (Chen et al., 2010a). La double action du facteur de transcription FoxO 

sur les voies de synthèse et de dégradation des protéines, fait de lui un facteur important de la 

régulation de l’homéostasie protéique au même titre que la protéine Akt (Figure 20). FoxO entraîne 

également la surexpression de la myostatine, un facteur de croissance ayant pour fonction de 

promouvoir l’atrophie musculaire (Allen & Unterman, 2007).  

Figure 20 : Rôle des facteurs de transcription FoxOs dans les processus protéolytiques. 

 

 III.3.4. AMPK 

 

 L’homéostasie protéique est extrêmement sensible au déséquilibre énergétique et 

métabolique de la cellule. Les voies anaboliques, et en particulier la voie de synthèse des protéines, 

sont des processus demandant une importante consommation d’énergie. En effet, la traduction de 

l’ARNm et l’assemblage des acides aminés par les complexes ribosomiques sont dépendants d’une 

grande quantité de molécule d’ATP (Princiotta et al., 2003). Lors d’une diminution du taux d’ATP 

intracellulaire, cela engendre une élévation de la concentration d’AMP (Adénosine Mono-Phosphate) 

et donc un changement du ratio AMP/ATP induisant l’activation de la protéine AMPK (AMP-activated 
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protein kinase) (Emerling et al., 2009 ; Hahn-Windgassen et al., 2005). L’AMPK, considérée comme le 

senseur du statut énergétique de la cellule, est sollicitée dès lors que le niveau d’ATP cytosolique 

atteint un faible niveau de concentration, occasionnant de la part de l’AMPK une répression de 

l’ensemble des processus anaboliques tels que la voie de synthèse des protéines par une inhibition de 

l’activité du complexe mTORC1 (Bolster et al., 2002) (Figure 21).   

Figure 21 : Rôle de l’AMPK sur la régulation de mTORC1 et facteur de transcription FoxO. 

 

 Des études ont observé qu’à la suite d’une suractivation de l’AMPK par l’utilisation d’un 

puissant activateur de l’APMK, le AICAR (5-aminoimidazole-4-carboxamide-1-β-D-ribonucleoside), la 

phosphorylation de P70S6K, protéine cible en aval de mTOR, diminue de manière importante, 

provoquant ainsi une réduction de l’activité de la protéosynthèse (Kimura et al., 2003 ; Williamson, et 

al., 2006). La protéine mTOR est régulée négativement par l’AMPK, et ce de manière directe ; en effet, 

il a été montré que l’AMPK a la faculté de phosphoryler mTOR du complexe mTORC1 sur son site 

Thr2446, induisant la réduction de son état d’activation, diminuant donc la phosphorylation de ses 

effecteurs (Cheng, et al., 2004). L’AMPK exerce également un rétrocontrôle indirect via la 

phosphorylation de TSC2 sur son site Ser1345, inhibiteur de mTOR (Inoki, et al., 2003a) (Figure 21). Le 

retour d’un taux d’ATP normal au niveau de la cellule entraîne une levée d’inhibition de l’AMPK sur sa 

cible mTOR permettant le réveil de la protéosynthèse via l’activité de mTORC1 (Mouinier et al., 2015). 

 

 L’action de l’AMPK ne se limite pas seulement à l’inhibition de mTOR, puisque comme Akt, elle 

régule également le facteur de transcription privilégié des voies protéolytique : FoxO (Nakashima & 

Yakabe, 2007 ; Sanchez et al., 2012) (Figure 21). Cependant, au contraire d’Akt, l’AMPK régule 
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positivement FoxO3 par phosphorylation sur ses différents sites activateurs (Ser413 et Ser588) (Greer 

et al., 2007). L’utilisation d’activateurs pharmacologiques de l’AMPK, tels que AICAR ou la metformine, 

entraîne une suractivation de FoxO1 et FoxO3, ainsi que la surexpression de MAFbx et de MuRF1, les 

E3 ubiquitine ligase spécifiques du muscle squelettique, conduisant à une atrophie musculaire 

caractérisée par une importante protéolyse myofibrillaire (Nystrom et al., 2008). Cette même étude 

montre que l’emploi d’un inhibiteur de l’AMPK, le composé C, altère les effets induits par l’activateur 

AICAR en réduisant considérablement l’expression des ARNm de FoxO ; ces données suggèrent donc 

une forte régulation de l’AMPK sur les facteurs de transcription FoxO (Nystrom et al., 2008).   

 

 En plus de son action sur le système UPS (Nakashima et al., 2007), l’AMPK joue également un 

rôle dans la stimulation de l’autophagie ; sous les effets transcriptionnels de FoxO3, on observe une 

surexpression des protéines liées à la formation de l’autophagosome : Beclin-1 et LC3-II (Bujak et al., 

2015 ; Fritzen et al., 2016). L’activation de l’AMPK est également associée à une relocalisation nucléaire 

de FoxO3 et une inhibition de mTOR (Sanchez et al., 2012). L’AMPK tient un rôle crucial dans le 

maintien de l’homéostasie cellulaire de par ses fonctions de senseur énergétique de la cellule, mais 

tient également une position clé au carrefour des voies de signalisation, confirmant son statut de 

régulateur de l’homéostasie protéique. 

 

 En résumé, au niveau cellulaire, l’atrophie musculaire est associée à une diminution du 

diamètre des myotubes, eux-mêmes associés à une réduction de la teneur totale en protéines 

myofibrillaires. Cette perte du contenu protéique est la conséquence d’un dérèglement de 

l’homéostasie et du renouvellement protéiques, caractérisé par un déclin des voies de signalisation 

responsables de la protéosynthèse en faveur des voies protéolytiques. Au sein de la cellule musculaire, 

les facteurs de transcription FoxO sont des médiateurs clés de la réponse catabolique au cours de la 

phase d’atrophie. FoxO active et coordonne les deux mécanismes protéolytiques principaux de la 

cellule, à savoir les systèmes d’autophagie et d’ubiquitine-protéasome. Les facteurs de transcription 

FoxOs sont régulés par plusieurs protéines clés possédant une double fonction de régulation à travers 

les voies de signalisation de protéosynthèse et protéolyse constituant l’homéostasie protéique. L’AMPK 

et Akt ont des effets opposés sur la relocalisation et l'activation de FoxO. Alors que Akt inhibe FoxO1 et 

FoxO3 par phosphorylation, l'AMPK phosphoryle FoxO3 sur ses sites activateurs, lui permettant 

d’accomplir son rôle de transcripteur d’atrogénes, à l’origine de l’activation des systèmes d’autophagie-

lysosomale et d’ubiquitine-protéasome. 

 

 III.3.5. La myostatine 

 

 La myostatine, aussi connue sous le nom de GDF-8 (Growth differentiation factor 8) est un 

membre de la famille GDF, elle-même sous-groupe de la famille des facteurs de croissance TGF β 

(Transforming Growth Factors β). C’est une glycoprotéine exprimée spécifiquement par le muscle 

squelettique (Elkasrawy et al., 2010). La liaison de la myostatine à son récepteur transmembranaire, 

l’activine de type II (ActRII), provoque un recrutement et une activation par phosphorylation des ALKs 

4 et 5 (Activine receptor Like Kinases) qui sont des récepteurs de l’activine de type I (ActRI) (Figure 22). 

L’activation de ces récepteurs entraîne la phosphorylation des protéines SMAD2 et SMAD3 ; une fois 

phosphorylées, les SMAD 2 et 3 s’associent pour former un complexe avec SMAD4. Ces protéines 

SMAD activées ont la faculté de se transloquer dans le noyau afin d’activer et inhiber un certain 

nombre de gênes cibles contrôlant l’homéostasie protéique (Figure 22). La myostatine est un puissant 
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régulateur négatif de la croissance et de la masse musculaire squelettique (Rodriguez et al., 2014 ; 

Sandri et al., 2008). L’augmentation de son expression a été observée lors de conditions 

physiopathologiques conduisant à une perte importante de la masse musculaire, alors que son 

invalidation génétique entraîne une hypertrophie musculaire à outrance (Parsosn et al., 2006 ; 

Schuelke et al., 2004). L’étude des mécanismes de signalisation de la myostatine a permis de la 

considérer comme un régulateur clé dans l’homéostasie protéique du muscle squelettique (Rodriguez 

et al., 2014). 

 

Figure 22 : Schéma de la voie de signalisation de la myostatine. 

 

 La myostatine a la capacité de réguler l’expression de gènes cibles directement impliqués dans 

le contrôle de la prolifération et de la différenciation des cellules musculaires. En présence de 

myostatine, les myoblastes C2C12 montrent une réduction de leur capacité proliférative (Taylor et al., 

2001). La myostatine entraîne une stabilisation des cellules satellites dans leur état de quiescence 

provoquant une réduction importante du nombre de myoblastes (McFarlane et al., 2008). Au 

contraire, les cellules musculaires présentant une suppression du gène codant pour la myostatine 

observent une hausse de la prolifération des myoblastes (McCroskery et al., 2003). En plus de 

l’inhibition de la prolifération, la myostatine module négativement l’étape de différenciation 

myogénique, étape où les myoblastes fusionnent entre eux afin de former des myotubes matures. La 

surexpression de la myostatine dans des cellules C2C12 engendre une modulation négative des 

facteurs régulateurs spécifiques de la myogenèse, tels que Pax7, MyoD et la myogénine, facteurs 

primordiaux à la différenciation et à la maturation des cellules musculaires (Amthor et al., 2006 ; 

Durieux et al., 2007 ; Langley et al., 2002 ; McFarlane et al., 2008) (Figure 23). À l’inverse, les souris 

auxquelles un anticorps anti-myostatine a été administré ont une élévation accrue de la force et de la 
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masse musculaires comparativement à leurs homologues non traitées (Whittemore et al., 2003), 

associées à une hausse de la phosphorylation des protéines P70S6K et 4E-BP1 (Welle et al., 2009). Ces 

données démontrent que la myostatine agit en tant que régulateur négatif de la croissance et de la 

maturation du muscle squelettique, et suggèrent que la suppression de la myostatine aurait pour 

conséquence l’absence d’un rétro-contrôle négatif à l’hypertrophie musculaire. 

 

Figure 23 : La voie de la myostatine dans la régulation de l’homéostasie protéique (d’après Sartori et al., 2014). 

 

 Au-delà de son implication dans la myogenèse, la myostatine joue également un rôle 

important dans la régulation de la voie de synthèse des protéines PI3K / Akt / mTOR (Amirouche et al., 

2008 ; Glass, 2010 ; Li et al., 2008 ; Trendelenburg et al., 2009) (Figure 23). On observe chez des souris 

présentant une absence de myostatine des muscles squelettiques hypertrophiés associés à une 

augmentation de l’activation des protéines Akt et mTOR (Morissette et al., 2009). Au contraire, la 

surexpression de la myostatine chez le rat agit comme un régulateur négatif de plusieurs protéines de 

la voie de synthèse, avec une diminution de la phosphorylation d’Akt, de P70S6K et de 4E-BP1 

(Amirouche et al., 2008). Lors d’une étude in vitro effectuée à partir de cellules musculaires issues de 

souris knock-out de la myostatine, l’analyse morphologique révèle une augmentation significative du 

diamètre des myotubes associée à une activation plus importante des protéines Akt, mTOR et P70S6K 

(Rodriguez et al., 2011). En revanche, le traitement des myotubes par la myostatine entraîne une 

diminution de leur diamètre (McFarlane et al., 2006). L’ensemble de ces données suggèrent que la 

délétion ou la surexpression de la myostatine joue un rôle prépondérant dans la régulation de 

l’homéostasie protéique. De plus, chez l’homme, il a été rapporté que la pratique d’un exercice de 

résistance, connu comme étant l’une des modalités d’entraînement permettant d’engendrer un 

maximum d’hypertrophie musculaire, entraîne une diminution de l’expression de l’ARNm codant pour 

la myostatine (Laurentino et al., 2012).  
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 Si un rôle d’inhibiteur de la synthèse protéique est donné à la myostatine, son action vis-à-vis 

des voies protéolytiques reste encore controversée. Allen et Unterman ont mis en évidence dans des 

cellules musculaires en culture que la myostatine contenait des sites de liaison spécifique à FoxO1 

(Allen & Unterman, 2007), alors que d’autres chercheurs mettent en avant une activation indirecte de 

FoxO par l’intermédiaire de l’inhibition de la protéine Akt (Elkina et al., 2011 ; McFarlane, et al., 2006) 

(Figure 23). Toujours dans un modèle de cellules musculaires C2C12 en culture, il a été démontré que 

la myostatine conduit à une inhibition de la voie PI3K / Akt / mTOR, à l’activation de FoxO1 et à 

l’augmentation de l’expression de MAFbx et MuRF-1 (McFarlane et al., 2006). A l’inverse, des souris 

déficientes en myostatine montrent une diminution de l’expression de MAFbx et MuRF-1, suggérant 

une baisse concomitante de l’activité du système ubiquitine-protéasome (Gilson et al., 2007).  

 

 Combinées, ces données indiquent que la myostatine régule négativement l’activité de la voie 

PI3K / Akt / mTOR et agit comme un répresseur de l’initiation de la traduction des ARNm par l’inhibition 

des protéines 4E-BP1 et P70S6K (Amirouche et al., 2008). Même si de nombreuses études révèlent que 

la surexpression de la myostatine au sein de la cellule musculaire entraîne conjointement une 

suractivation de FoxO et une surexpression de MAFbx et MuRF-1 (Allen & Unterman, 2007 ; Gilson et 

al., 2007), le rôle exact de la myostatine dans la modulation des mécanismes de protéosynthèse et de 

protéolyse régulant l’homéostasie protéique reste encore à éclaircir. 

 

 III.3.6. Les calpaïnes 

 

 Les calpaïnes sont des protéases à cystéine, non-lysosomales, et dépendantes du calcium. On 

compte 14 calpaïnes différentes dans l’organisme, les calpaïnes 1, 2 et 3 étant principalement 

exprimées dans la cellule musculaire (Lin et al., 1997). A partir d’études in vivo et in vitro, il a été 

démontré que les calpaïnes sont impliquées dans le remodelage cytosquelettique via la régulation de 

la fixation des protéines cytosquelettiques à la membrane plasmique (Mazères et al., 2006). Une étude 

sur des myotubes de souris a montré que la déficience en calpaïne 3 entrainait une désorganisation 

sarcomérique, suggérant donc un rôle important de cette calpaïne dans le remodelage du sarcomère 

(Kramerova et al., 2004). D’autre part, une mutation du gène codant pour la calpaïne 3 a été associée 

à la dystrophie musculaire (Charton et al., 2015). Plusieurs études ont montré qu'une activation 

anormalement accrue des calpaïnes musculaires étaient couramment observée dans des conditions 

atrophiques telles que l'inactivité, la dénervation et l’hypoxie (Chaudhary et al., 2012 ; Huang, J & 

Xiaoping, 2016 ; Matsumotoet al., 2014). Il a été constaté que dans des conditions d’atrophie avancée, 

des souris traitées par la calpastatine, un inhibiteur endogène de la calpaïne 2, réduit significativement 

la dégradation des protéines (Purintrapiban et al., 2003). De plus, la surexpression de la calpastatine a 

empêché la transition des isoformes de myosine lente à rapide (Fischer et al., 2001).  

 

 Il a été rapporté que dans l’atrophie musculaire, l’augmentation des concentrations de calcium 

était associée à une surexpression des calpaïnes (Huang, J & Xiaoping, 2016). Les calpaïnes inactives 

présentes dans le cytosol se transloquent vers les membranes en réponse à une augmentation du taux 

de calcium intracellulaire. Puis au niveau de la membrane, les calpaïnes sont activées en présence de 

calcium et de phospholipides. Les calpaïnes activées dégradent les protéines situées au niveau de la 

membrane et du cytosol par hydrolyse (Huang, J & Xiaoping, 2016). Lors de la fonte musculaire, le site 

préférentiel de la protéolyse de calpaïnes semble se situer au niveau de la ligne Z, située de part et 

d’autre du sarcomère. Une fois activées, les calpaïnes sont capables de cliver rapidement les protéines 
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cytosquelettiques telles que la titine et la desmine au niveau de la ligne Z. D'autre part, les calpaïnes 

sont également capables de cliver rapidement des protéines sarcomériques telles que les troponines 

T et I, la tropomyosine et la protéine C, la myosine et l'actine. Ces protéines pourront ensuite être 

ubiquitinées et dégradées en peptides par les protéasomes (Huang, J & Xiaoping, 2016). 

 

 La régulation de la masse musculaire est le résultat d’un équilibre dynamique entre les voies de 

signalisation stimulant la synthèse et la dégradation protéiques. Cet équilibre est régulé de manière 

coordonnée par les voies de signalisation stimulant soit la protéosynthèse par l’intermédiaire des 

protéines telles que Akt et mTOR, ou la protéolyse par le facteur de transcription FoxO. Ce dernier est 

à l’origine de l’activation des deux systèmes majeurs de la dégradation cellulaire : les systèmes de 

l’autophagie-lysosomale et ubiquitine-protéasome. De nombreuses études ont révélé que plusieurs 

protéines telles que Akt, AMPK, FoxO et la myostatine interférent de manière directe ou indirecte avec 

les voies de signalisation de protéosynthèse et protéolyse, jouant ainsi un rôle crucial dans la régulation 

et le contrôle de l’homéostasie protéique. Cependant, il est bien établi que la suractivation ou 

l’inhibition de l’une des deux voies constitutives de l’homéostasie protéique entraîne inévitablement un 

basculement de la balance entre synthèse et dégradation protéiques, provoquant par conséquent soit 

une hypertrophie couramment observée à la suite d’une activité physique en résistance, soit une 

atrophie observée lors de diverses pathologies ou de situations de stress métabolique telles que la 

dénutrition, l’inflammation, le stress oxydatif ou encore l’hypoxie cellulaire. 
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IV. Les réponses cellulaires à l’hypoxie 
 

 La réduction de la disponibilité en O2 est définie comme un état d’hypoxie. Elle peut être due 

à une exposition prolongée à une faible pression partielle en O2, observée chez les personnes vivant 

en altitude, ou touchées par des pathologies cardiovasculaires ou respiratoires (Clarkson et al., 2005 ; 

Eckert et al., 2007 ; Kent et al., 2011). Au niveau de la mer, la pression partielle de l’air ambiant est de 

150 mmHg ; le transport de l'O2 de l'air ambiant vers les tissus tels que les muscles squelettiques 

entraîne une nette diminution de la pression en O2. Chez l’homme, le passage de l’O2 des voies 

aériennes supérieures, des bronches, des alvéoles puis de la barrière alvéo-capillaire jusqu’au sang 

artériel fait diminuer la pression en O2 à 105mmHg et atteint 35 mmHg soit 5% O2 dans le muscle 

squelettique (Richardson et al., 2006). L’hypoxie cellulaire correspond à toute diminution du taux d’O2 

au sein des tissus de l’organisme, ce taux devenant bien inférieur au besoin normal de la cellule. Un 

taux entre 4-6% O2 est considéré comme un environnement en normoxie (normal), entre 4-2% O2, on 

parle d’une hypoxie dite physiologique (modérée), en-deçà de 2% O2 une hypoxie pathologique, et un 

taux d’O2 inférieur à 1% est qualifié d’hypoxie extrême (Chaillou et al., 2016 ; Deldique et al., 2013 ; 

Richardson et al., 2006). Cette hypoxie est considérée au niveau cellulaire comme un important facteur 

de stress métabolique (Majmundar et al., 2010 ; Liu et al., 2006). Plusieurs études in vitro et in vivo 

montrent que les muscles squelettiques chroniquement exposés à l’hypoxie subissent des 

conséquences néfastes sur leur développement (Chaudhary et al., 2012 ; Man et al., 2009). Nous 

allons, lors de ce chapitre, passer en revue les principaux mécanismes et conséquences de l’hypoxie 

au sein de la cellule musculaire squelettique.  

 

 IV.1. Les adaptations moléculaires à l’hypoxie 

 

 Au sein des fibres musculaires comme dans toutes les cellules, les mécanismes détectant les 

variations de la pression partielle d'oxygène activent des processus adaptatifs qui favorisent la survie 

lorsque la disponibilité en oxygène est faible. Les mitochondries sont considérées comme l’un des 

éléments centraux dans la détection des variations de l’O2 via une libération accrue d'espèces réactives 

de l'oxygène (ROS) de la chaîne de transport d'électrons en réponse à une hypoxie. Les ROS libérées 

dans des conditions hypoxiques agissent comme des agents de signalisation qui activent diverses voies 

de signalisation intracellulaires, et notamment la stabilisation du facteur de transcription HIF-1α 

(Sabharwal et al., 2014 ; Sullivan et al., 2013).  

 

 IV.1.1. HIF-1 

 

 Les fluctuations d’exposition et de disponibilité de l’O2 au sein de la cellule nécessite un 

processus adaptatif dans le but de rétablir l’équilibre énergétique et l’homéostasie de la cellule, 

indispensables au bon fonctionnement cellulaire. Le régulateur central responsable de l’induction des 

mécanismes permettant l’adaptation à la variation du taux d’O2 tissulaire est le facteur de transcription 

HIF-1 (Hypoxia-Inducible Factor-1), constitué de deux sous-unités : HIF-1α et HIF-1β (Iyer et al., 1998 ; 

Semenza et al., 1998). Lors d’une défaillance de l’apport d’oxygène dans l’organisme, l’action 

transcriptionnelle de HIF-1α favorise l’expression de différents gènes ayant la faculté de promouvoir 

le transport de l’O2 et la diffusion de celui-ci au sein des différents tissus, organes ou régions de 

l’organisme faiblement approvisionnés en O2.  
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 Localisé dans le cytoplasme, HIF-1α a la particularité de posséder une demi-vie très courte en 

condition de normoxie. En présence d’oxygène, HIF-1α est instable et est rapidement dégradé par le 

protéasome (Semenza et al., 2001) (Figure 24). Ce mécanisme de dégradation est hautement 

dépendant de la présence d’O2 et de fer permettant aux prolyl-hydroxylases (PHD) d’hydroxyler les 

résidus proline des domaines protéiques ODDD (Oxygen-dependent Degradation Domain) 

responsables du processus de protéolyse de HIF-1α. Cette réaction d’hydroxylation par les PHD 

entraîne la liaison de HIF-1α avec un groupe hydroxyle (-OH) et sa reconnaissance avec la protéine VHL 

(Von Hippel Lindau protein), entraînant sa polyubiquitination suivie de sa dégradation par le 

protéasome 26S (Lee et al., 2004). 

 

Figure 24 : Schématisation de la régulation de HIF-1α en fonction de niveau d'oxygène intracellulaire. 

 

 La déplétion de la molécule d’O2 au sein du compartiment cellulaire provoque une défaillance 

de la capacité d’hydroxylation des PHD, permettant ainsi la stabilisation de HIF-1α. Ce dernier est alors 

transloqué au niveau du noyau, se lie à un cofacteur (P300/CBP) et forme un dimère actif avec la sous-

unité HIF-1β (Semenza et al., 2001) (Figure 24). Localisé exclusivement dans le noyau, la stabilité de 
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HIF1-β n’est pas dépendante du niveau d’O2 intracellulaire au contraire de son homologue α. 

Cependant, la formation de l’hétérodimère HIF-1α / HIF-1β est indispensable à la constitution et à 

l’activation transcriptionnelle du facteur de transcription HIF-1 (Adams et al., 2009) (Figure 24). Dans 

des conditions hypoxiques sévères, le manque d'O2 est probablement suffisant pour inhiber la réaction 

d'hydroxylation, alors que dans des conditions hypoxiques légères, la production mitochondriale de 

ROS est nécessaire pour supprimer l'activité des prolines-hydroxylases. On peut noter que l’activation 

de HIF-1 est permise également par l’emploi de chélateur de fer, tel que le chlorure de cobalt ou la 

desferrioxamine, ayant la faculté d’entrer en compétition avec le Fe2+ et par conséquent inhiber 

l’activité hydroxylase des PHD, cofacteur indispensable à la réaction d’hydroxylation de HIF-1α (Epstein 

et al., 2001). 

 

 L’activation de HIF-1 entraîne la transcription et la surexpression de nombreux gènes cibles et 

sensibles à l’hypoxie, possédant une séquence promotrice commune que l’on nomme HRE (Hypoxia 

Responsive Element) (Greijer et al., 2004). En réponse à l’hypoxie, on peut ainsi observer une 

augmentation de l’expression des gènes impliqués dans l’érythropoïèse (EPO), permettant d’accroitre 

la formation de globules rouges, l’élévation du taux d’érythrocytes améliorant considérablement le 

transport de l’O2 aux tissus (Grimm et al., 2002). Plusieurs études ont démontré qu’à la suite d’un stress 

hypoxique, HIF-1 favorise la transcription de gènes impliqués dans l’angiogenèse (Jung et al., 2005 ; 

Risau, 1997 ; Semenza et al., 2002), tels que le VEGF (Vascular endothelial growth factor). Le VEGF est 

l’une des protéines pro-angiogéniques les plus importantes du processus d’angiogenèse ; il conduit à 

l’augmentation de la densité du réseau capillaire dans la zone hypoxique ou non vascularisée, 

permettant ainsi la diminution de la distance de diffusion de l’O2, facilitant ainsi l’approvisionnement 

cellulaire en O2 (Ahluwalia et al., 2012 ; Ferrara et al., 2003). 

 

 La diminution du niveau d’O2 tissulaire a pour conséquence, une transformation du 

métabolisme de la cellule. En hypoxie, la voie métabolique aérobie du glucose se transforme en une 

glycolyse anaérobie (Webster et al., 2003, Kim et al., 2006). De plus, on observe in vitro que les cellules 

hypoxiques ont un accroissement de l’expression des enzymes glycolytiques et des transporteurs de 

glucose, les GLUT (Wood et al., 2007). L’hypoxie, par l’intermédiaire de HIF-1, favorise la surproduction 

d’ATP via la glycolyse anaérobie afin de compenser partiellement les demandes d’énergie cellulaire 

(Denko et al., 2008 ; Kim et al., 2006). Des recherches sur des souris knock-out en HIF-1α montrent un 

profond changement de leur métabolisme, avec basculement vers un métabolisme majoritairement 

oxydatif, alors que les souris déficientes en prolyl hydroxylase présentent des taux plus élevés en HIF-

1α, associé à un métabolisme principalement glycolytique (Aragones et al., 2008). Des auteurs ont 

émis l’hypothèse que l’impact de la signalisation de HIF-1 peut aller au-delà d’une adaptation 

métabolique provoquée par l’hypoxie, et jouerait également un rôle dans la définition du type et de la 

taille de la fibre musculaire. Une étude menée sur des rats exposés à une environnement normoxique 

(21% O2) montre que les taux de HIF-1α sont plus élevés au sein des muscles rapides que dans les 

muscles lents. De plus, les auteurs ont observé qu’une stimulation électrique répétée, de haute 

fréquence et d’intensité élevée, reproduisant une contraction typique de muscles rapides, entraînait 

une augmentation du taux de HIF-1α dans le soléaire, composé majoritairement de fibres lentes. Au 

contraire, une stimulation électrique de longue durée, de basse fréquence et de faible intensité, 

typique de contraction que l’on retrouve dans les muscles lents, entraîne une réduction du taux de 

HIF-1α du muscle EDL, composé principalement de fibres rapides (Lunde et al., 2011).  
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 IV.1.2. REDD1 

 

 En hypoxie, la protéine REDD1 (Regulated in Development and DNA Damage responses 1), 

jouant un rôle crucial dans la régulation de la survie cellulaire et la prolifération des cellules 

cancéreuses, a été identifiée comme étant une cible transcriptionnelle de HIF-1 (Figure 25), 

(Pouysségur et al., 2006 ; Sahra et al., 2011). Au niveau de la cellule musculaire, REDD1 est 

principalement impliquée dans l’inhibition de la protéine mTOR (Sofer et al., 2005) (Figure 25). In vitro, 

Brugarolas et ses collaborateurs ont montré que la baisse d’activation de mTOR consécutive à un stress 

hypoxique est dépendante d’une surexpression de REDD1. De plus, l’abrogation du gène codant pour 

la protéine REDD1 n’entraîne aucune régulation négative de mTOR et de ses effecteurs 4E-BP1 et 

P70S6K lors de l’hypoxie (Brugarolas et al., 2004), alors qu’au contraire, la surexpression de REDD1 

favorise l’activation de TSC2, provoquant une inhibition de l’activation de mTOR et de P70S6K 

(Brugarolas et al., 2004 ; DeYoung et al., 2008 ; Favier et al., 2010). Bien que de nombreuses preuves 

suggèrent que REDD1 soit associée à la régulation négative de la voie de synthèse des protéines, 

l’ensemble des interactions entre REDD1 et les mécanismes de l’atrophie musculaire reste encore à 

être élucidé. 

 

 IV.1.3. AMPK et hypoxie 

 

 Nous avons vu précédemment que l’AMPK est le senseur de l'état énergétique de la cellule 

(Hardie et al., 2006). Cette protéine est extrêmement sensible au ratio AMP/ATP et également aux 

stress métaboliques tels que l’absence de substrat (dénutrition), les chocs thermiques ou l’hypoxie 

(Hardie et al., 2012 ; Kemp et al., 1999). De nombreuses études ont fait le lien entre l’activation de 

l’AMPK et la diminution du niveau d’O2 intracellulaire (Emerling et al., 2009 ; Nagata et al., 2003 ; 

Papandreou et al., 2008 ; Wadley et al., 2006) (Figure 25). Cependant, cette interaction entre l’AMPK 

et l’hypoxie a été principalement mise en évidence lors de recherches menées sur l’inhibition de la 

prolifération de cellules tumorales par induction d’un stress hypoxique (Hu et al., 2012 ; Luo et al., 

2010 ; Papandreou et al., 2008), et très peu de recherches se sont intéressées à l’existence de ce lien 

dans les cellules musculaires. Une étude in vitro sur des cellules HNSCC (Head and neck squamous cell 

carcinoma) a montré qu’une hypoxie prolongée entraîne un épuisement du niveau énergétique de la 

cellule se manifestant par une baisse du taux d’ATP, provoquant ainsi l’activation de l’AMPK (Figure 

25). Dans cette même étude, les auteurs ont observé que lorsque ces mêmes cellules sont prétraitées 

avec un puissant inhibiteur de l’AMPK, cela engendre une importante sous-expression de REDD1 et ce 

en réponse à un épisode d’hypoxie prolongé (Schneider et al., 2008). Ces résultats mettent en avant 

un possible mécanisme interactionnel entre l’AMPK et REDD1 lors d’un épisode d’hypoxie, dans lequel 

l’AMPK jouerait un rôle dans la régulation de l’expression de REDD1. 

 

 Bien que le rôle de l’AMPK dans l’inhibition de mTOR via l’activation de son inhibiteur TSC2 en 

condition d’hypoxie soit avéré in vitro (Brugarolas et al., 2004 ; Liu, et al., 2006 ; Schneider, et al., 2008), 

ces données restent encore très controversées dans les modèles in vivo (Chen et al., 2010b ; Favier et 

al., 2010). L’ensemble de la compréhension des mécanismes par lesquels l’AMPK régule négativement 

la voie de synthèse en hypoxie reste encore à être élucidé. L’une des explications de ce processus serait 

l’augmentation du stress oxydant et des ROS dont la principale source au niveau cellulaire est la 

mitochondrie (Clanton, 2007), pouvant moduler l’activation de l’AMPK lors d’un stress hypoxique 

(Emerling et al., 2009 ; Mungai et al., 2011).    
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Figure 25 : Régulation de la voie Akt / mTOR et de la voie de l’hypoxie via l’AMPK lors d’un stress cellulaire.  

 IV.1.4. La mitochondrie et le stress oxydant 

 

 IV.1.4.1. La chaîne de transport des électrons 

 

 L’une des fonctions principales de la mitochondrie est la production d’ATP, énergie 

indispensable à de nombreuses réactions biologiques de la cellule (Griffiths & Rutter, 2009 ; Stump et 

al., 2003). Son rôle de producteur d’énergie lui permet de participer de manière directe et indirecte à 

de nombreux processus intracellulaires, tels que la contraction musculaire, la régulation de 

nombreuses enzymes, ou encore les modifications post-traductionnelles (notamment la 

phosphorylation). La chaîne de transport des électrons, localisée au niveau de la membrane interne de 

la mitochondrie, est composée de cinq complexes multiprotéiques (Figure 26). Les complexes 

mitochondriaux I et II utilisent les électrons transportés par le NADH (Nicotinamide Adénine 

Dinucléotide) et la FADH2 (Flavin Adenine Dinucleotide), issus du cycle Krebs (Hirst, 2013). Les électrons 

sont ensuite transférés vers le complexe III par l’intermédiaire du coenzyme Q, puis transférés au 

cytochrome C, agissant comme une navette pour amener les électrons vers le complexe IV. Ce dernier 

utilise les électrons en provenance du cytochrome C afin de catalyser la réduction de l'O2 moléculaire 

en H2O. Le transfert des électrons entre les complexes I, III et IV s’accompagne d’un déplacement de 

protons H+ de la matrice intra-mitochondriale vers l'espace intermembranaire, générant ainsi un 

gradient électrochimique permettant au complexe V d’utiliser cette énergie pour phosphoryler la 
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molécule d’ADP en ATP par l’intermédiaire de l’ATP synthase (complexe V mitochondrial) (Hirst, 2013) 

(Figure 26). 

 

Figure 26 : Schématisation du mécanisme de synthèse de l’ATP issu de de la chaîne de transport des électrons 
(d’après cours-pharmacie.com).   

 L’oxygène moléculaire sert à acheminer les électrons entre chaque complexe, jusqu’à ce que 

l’O2 soit transformé en H2O par le complexe IV (Figure 26). Les ROS sont alors produits par les différents 

complexes de la chaîne de transport des électrons (Murphy, 2009). Les complexes I, II et III contiennent 

des sites par lesquels les électrons peuvent réduire l’O2 ; cependant cette réduction de l’O2 est 

incomplète, entraînant la formation d’un anion superoxyde (O2.
-). L’O2.

- est le ROS primaire formé par 

la mitochondrie et est converti en peroxyde d’hydrogène (H2O2) par l’action de la superoxyde 

dismutase (SOD) (Brand et al., 2004). Par la suite, la glutathion peroxydase (GPX) catalyse la 

transformation de deux molécules d’H2O2 en H2O et O2. On peut noter que les complexes I et II 

produisent uniquement du superoxyde localisé dans la matrice mitochondriale, alors que le complexe 

III forme du superoxyde à la fois dans la matrice et dans l’espace intermembranaire. Les ROS produits 

dans l’espace intermembranaire peuvent avoir une influence sur les voies de signalisation 

cytosoliques. Les ROS font partie intégrante de plusieurs voies cellulaires, même si les ROS excessifs 

ou mal localisées endommagent les cellules. Les ROS fonctionnent comme des molécules de 

signalisation qui régulent des processus tels que la stabilisation de HIF-1, l'activité transcriptionnelle 

de NF-kB, la production de pièges extracellulaires par neutrophiles (NETs) et la stimulation de 

l’autophagie (McCubrey et al., 2006 ; Ray et al., 2012).   

 

 IV.1.4.2. La perturbation de l’activité mitochondriale en hypoxie 

 

 L’O2 est un élément essentiel dans le métabolisme aérobie en raison de son rôle central dans 

la production d’ATP par les mitochondries. L’hypoxie cellulaire engendre des adaptations avec pour 

objectif d’augmenter l’apport d’O2 vers les tissus hypoxiques (angiogenèse), tout en diminuant 

simultanément les processus cellulaires consommateurs d’ATP (Bunn et al., 1996 ; Semenza et al., 

2001 ; Wenger, 2002). Dans les nombreuses adaptations cellulaires à l’hypoxie, il a été observé une 

surproduction de ROS mitochondriaux. Des études in vitro sur différents types cellulaires ont montré 

que l’hypoxie accélère et augmente la production des ROS par la chaîne de transport des électrons 

mitochondriaux (Bell et al., 2007 ; Chandel et al., 1998 ; Emerling et al., 2009 ; Guzy et al., 2005) (Figure 
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25. Cette formation de ROS est principalement issue du complexe III (Chen et al., 2003), les ROS étant 

produits dans l’espace intermembranaire des mitochondries et dans le cytoplasme, ces ROS pouvant 

influer sur différentes voies de signalisation intracellulaires (Chen et al., 2011a ; Hamanaka & Chandel, 

2010 ; Sena & Chandel, 2012) (Figure 25). De plus, une étude a permis de mettre en évidence une 

interaction entre la surproduction de ROS en provenance de complexe III et l’augmentation de la 

stabilisation de HIF-1α. Á l’opposé, les cellules en hypoxie pour lesquelles la biogénèse mitochondriale 

a été bloquée montrent une réduction significative de la stabilisation de HIF-1α (Chandel et al., 2000 ; 

Guzy et al., 2005). Enfin, il a été observé qu’en normoxie, l’ajout de H2O2 exogène augmente la 

stabilisation de HIF-1α (Chandel et al., 2000) et active dans le même temps la protéine AMPK (Emerling 

et al., 2009) (Figure 25).  

 

 La diminution du taux d’O2 intracellulaire entraîne une pléiade de processus et mécanismes 

adaptatifs permettant à la cellule de faire face à ce stress hypoxique. La stabilisation rapide de HIF-1 

en hypoxie et son large champ d’action lui confère le statut de régulateur clé de l’hypoxie. Ce facteur 

de transcription a la faculté de promouvoir de nombreux gènes possédant une séquence HRE, 

responsables entre autres d’accroître la production de globules rouges et la densité du réseau capillaire 

afin d’augmenter le transport et l’approvisionnement de l’O2 au sein des cellules, tissus et régions de 

l’organisme sous hypoxie. HIF-1 est également considéré comme un répresseur des voies responsables 

de la croissance cellulaire ; en particulier, l’activation de sa cible, REDD1, conduit à un défaut 

d’activation de la voie de synthèse des protéines via l’inhibition de mTOR. L’inhibition des voies 

anaboliques de la cellule de la part de HIF-1 et de la protéine AMPK a pour but de réduire l’ensemble 

des processus et mécanismes cellulaires à forte dépendance de la molécule d’ATP. La production d’ATP 

issue de la mitochondrie se trouve considérablement réduite en hypoxie. La mitochondrie semble donc 

avoir la propriété d’être un senseur de l’hypoxie, de par sa capacité à produire et libérer des ROS dans 

le cytosol, ces ROS mitochondriaux étant par la suite responsables de l’initiation de la stabilisation de 

HIF-1α lors de l'hypoxie. Contrer l’ensemble de ces facteurs d’adaptation à l’hypoxie, en faveur de la 

protéosynthèse, serait-il l’une des clés de la limitation de l’atrophie musculaire en hypoxie ?   

 

 IV.2. Les adaptations du muscle squelettique en hypoxie 

 

 La réduction du taux d’O2 intracellulaire provoque de nombreuses adaptations, telles que la 

stabilisation du facteur de transcription HIF-1, la surexpression du gène REDD1, l’activation de l’AMPK 

et la surproduction de ROS mitochondriales (Figure 25). L’ensemble de ces changements va conduire 

à la mise en place de plusieurs mécanismes ayant pour objectif un ralentissement, une modération des 

voies anaboliques et de croissance cellulaire lors d’un stress hypoxique. Nous allons à présent nous 

focaliser sur l’impact de l’hypoxie dans les différents processus de régulation et de développement de 

la cellule musculaire. 

 

 IV.2.1. Le dysfonctionnement et la perte de cellules musculaires squelettiques 

 

 La cohorte de données citées précédemment et tout particulièrement les recherches menées 

in vitro sur diverses lignées cellulaires, révèle qu’une importante réduction de la disponibilité en O2 

diminue le taux de synthèse des protéines et augmente la protéolyse (Bakker et al., 2007 ; Caron et al., 

2009 ; Ren et al., 2010 ; Rodriguez et al., 2014). Hoppeler & Vogt mettent en avant que les fibres 

musculaires font partie des cellules de l’organisme les plus aptes à la gestion d’un appauvrissement en 
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O2 (Hoppeler & Vogt, 2001), le muscle squelettique étant soumis à des périodes d’hypoxie transitoire 

lorsque l’organisme atteint ses limites dans l’approvisionnement de l’O2 lors d’une activité physique 

d’endurance ou de résistance (Vogt et al., 2001). La baisse du taux d’O2 tissulaire entraîne de 

nombreuses conséquences dans les mécanismes régissant la contraction musculaire.  

 

La diminution de la production de l’ATP par la mitochondrie et la suractivation de la glycolyse 

anaérobie destinée à combler le faible rendement de la filière aérobie engendre l’altération de 

l’appareil contractile des fibres musculaires en hypoxie (Carvalho et al., 1996 ; Hoppeler et al., 2003 ; 

Howlett & Hogan, 2007). En effet, les analyses de biopsies musculaires de patients souffrant 

d’hypoxémie chronique comme la BPCO montrent une disparition progressive des fibres de types I et 

une augmentation de la proportion des fibres de types II (de Oca et al., 2006 ; Man et al., 2009 ; Patel 

et al., 2014) (Figure 27). De nombreuses études ont montré que l’hypoxie induit un remodelage de la 

typologie musculaire avec notamment une transition d’un phénotype oxydatif vers un profil 

glycolytique anaérobie (de Oca et al., 2006 ; Natanek et al., 2013 ; Man et al., 2009 ; Patel et al., 2014). 

On suppose que les répercussions de l’hypoxie sur l’ensemble des fibres musculaires affectent 

majoritairement les fibres de type I, conséquence de leurs propriétés oxydatives et leur forte 

dépendance à l’O2 (Man et al., 2009). Cette transition des fibres lentes vers des fibres rapides est le 

manifeste d’une prédominance d’un métabolisme glycolytique à l’instar d’un métabolisme oxydatif. 

Cependant, une étude de Theije et ses collaborateurs montrent que les fibres de types II sont elles 

aussi sérieusement affectées par la privation d’O2, causée par une réduction de la capacité de diffusion 

de l’O2, un réseau capillaire amoindri et un épuisement des stocks de glycogène (Jakobsson et al., 1900 

; Jobin et al., 1998 ; de Theije et al., 2014). Lors d’une activité physique même modérée, les patients 

atteints de BPCO éprouvent une intolérance à l’effort. Ce symptôme est en partie lié aux modifications 

structurelles et métaboliques des muscles squelettiques, le muscle devenant plus fatigable du fait des 

changements métaboliques (Mador et al., 2004 ; Man et al., 2003). De plus, ce changement de 

typologie musculaire s’accompagne d’une diminution de la masse musculaire caractérisée par une 

réduction de la section transversale des fibres musculaires (Gosker et al., 2002 ; Jakobsson et al., 1990 

; Jobin et al., 1998). 

 

 Quelle que soit la condition à l’origine de l’hypoxie (environnementale ou pathologique), on 

observe dans la majorité des cas une perte de masse musculaire plus ou moins importante, en fonction 

de la sévérité et du temps d’exposition à un stress hypoxique (Agustí et al., 2002 ; Netzer et al., 2008 ; 

Tschöp & Morrison, 2001). Plusieurs études menées en haute montagne révèlent que les alpinistes ou 

personnes résidant en altitude subissent, suite à cette exposition de longue durée à très haute altitude, 

une diminution du volume musculaire et une réduction de la section transversale des fibres 

musculaires (Hoppeler et al., 1990 ; Hoppeler et al., 2001 ; MacDougall et al., 1991 ; Mizuno et al., 

2008). Hoppeler et al, observent une chute de la masse corporelle entre 5-10% et une diminution de 

20% de la section transversale des fibres musculaires dans le vaste externe d’alpinistes lors d’un séjour 

de 8 semaines à plus de 5000m d’altitude (Hoppeler et al., 1990). Ces résultats sont également 

retrouvés chez des sujets ayant subi une décompression progressive durant 40 jours au sein d’une 

chambre hypobare simulant une ascension. Les résultats montrent une perte de masse musculaire de 

13 à 15% et une réduction de 25% des surfaces transversales de fibre musculaire (MacDougall et al., 

1991). Les chercheurs de ces études ont également observé une augmentation de la densité capillaire, 

permettant une amélioration du transport d’O2 vers les muscles principalement sollicités (Hoppeler et 

al., 1990 ; MacDougall et al., 1991). Cependant, le rapport capillaires/fibres musculaires demeure 
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inchangé après une longue période d’hypoxie, suggérant que l’augmentation de la capillarisation est 

attribuée exclusivement à la réduction importante de la section transversale des fibres musculaires, 

conséquence directe de l’atrophie musculaire (Hoppeler et al., 2001, Mizuno et al., 2008). 

 

 

Figure 27 : Conséquence d’une exposition à l’hypoxie sur la typologie des fibres musculaires de patients BPCO 
(d’après Kapchinsky et al., 2018). (A) Marquage par immunofluorescence des fibres musculaire de type I (bleu), 
le type IIa (rouge) et le type IIx (vert) (barre = 100μm). (B) Analyse en % de la proportion du type de fibre 
musculaire. P <0,05 vs Control. COPD (chronic obstructive pulmonary disease), FFMI (fat free mass index) (d’après 
Kapchinsky et al., 2018). 

 

 Un ensemble d’observations cliniques montre au niveau musculaire que les surfaces 

transversales des muscles squelettiques de patients BPCO sont inférieures de 25% en comparaison à 

des sujets sains (Gosker et al., 2002 ; Jakobsson et al., 1990 ; Jobin et al., 1998) (Figure 27). 

Contrairement au sujet sain exposé à une hypoxie d’altitude, les personnes BPCO voient le rapport 

capillaires/fibres musculaires diminué drastiquement, résultante d’une réduction concomitante de la 

densité des capillaires et de la masse musculaire (Hoppeler et al., 1990 ; Jobin et al., 1998). De 

nombreux travaux se sont intéressés aux mécanismes à l’origine de l’atrophie musculaire des patients 

BPCO, les hypothèses convergeant toutes vers un déséquilibre de l’homéostasie protéique au sein des 

cellules musculaires (Debigaré et al., 2003 ; Doucet et al., 2010 ; Puig-Vilanova et al., 2015 ; Testelmans 

et al., 2009), caractérisé par une réduction de la synthèse protéique et une recrudescence des 
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systèmes de dégradation des protéines spécifiques au muscle squelettique (Hussain et Sandri, 2012). 

Toutefois, les causes de l’atrophie musculaire des patients BPCO ne sont à ce jour pas complétement 

élucidées, de nombreux facteurs confondants devant être pris en compte comme l’hypoxémie, le 

stress oxydant, l’inflammation, la corticothérapie, la malnutrition, l’inactivité, le vieillissement, le 

tabagisme…. 

 

Figure 28 : Section transversale des muscles de la cuisse par tomographie d’un sujet saint (A) et d’un patient 
BPCO, avec des mensurations de 118,5 cm2 et 79,6 cm2 respectivement (d’après Bernard et al., 1998).  

 Plusieurs recherches menées sur le rongeur en hypoxie ont permis d’observer les 

conséquences directes de l’appauvrissement en O2 sur la régulation de la masse musculaire (Chaillou 

et al., 2013 ; Chaudhary et al., 2012 ; Favier et al., 2010 ; Hayot et al., 2011). Une étude sur des rats 

mâles exposés à une hypoxie hypobare (diminution de la pression en O2) simulé à 7,620m pendant 14 

jours montre une perte de 30% du taux de protéines myofibrillaires associée à une augmentation du 

système UPS. Cette même étude observe également un taux de renouvellement protéique plus élevé, 

suggérant une augmentation concomitante de la synthèse et de la dégradation des protéines. 

Cependant, on note une protéosynthèse inférieure à la protéolyse, entraînant par conséquent une 

perte de la masse du muscle squelettique (Chaudhary et al., 2012) (Figure 29). De même, dans une 

autre étude effectuée chez le rat exposé à une hypoxie hypobare de 6,300m pendant 21 jours, la masse 

musculaire et la section transversale des fibres du soléaire étaient bien inférieures à celles des rats en 

condition normoxique (Favier et al., 2010). 
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Figure 29 : Impact de l’hypoxie sur 
les cellules musculaires du 
gastrocnémien de rat colorées à 
l'hématoxyline et à l'éosine 
(d’après Chaudhary et al., 2012). 
(A) groupe contrôle normoxie. (B) 
Exposition à une hypoxie de 3 
jours. (C) Exposition à une hypoxie 
de 7 jours. (D) Exposition à une 
hypoxie de 14 jours. La flèche 
indique l'endomysium mince 
(barre = 10μm). 

 

 

 

 

 IV.2.2. Les effets de l’hypoxie sur la myogenèse 

 

 De nombreuses investigations portant sur les effets de l’hypoxie sur le mécanisme de la 

myogenèse ont été menées sur différents modèles cellulaires. Ainsi, des cellules de type C2C12 ou des 

myoblastes L6 cultivés en condition d’hypoxie (taux d’O2 inférieur à 5%) sont caractérisées par une 

faible fusion des myoblastes en myotubes, associée à une réduction de l’expression de MHC traduisant 

un défaut de différentiation par comparaison aux cellules en condition de normoxie (Dicarlo et al., 

2004 ; Majmundar et al., 2011 ; Hidalgo et al., 2014 ; Launay et al., 2010). De nombreuses études ont 

rapporté qu’une hypoxie caractérisée par un taux d’O2 inférieur à 2% affectait négativement les MRFs 

tels que MyoD, Myf5 et myogénine (Dicarlo et al., 2004 ; Majmundar et al., 2011 ; Yun et al., 2005). 

Cette régulation négative de l’expression des MRFs initiée par l’hypoxie est réversible puisque MyoD 

et Myf5 retrouvent des valeurs basales lorsque les myoblastes initialement cultivés dans un milieu 

hypoxique sont exposés à un environnement de normoxie (Dicarlo et al., 2004). L’ensemble de ces 

données suggère que l’hypoxie est un facteur limitant de la myogenèse, bloquant le programme 

transcriptionnel myogénique et la différenciation terminale des myotubes. 

 

 IV.2.3. L’influence de l’hypoxie sur la protéosynthèse 

 

 Comme nous l’avons vu précédemment, l’IGF-1 est l’un des principaux facteurs de croissance 

activant la voie de signalisation PI3K / Akt / mTOR et donc la synthèse protéique (Latres et al., 2005 ; 

Rommel et al., 2001), mais il a également une influence positive sur les processus de prolifération des 

myoblastes et de différenciation myogénique des myotubes (Duan et al., 2010 ; Glass, 2003). Ren et 

ses collaborateurs rapportent que l’IGF-1 favorise la différenciation des myoblastes sous normoxie 

tandis qu’il stimule la prolifération cellulaire sous hypoxie (Ren et al., 2010) (Figure 30). Lors de 

l’hypoxie, il a été montré que l’inhibition de HIF-1α entraînait une modification de l’action mitogène, 

alors que la surexpression de HIF-1α en normoxie supprime la différenciation des myoblastes initiée 

normalement par l’IGF-1. Ces résultats suggèrent que le taux d’O2 régule de manière différentielle 

l’action de l’IGF-1 (Ren et al., 2010). L’une des pistes évoquées expliquant cette défaillance d’activation 

de la voie Akt / mTOR par l’IGF-1 est un détournement de la liaison de l’IGF-1 avec son récepteur (IGF-

1R). Ainsi, en condition d’hypoxie, l’interaction entre l’IGF-1 et son récepteur active de préférence la 

voie de signalisation ERK1/2 (Extracellular signal-Regulated Kinases 1 & 2) responsable de la 
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stimulation de la prolifération cellulaire au détriment de la voie PI3K / Akt / mTOR, inhibant ainsi la 

différenciation des myoblastes (Duan et al., 2010 ; Ren et al., 2010) (Figure 30). Cette défaillance entre 

l’IGF-1 avec son récepteur lors d’une privation d’O2 affecte en conséquence nettement l’activation de 

Akt, régulateur clé du processus de protéosynthèse (Majmundar et al., 2011). Une autre étude in vitro 

sur des cellules musculaires C2C12 mises en culture dans un environnement limité en O2 (1% d’O2) 

montre que le stress cellulaire causé par l’hypoxie peut perturber la phosphorylation et l’expression 

de la protéine Akt et interférer négativement dans la machinerie de traduction de l’ARNm en protéine 

(Caron et al., 2009 ; Ren et al., 2010). 

 

Figure 30 : Schéma illustrant la modulation de l’action de l’IGF1 dans des cellules musculaires lors de la 
normoxie ou de l’hypoxie.   

 

 L’activation des cibles en aval de la protéine Akt est également perturbée en hypoxie. Ainsi, la 

protéine GSK-3β, normalement inhibée en normoxie, est hypo-phosphorylée en concordance avec la 

sous-activation de Akt dans des myotubes C2C12 exposés à 0,5% et 1% O2 (Caron et al., 2009 ; 

Majmundar et al., 2011), occasionnant ainsi une inhibition du facteur d’initiation eIF2. De nombreuses 

études portant sur l’hypoxie in vitro et in vivo montrent également une diminution de l’activation de 

mTOR, autre effecteur de Akt (Arsham et al., 2003 ; Caron et al., 2009 ; Duan et al., 2010 ; Favier et al., 

2010 ; Majmundar et al., 2011). Lors de la privation d’O2, mTOR est inhibée de façon indirecte par le 

facteur de transcription HIF-1α, la diminution de son activation étant notamment causée par l’AMPK 

et REDD1 (Brugarolas et al., 2004 ; DeYoung et al., 2008 ; Schneider et al., 2008) (Figure 25). Les 

données précédentes sur la réduction de l’activation de l’IGF-1, régulateur en amont de la voie Akt / 

mTOR, prend une part majeure dans l’inhibition de mTOR en hypoxie (Caron et al., 2009 ; Ren et al., 
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2010). Les protéines 4E-BP1 et P70S6K, effecteurs de mTOR, sont également réprimées, avec des 

conséquences directes et néfastes sur les mécanismes de traduction des ARNm (Arsham et al., 2003 ; 

Liu et al., 2006, Wheaton et al., 2010). Concernant les facteurs d’initiation (eIF) et d’élongation (eEF) 

de la traduction, des études révèlent que eEF2, cible de l’AMPK, est phosphorylé et inhibé en hypoxie, 

provoquant l’arrêt de la phase d’élongation du processus traductionnel (Liu et al., 2006 ; Wheaton et 

al., 2010).   

 

 L’influence de l’hypoxie sur les cellules musculaires provoque des altérations de la croissance et 

du développement cellulaire par la défaillance de plusieurs processus responsables de la maturation 

des cellules musculaires. L’inhibition des facteurs de la myogenèse (MyoD, Myf5 et myogénine) conduit 

à un maintien des cellules satellites dans un état de quiescence, entraînant également une réduction 

de la différenciation des cellules musculaires. La voie de protéosynthèse PI3K / Akt / mTOR se trouve 

inhibée lors d’une diminution du taux d’O2 intracellulaire. La défaillance interactionnelle entre l’IGF-1 

et son récepteur provoque une sous-activation de la protéine Akt, engendrant un dysfonctionnement 

du processus de synthèse des protéines. L’absence de phosphorylation des protéines mTOR et GSK-3β 

a pour conséquence un affaiblissement de la machinerie traductionnelle permettant la formation de 

protéine à partir de la traduction de l’ARNm. Ainsi, la voie PI3K / Akt / mTOR étant inhibée en hypoxie, 

la réactivation de cette voie de signalisation se poserait-elle comme une condition sine quoi none à un 

possible retour de l’homéostasie protéique dans le muscle squelettique en hypoxie ?  

 

 IV.2.4. La régulation des systèmes protéolytiques en hypoxie 

 

 Précédemment, nous avons exposé qu’une diminution du taux d’O2 intracellulaire perturbait 

sérieusement les mécanismes moléculaires contrôlant la protéosynthèse. Il est également 

indispensable de s’intéresser à l’activation des voies de dégradation des protéines afin de saisir 

l’impact de l’hypoxie sur le dysfonctionnement de l’homéostasie protéique responsable de l’altération 

de la masse musculaire. 

 

 Les facteurs de transcription FoxOs sont des régulateurs importants dans l’adaptation et la 

survie de la cellule lorsque celle-ci est soumise à un stress. La réponse de la cellule musculaire à la 

privation d’O2 au niveau protéolytique est une surexpression des facteurs de transcription FoxO1 et 

FoxO3a (Award et al., 2013 ; D’Hulst et al., 2013) (Figure 31). Une étude réalisée sur des jeunes adultes 

soumis à une hypoxie d’altitude modérée (1500m) révèle une hyper-phosphorylation de FoxO1 et 

FoxO3a (D’Hulst et al., 2013). Bakker et ses collaborateurs ont montré in vitro sur des fibroblastes de 

souris en hypoxie (1% O2) que l’augmentation de l’expression de FoxO3a était dépendante de la 

stabilisation de HIF-1, suggérant que FoxO3a serait une cible en aval de HIF-1 et jouerait un rôle 

important dans l’adaptation de la cellule en réponse au stress hypoxique (Bakker et al., 2007 ; Jensen 

et al., 2011). FoxO3a est également un modulateur important d’un ensemble de gènes 

mitochondriaux. Une étude montre l’implication de FoxO3a dans le processus de mitophagie, 

indispensable et nécessaire à la diminution de la consommation d’O2 et de la production de ROS de la 

mitochondrie en condition d’hypoxie, renforçant donc l’importance de FoxO3a dans l’adaptation 

métabolique et la résistance au stress hypoxique (Jensen et al., 2011). 
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Figure 31 : Impact de l’hypoxie sur la régulation des voies de signalisation responsables de la dégradation des 
protéines et des mitochondries.  

 La diminution du nombre de mitochondries en condition de stress hypoxique est réalisée par 

un mécanisme d’autophagie spécifique à la mitochondrie (mitophagie) ; ce mécanisme implique la 

protéine pro-apoptotique BNIP3, localisée au niveau de la membrane mitochondriale (Mazure et al., 

2010) (Figure 31). Chez les rongeurs, l’hypoxie induit une augmentation de la transcription du gène 

codant pour BNIP3 au sein des tissus musculaires, avec un accroissement de la mitophagie corrélée à 

la surexpression de BNIP3 (Band et al., 2009). In vitro, des études révèlent à travers plusieurs lignées 

cellulaires que la stabilisation de HIF-1α induit la surexpression de BNIP3 (Bellot et al., 2009 ; Guo et 

al., 2001 ; Mazure et al., 2010), données laissant à supposer que l’activation de BNIP3 dépendante de 

la stabilisation de HIF-1 est un mécanisme crucial dans le contrôle de la surproduction de ROS et 

l’adaptation cellulaire lors d’un stress hypoxique. Une autre étude sur des souris C57BL sous hypoxie 

(10% O2) montre une élévation du niveau d’ARNm codant pour BNIP3 associé à une réduction de la 

biogenèse mitochondriale dans le gastrocnémien (Gamboa et Andrade, 2009). Ceci démontre que la 

réduction du nombre de mitochondries est une réponse cruciale à la survie cellulaire en condition 

d’hypoxie. 

 Des myotubes L6 exposés à une hypoxie de 1% O2 présentent une surexpression du niveau 

d’ARNm de MAFbx (Caron et al., 2009) (Figure 31). In vivo, des rats soumis à une hypoxie sévère 

présentent une perte de masse musculaire associée à une suractivation du système UPS et des 

calpaïnes (Chaudhary et al., 2012). Une étude de Theije et ses collaborateurs comparant des souris 
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soumises à une restriction calorique et des souris sous hypoxie (8% O2) a permis de mettre en évidence 

une expression accrue des ARNm de MAFbx et de MuRF1 en réponse à l’hypoxie, et ce de manière plus 

importante que les souris ayant subi une réduction alimentaire en condition de normoxie, mettant en 

avant une régulation positive du système UPS spécifique à l’hypoxie (de Theije et al., 2013). 

 

 Lors d’un appauvrissement en O2, on observe au niveau intracellulaire une élévation de 

l’expression de la myostatine causant une atrophie musculaire (Figure 31), effet constaté in vivo chez 

le rat ou chez des patients hypoxémiques atteints de BPCO sévère (Hayot et al., 2011 ; Rodriguez et 

al., 2014). L’inhibition de la myostatine par suppression de son ARNm ou inhibition de ces récepteurs 

réduit considérablement l’atrophie musculaire induite par l’hypoxie, démontrant ainsi le rôle de la 

myostatine dans les processus protéolytiques du muscle squelettique liés aux adaptations à un stress 

hypoxique (Hayot et al., 2011).   

 

 IV.3. La modulation de l’état nutritionnel en hypoxie 

 

 On peut observer chez un très grand nombre de patients atteints de BPCO un dérèglement de 

la prise alimentaire. La perte d’appétit est un symptôme répandu chez les personnes souffrant de 

BPCO, les cas les plus sérieux d’anorexie étant associés aux patients présentant une forme cachectique 

de la maladie (Nordén et al., 2015 ; Koehler et al., 2007). Cette réduction volontaire de la prise 

alimentaire se retrouve renforcée lors des phases d’exacerbation aigüe des symptômes nécessitant 

généralement une hospitalisation (Koehler et al., 2007). Lors des premiers jours d’hospitalisation, on 

constate une perturbation de l’équilibre du bilan énergétique des patients avec une importante 

diminution de leur prise alimentaire et une augmentation de la dépense énergétique au repos (Gea et 

al., 2018 ; Girón et al., 2009 ; Hallin et al., 2006). On retrouve également ce phénomène d’anorexie lors 

de situation d’hypoxie prolongée, comme lors d’expédition en haute altitude. Un grand nombre de 

sujets montrent un déficit énergétique croissant en fonction des paliers d’altitudes gravis, ceci 

principalement causé par une réduction de leur alimentation (Hammad & Travis ; 2006 ; Karl et al., 

2018). Cette réelle perte d’appétit en haute altitude a conduit les chercheurs à émettre l’hypothèse 

selon laquelle la diminution du niveau d’O2 jouerait un rôle crucial dans la modulation de la prise 

alimentaire (Ragusso & Luthy, 2011).  

 

 Des études menées chez des rongeurs exposés à un environnement hypoxique montrent une 

altération de la prise alimentaire journalière en comparaison au groupe en normoxie (lezon et al., 2016 

; Singh et al., 2001). Ces résultats se retrouvent également chez des patients atteints de BPCO sévères 

(Raguso & Luthy, 2011). Les conséquences d’une période prolongée de sous-nutrition sont une 

réduction de la masse musculaire, le défaut nutritionnel entraînant une atrophie musculaire associée 

à une perte de force et la capacité d’endurance du muscle squelettique (Vermeeren et al., 2006). Afin 

de mettre à jour les liens potentiels entre l’hypoxie, la perte d’appétit et l’atrophie musculaire, des 

protocoles de recherches ont utilisé des groupes de rongeurs exposés à un environnement normoxique 

avec une prise alimentaire similaire aux rongeurs hypoxiques. Les résultats ont révélé une perte de 

masse musculaire plus importante chez les rats sous hypoxie par rapport aux rats soumis à la restriction 

alimentaire (Bernier et al., 2012 ; de Theije et al., 2013 ; Hayot, et al., 2011). Les différents auteurs 

suggèrent que l’anorexie issue de l’hypoxie engendre une atrophie musculaire supérieure à la 

restriction alimentaire seule. 
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 L’une des pistes explorées par les chercheurs pouvant expliquer la restriction calorique 

engendrée par l’hypoxie résiderait dans la modulation d’une hormone, la leptine. Cette dernière est 

une hormone dérivée des adipocytes, régulant négativement les mécanismes impliqués dans la prise 

alimentaire. Il a été observé que les patients atteints de BPCO présentaient un taux de leptine 

beaucoup plus élevé en comparaison aux sujets sains (Çalikoglu et al., 2004 ; Krommidas et al., 2010), 

de même que le rat exposé à un environnement hypoxique (Simler et al., 2006). Une autre étude 

montre une corrélation entre l’expression des gènes codant pour la leptine et le facteur de 

transcription de l’hypoxie, HIF-1 (Grosfeld et al., 2002). L’ensemble de ces données placent la réduction 

de l’O2 comme « le facteur central » de l’atrophie musculaire. 

 

 En conclusion, lorsque l’organisme est soumis à un stress hypoxique chronique, ce dernier 

engendre un trouble de l’homéostasie de la cellule musculaire avec des conséquences sur le 

métabolisme, le phénotype et la croissance musculaires. Le défi de la cellule lors d’un tel stress est de 

mettre en place des mécanismes adaptatifs ayant pour but d’augmenter l’approvisionnement de l’O2 

des tissus en hypoxie et de réduire l’activité de l’ensemble des processus demandant une importante 

consommation d’énergie pour leur fonctionnement. Les actions de HIF-1, un facteur majeur dans la 

réponse adaptative à l’hypoxie répond exactement aux exigences de la cellule lors d’un tel stress. En 

hypoxie, la stabilisation de HIF-1 et de sa cible REDD1 en aval a pour conséquence une inhibition de 

l’une des voies de protéosynthèse (Akt / mTOR), la protéosynthèse étant parmi les processus 

métaboliques les plus coûteux en énergie (ATP) pour la cellule. Tout comme la myostatine en hypoxie, 

l’influence de HIF-1 ne se limite pas à une inhibition des voies de signalisation modulant l’anabolisme, 

puisque HIF-1 active les facteurs de transcriptions FoxO impliqués dans plusieurs processus 

protéolytiques (autophagie et système UPS). Cette double régulation de HIF-1 et de la myostatine 

provoque un déséquilibre de la balance entre synthèse et dégradation des protéines, et ce en faveur 

des voies cataboliques. L’O2 reste un élément indispensable au bon fonctionnement de nombreux 

processus et mécanismes biochimiques de la cellule ; sa perte au niveau mitochondrial conduit à une 

perturbation du fonctionnement de la chaîne de transport des électrons, avec une perte de production 

d’ATP et une recrudescence de la formation de ROS mitochondriales. L’élévation du ratio AMP/ATP 

engendre l’activation de la protéine AMPK et accentue son rôle d’inhibiteur des voies de signalisation 

régulant la protéosynthèse. De plus, l’accumulation de ROS cytoplasmiques issues du complexe III de la 

chaîne des transports des électrons conduit à un renforcement de l’action de HIF-1. Une importante 

réduction du taux d’O2 et une exposition de longue durée entraîne un déséquilibre de l’homéostasie 

protéique, avec une prédominance des voies cataboliques entraînant in vivo une importante 

réorganisation du tissu musculaire et une fonte musculaire. Au niveau pathologique, la cachexie 

musculaire que l’on peut observer chez certains patients atteints d’une pathologie respiratoire, telle 

que la BPCO, donne lieu à des enjeux cliniques ayant pour objectif de concevoir des traitements 

thérapeutiques avec pour but de pallier ce symptôme d’atrophie musculaire directement en lien avec 

le caractère hypoxique de ce type de pathologie.  
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V. Les contre-mesures à l’atrophie musculaire résultante de l’hypoxie 
 

 Nous avons constaté précédemment qu’une diminution de l’apport en O2 au niveau des tissus 

musculaires (hypoxémie), que ce soit dans des conditions environnementales (haute altitude) ou 

pathologiques (BPCO, fibrose pulmonaire ou apnée du sommeil), entraîne à la fois une réduction de la 

protéosynthèse et une augmentation de la protéolyse contribuant à une atrophie musculaire chez les 

sujets (Raguso et al., 2004). L’exercice physique représente l’un des moyens d’intervention pouvant 

atténuer ou même inverser les mécanismes d’atrophie musculaire ; les données exposées en condition 

de normoxie indiquent que l’entraînement physique est capable d’activer les protéines clés de la 

protéosynthèse tout en atténuant les voies de signalisation associées à la dégradation protéique 

(Bowen et al., 2015 ; Gould et al., 2013 ; Snijders et al., 2009). 

 

 Contrairement aux sujets sains du même âge, les patients atteints de BPCO ont une activité 

locomotrice réduite (Troosters et al., 2010) ; ceci est une conséquence directe du dysfonctionnement 

de l’appareil musculaire et des changements structuraux de la fibre musculaire (Osthoff et al., 2013). 

Le degré d’altération du système musculaire est proportionnel à la perte de masse musculaire. 

L’atrophie musculaire est considérée par plusieurs cliniciens comme un symptôme de premier plan aux 

conséquences néfastes sur la qualité de vie, l’autonomie et l’espérance de vie des patients BPCO 

(Donaldson et al., 2012 ; Janssen et al., 2011 ; Vilaró et al., 2010). Au niveau musculaire, l’activité 

physique reste l’intervention thérapeutique la plus efficace ayant le potentiel d’inverser ou tout au 

moins de stabiliser l’atrophie musculaire chez les patients atteints de BPCO (De Brandt et al., 2016).  

 

 V.1. L’activité physique et l’inversion typologique en environnement hypoxique  

 

 On peut constater que les sujets atteints de BPCO ont une typologie musculaire déséquilibrée : 

ils présentent une proportion plus grande de fibres de type II comparativement aux fibres de type I, et 

par conséquent un métabolisme glycolytique prédominant, associé à une baisse des performances 

physiques et une intolérance à l’effort (Gosker et al., 2002 ; Guenette et al., 2014 ; O'Donnell et al., 

2007). L’exercice physique recommandé et prescrit aux patients BPCO ne montre que partiellement 

un changement ou une inversion de la typologie musculaire (De Brandt et al., 2016). On peut observer 

que le réentraînement avec une forte consonance d’endurance, comme les exercices aérobies 

d’intensité élevée et les exercices intermittents de haute intensité, entraînent majoritairement une 

hypertrophie des fibres musculaires de type I et IIA, concomitante à une diminution du nombre de 

fibres de type IIB (Brønstad et al., 2012 ; Kortianou et al., 2010 ; Vogiatzis et al., 2010 ; Vogiatzis et al., 

2011). Le développement de ces fibres au phénotype prédominant oxydatif est le plus répandu parmi 

les différents protocoles d’entraînement physique utilisés chez les patients BPCO (De Brandt et al., 

2016).   

 

 V.1.1. L’activité physique et la stimulation des facteurs de l’hypertrophie 

 

 L’activité des cellules satellites et des facteurs de régulation myogénique jouent un rôle 

important dans la myogenèse, la régénération et la croissance musculaires. Une étude de Vogiatzis et 

ses collaborateurs met en évidence une discordance des effets d’un entraînement par intermittence 

entre les patients BPCO présentant une forme sévère ou au contraire une absence de cachexie 

musculaire. Cette étude rapporte que l’expression de l’ARNm et des protéines MoyD et myogénine, 
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impliquées dans les mécanismes de prolifération et de différenciation des cellules musculaires, se 

trouve plus élevée dans les muscles squelettiques des patients BPCO sans forme de cachexie (Vogiatzis 

et al., 2010).  

 

 Avec les facteurs de régulation de la myogenèse, la voie de signalisation de synthèse des 

protéines PI3K / Akt / mTOR est l’une des composantes essentielles de l’hypertrophie musculaire. 

L’étude de Costes et ses collaborateurs montrent que l’atteinte et la sévérité de la pathologie 

influencent considérablement les effets de l’entraînement physique sur la voie de synthèse des 

protéines. En effet, les protocoles d’entrainement appliqués aux sujets atteints de BPCO associée à 

une forme sévère d’hypoxémie et de cachexie ne sont pas en mesure d’induire une hypertrophie 

musculaire via l’activation des protéines clés de la voie PI3K / Akt / mTOR, en comparaison aux sujets 

BPCO non hypoxémiques et non cachectiques. Selon les auteurs, cette forme sévère de BPCO présente 

une résistance à l’activation des voies de protéosynthèse au sein du muscle squelettique (Costes et al., 

2015 ; Vogiatzis et al., 2010), suggérant que le degré d’hypoxémie et d’atrophie musculaire du patient 

BPCO influe et perturbe de façon sérieuse la régulation des différents processus initiant l’hypertrophie 

du muscle squelettique. Cette suggestion peut être appuyée par l’analyse de la myostatine ; les 

patients non-cachectiques montent une baisse de l’ARNm et de l’expression protéique de la 

myostatine à la suite d’un protocole d’entraînement physique par intermittence, alors que les patients 

BPCO cachectiques ne présentent aucune différence d’expression (Vogiatzis et al., 2010).    

 

 V.1.2. L’inhibition des processus d’atrophie 

 

 Nous avons vu dans un précédent chapitre (paragraphe IV.2.4.) que la réduction du niveau d’O2 

tissulaire, que ce soit dans un milieu in vivo et in vitro, favorise la translocation et l’activation des 

facteurs de transcription FoxOs régulant à la hausse les atrogènes (MAFbx et MuRF-1) impliqués dans 

la dégradation des protéines de l’appareil contractile (Attaix et al., 2005 ; Award et al., 2013 ; Caron et 

al., 2009 ; D’Hulst et al., 2013). Bien que l’expression de FoxO soit élevée chez les patients BPCO en 

comparaison au sujet sain (Debigaré et al., 2008 ; Doucet et al., 2010), aucun changement d’expression 

de FoxO1 et FoxO3 n’a été rapporté à la suite d’un entraînement en résistance chez les BPCO en 

comparaison à des sujets contrôles (Constantin et al., 2013). Le taux élevé d’expression de FoxO chez 

les patients BPCO et l’absence de variation de son expression même après un effort en résistance induit 

inévitablement l’accroissement des voies de signalisation modulant le catabolisme, telle que la voie de 

l’autophagie (Mammucari et al., 2007) et le système ubiquitine-protéasome (UPS) (Sandri et al., 2004). 

Les gènes Beclin-1 et LC3 initiant le processus d’autophagie n’ont montré aucun changement 

d’expression après un protocole de réentrainement combinant exercice aérobie et exercice de force 

chez les sujets BPCO (Costes et al., 2015), de même que l’expression de MAFbx et de MuRF-1, 

marqueurs protéiques du système UPS (Constantin et al., 2013 ; Costes et al., 2015). Cependant, on 

peut noter que les patients atteints de BPCO de forme non-cachectique observent une diminution de 

l’expression de MAFbx et de MuRF-1 à la suite d’un réentraînement aérobie de haute intensité (interval 

training) (Vogiatzis et al., 2010).  

 Les patients atteints de BPCO de forme hypoxémique et cachectique semblent être beaucoup 

moins sensibles aux entraînements physiques que les BPCO non cachectiques, l’expression de MAFbx 

et de MuRF-1 restant constamment élevée même après un programme d’entraînement combiné ou 

d’intermittence. Des études futures sur les processus myogéniques et moléculaires liés à la promotion 
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de l’hypertrophie musculaire sont fondamentales à la conception de nouvelles approches 

thérapeutiques faisant intervenir l’entraînement physique, la nutrition et la pharmacologie, visant à 

pallier les faibles adaptations musculaires induites par les programmes de réentraînement appliqués à 

ce jour.   

 L’entraînement physique auprès de patients atteints de BPCO provoque des adaptations 

bénéfiques au sein du muscle squelettique, tant sur la plasticité des fibres et l’hypertrophie musculaire. 

L’effort physique initie des stimulations agissant directement sur les voies régulant l’homéostasie 

protéique par l’activation des voies de signalisation de la protéosynthèse, favorisant l’hypertrophie 

musculaire. Un programme d’entrainement combiné en aérobie et en résistance semble être 

l’alternative apportant les meilleurs changements en termes de structure musculaire, avec une 

amélioration des proportions et tailles des fibres musculaires. Cependant, l’ensemble de ces données 

doit être confirmé lors d’études comptant un nombre plus large de patients, avec notamment une 

homogénéisation des protocoles d’entraînement, combiné à des analyses morphologiques pour 

mesurer l’évolution de la masse musculaire, mais également des analyses moléculaires pour affiner 

notre compréhension de la régulation des voies de synthèse et de dégradation des protéines. Le type 

d’exercice, la durée et l’intensité de l’effort contribuent collectivement à la stimulation et au degré 

d’activation des voies de signalisation et processus cibles de la régulation de l’homéostasie protéique 

musculaire. L’ensemble de ces paramètres doivent être pris en compte lors de la conception de 

protocoles de recherche et de programmes de réentraînement à visée thérapeutique. L’évolution et 

l’adaptation des programmes de réentraînement doit donc être en totale adéquation avec les 

caractéristiques de la pathologie et les besoins des patients.  

 

 V.2. La supplémentation nutritionnelle dans le traitement de l’atrophie musculaire 

          consécutive à l’hypoxie. 

 

 Différents traitements par supplémentation nutritionnelle ont été mis en place afin de 

contrecarrer la dénutrition omniprésente dans un milieu appauvri en O2. Des études cliniques menées 

sur des patients BPCO hospitalisés présentant soit une exacerbation aiguë de leurs symptômes (Mador 

et al., 2001), soit suivant un programme de réadaptation pulmonaire (Dal Negro et al., 2016), ont reçu 

une supplémentation en protéines par voie orale en plus de leur ration alimentation quotidienne. Les 

patients supplémentés ont augmenté leur masse corporelle, avec une élévation de la masse maigre en 

comparaison au groupe avec un régime standard. Une étude réalisée en haute altitude (3255m) auprès 

de jeunes alpinistes met en évidence l’influence d’une supplémentation de BCAAs (leucine et 

isoleucine) comme moyen efficace dans la perte de masse corporelle et musculaire liée à l’hypoxie 

d’altitude (Schena et al., 1992). Au bout de quelques jours, il a été observé une réduction significative 

à la fois de la prise alimentaire et de l’IMC pour l’ensemble des sujets du protocole. Cependant, le 

groupe ayant reçu une supplémentation quotidienne en BCAAs présentait une masse maigre plus 

importante par rapport au groupe placebo. De plus, les sections transversales des fibres musculaires 

du bras et de la cuisse avaient tendance à augmenter pour les sujets supplémentés, tandis qu’il y avait 

une réduction plus importante pour le groupe contrôle (Schena et al., 1992). Ces données montrent 

que la supplémentation en protéines ou BCAAs par voie orale en plus d’une alimentation normale peut 

prévenir la perte de masse musculaire au cours d’hypoxie chronique ou de l’exacerbation des 

symptômes liés à la BPCO (Gayan-Ramirez, 2018).  
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 Nous avons évoqué précédemment (paragraphe II.3.2.2.) que chez le sujet sain, l’ingestion 

d’acides aminés et particulièrement les BCAAs, influe à la fois sur l’anabolisme musculaire par 

stimulation de la protéosynthèse via notamment l’activation de la protéine mTOR, et sur le catabolisme 

musculaire de par un effet négatif sur la protéolyse par l’inhibition du système ubiquitine-protéasome. 

Cette double action confère aux acides aminés un rôle clé dans la régulation de l’homéostasie protéique 

au sein de la cellule musculaire. Cependant les données montrent que le stress hypoxique altère les 

réponses bénéfiques de cet apport anabolique. Cependant, la supplémentation en BCAAs ou en 

protéines reste une stratégie anti-atrophique efficace permettant de limiter la perte de masse 

musculaire en stimulant la protéosynthèse et surtout en réprimant les facteurs de la protéolyse. De ce 

fait, la supplémentation en acides aminés peut être une potentialité thérapeutique sérieuse et efficace 

au déséquilibre de l’homéostasie protéique musculaire, permettant d’agir à la fois sur la 

protéosynthèse et la protéolyse musculaires.   

 

 V.3. Hypoxie et oxygénation 

 

 V.3.1. Le traitement de l’hypoxie par oxygénothérapie 

 

 L’introduction depuis les années 1980s de la supplémentation en O2 comme agent 

thérapeutique auprès de patients souffrant de diverses pathologies pulmonaires (bronchite chronique, 

fibrose, emphysème…) a permis d’apporter une connaissance et une compréhension sur les effets 

néfastes de l’hypoxémie et de supporter l’impact bénéfique de l’oxygénothérapie auprès de ces 

patients. L’oxygénothérapie, dont le but premier serait de contrecarrer la réduction de l’apport d’O2 

au muscle lors de l’exercice chez les patients atteints de BPCO, a fait l’objet de nombreuses études 

(Emtner et al., 2003 ; Haidl et al., 2004 ; Kim et al, 2008 ; Stoller et al., 2010 ; Wadell et al., 2001).  

 

 Différents travaux ont montré que les patients hypoxémiques légers et modérés atteints de 

BPCO ayant reçu une administration aiguë d’oxygène lors d’exercices physiques présentaient une 

amélioration de leur capacité et performance musculaires. Á la suite de ce traitement ponctuel, les 

sujets BPCO sévères montrent une augmentation de leur endurance et de la charge de travail, que ce 

soit au test de 6 minutes de marche avec une progression de la distance parcourue (Jolly et al., 2001) 

ou lors d’exercice sur ergocycle avec un accroissement du temps d’effort (Dean et al., 1992 ; Stoller et 

al., 2010). Toujours lors de l’exercice, l’ensemble de ces améliorations physiques sont accompagnées 

d’effets positifs sur le métabolisme aérobie (Emtner et al., 2003 ; Wadell et al., 2001). En effet, ces 

mêmes études constatent une diminution de la pression systolique ventriculaire, une réduction de la 

fréquence respiratoire et de la dyspnée, avec une meilleure teneur (saturation en oxygène) et 

utilisation de l’oxygène lors de l’activité physique (Emtner et al., 2003 ; Kim et al., 2008b ; Wadell et 

al., 2001). Bien que la grande majorité de ces résultats ait été retrouvée chez des patients développant 

une hypoxémie légère ou modérée, les mécanismes responsables de ces améliorations restent encore 

très mal connus jusqu’à ce jour (Kim et al., 2008b). De plus, des études sur les bénéfices musculaires 

de l’oxygénothérapie sur le long terme restent mineures et très controversées, les variations 

méthodologiques et la variabilité d’inclusion des patients ne permettant pas de tirer de conclusion 

quant à ce type de traitement (Lacasse et al., 2018). 

 

 Même si plusieurs études montrent les bienfaits de l’oxygénothérapie à travers l’amélioration 

des performances de patients souffrant d’hypoxémie chronique, l’utilisation de ce type de traitement 
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n’est pas sans risque. En effet, l’administration aiguë ou chronique de doses supra-physiologiques en 

oxygène entraînerait une surproduction et une rétention du dioxyde de carbone, ce phénomène 

d’hypercapnie ayant pour conséquence la mise en place d’une hyperventilation de repos et d’effort 

(Kim et al., 2018). En plus de l’hypercapnie, l’oxygénothérapie génère également un accroissement du 

stress oxydatif par une surproduction d’espèces réactives de l’oxygène (ROS), entraînant une 

détérioration et des lésions des tissus cellulaires (Carpagnano et al., 2004 ; Kent et al., 2011 ; Phillips 

et al., 2003). Cependant, une oxygénothérapie contrôlée diminue significativement les risques de 

déséquilibre respiratoire lié à l’hypercapnie, tout en atténuant les symptômes d’hyperfatigabilité et 

d’hypoactivité induits par l’hypoxémie (Kim et al., 2018).  

 

 V.3.2. La restauration de la voie de synthèse des protéines en hypoxie 

 

Tout d’abord, il faut noter qu’il n’existe à ce jour aucune étude, ni protocole de recherche 

ayant entrepris d’étudier les possibilités de réverser l’inhibition de la protéosynthèse initiée par 

l’hypoxie par un traitement dit de réoxygénation, consistant à restaurer durant un temps donné la 

valeur basale de normoxie (21% O2). L’ensemble des résultats qui seront présentés ci-après résultent 

principalement d’études in vitro effectuées sur des lignées de cellules non musculaires. Ces données 

nous serviront de base de réflexion dans la formulation d’hypothèses essayant de répondre à notre 

problématique générale : la perturbation de l’homéostasie protéique à la suite d’un stress en hypoxie.  

 

 Afin de tester les modulations de l’activité de la protéine mTOR lors d’une période d’hypoxie 

suivie d’une période de réoxygénation, Tan et Hagen ont cultivé des cellules embryonnaires rénales 

humaines (cellule HEK293) dans une chambre à hypoxie (1%O2), ensuite replacées dans un incubateur 

conventionnel à un niveau d’oxygène de 21% O2. Les résultats indiquent une réactivation rapide de 

mTOR lors de la réoxygénation, suggérant que cette réactivation instantanée de mTOR soit 

indépendante du facteur de transcription HIF-1 ou de sa cible transcriptionnelle REDD1 ; ces données 

suggèrent, de par la rapidité de réponse, que la réactivation de mTOR soit indépendante de la 

machinerie transcriptionnelle et traductionnelle indispensables à la synthèse d’une nouvelle protéine 

(Tan & Hagen, 2013). Pour confirmer cette hypothèse, les auteurs ont administré aux cellules des 

inhibiteurs de transcription (actinomycine D) et de traduction (cycloheximide). La réactivation de 

mTOR fut semblable avec et sans inhibiteur, ce qui implique donc une régulation uniquement post-

traductionnelle de la protéine mTOR (Tan et Hagen, 2013). De plus, en aval de mTOR, l’hypoxie 

accentue l’association de 4E-BP1 avec eIF4E et supprime la phosphorylation de rpS6 (cible de P70S6K) 

inhibant ainsi les mécanismes traductionnels (Arsham et al., 2003). Cependant, l’hypo-phosphorylation 

de 4E-BP1 et P70S6K induite par une hypoxie de 1.5% O2 a été réversée après 1 heure de réoxygénation 

à 21% O2 (Arsham et al., 2003). Seule une étude de Di Carlo et ses collaborateurs sur des cellules 

musculaires C2C12 montre que le processus de myogenèse initialement inhibé en hypoxie peut être 

réactivé à la suite d’une période d’incubation en normoxie, la phase de réoxygénation ayant entraîné 

une augmentation de la formation de myotubes, témoignant donc de l’induction des processus de 

différenciation myogénique (Di Carlo et al., 2004). Nous pouvons noter toutefois qu’aucune de ces 

études n’ont entrepris de mesurer les voies de dégradation cellulaires après une période 

d’oxygénation, et les effets d’une supplémentation en oxygène sur les systèmes protéolytiques de la 

cellule musculaire restent encore à ce jour inconnu.  
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 L’ensemble de ces données indiquent que la différenciation des cellules musculaires n’est pas 

réprimée irréversiblement par l’hypoxie, mais que les cellules conservent leurs caractéristiques et 

capacités de prolifération et de différenciation dès lors que les taux normaux d’O2 sont rétablis. De plus, 

les variations des concentrations en O2 régulent de manière dynamique l'activité de mTOR, induisant 

une activation rapide de mTOR et de ses cibles en aval (4E-BP1 et P70S6K) à la suite de période de 

réoxygénation. L’oxygénothérapie auprès de personne souffrant d’hypoxémie chronique semble 

montrer de réels bénéfices en terme de tolérance à l’effort. Ainsi, l’utilisation de l’oxygénothérapie dans 

la réactivation des voies anabolisantes, telles que la voie PI3K / Akt / mTOR, en vue d’une limitation de 

l’atrophie de cellules musculaires sous hypoxie, serait une nouveauté à ce jour. 
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 L’ensemble des données bibliographiques que nous avons évoquées précédemment mettent 

en évidence que l’exposition à une diminution du taux d’oxygène cause d’importantes altérations de 

la croissance et du développement de la masse musculaire. Ces faits ont été observés aussi bien chez 

l’homme sain lors d’ascensions ou de longs séjours en altitude, mais également lors de conditions 

pathologiques, telles que les maladies respiratoires (BPCO, fibrose, apnée de sommeil) ou ischémies 

cardiaques occasionnant une diminution de l’approvisionnement en O2 de l’ensemble des tissus 

composant l’organisme. Les effets au niveau musculaire d’un tel stress hypoxique, outre la réduction 

de la masse musculaire, sont également d’ordre morphologique et métabolique, se caractérisant par 

une prédominance du phénotype musculaire rapide, conséquence d’une inversion typologique, et du 

passage d’un phénotype musculaire lent (oxydatif) à rapide (glycolytique). De plus, les capacités 

oxydatives et l’activité mitochondriale se trouvent perturbées en hypoxie, avec pour conséquence une 

diminution des performances et une intolérance à l’effort lors d’activités de longue durée. 

 

 Des études récentes, principalement menées in vitro, ont tenté de comprendre les 

mécanismes moléculaires à l’origine de l’atrophie musculaire lors d’hypoxie chronique. La 

communauté scientifique travaillant sur cette problématique met en avant l’hypothèse qu’une 

dérégulation de l’équilibre entre les processus de protéosynthèse et de protéolyse serait 

principalement mise en cause dans l’atrophie musculaire. L’hypoxie cellulaire entraînerait une 

inhibition de la voie PI3K / Akt / mTOR, l’une des voies principales de la synthèse des protéines, et dans 

le même temps, une stimulation des facteurs de transcription FoxOs régulant les systèmes de 

dégradation cellulaire (systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome). La sous-activation de la 

protéosynthèse et la suractivation de la protéolyse sont les conséquences d’un processus adaptatif de 

la cellule en hypoxie, régies par des facteurs clés tel que HIF-1, REDD1 et AMPK, ayant pour but de 

limiter l’activité anabolique de la cellule.  

 

 Sur le plan clinique, il n’existe actuellement pas ou très peu de traitements efficaces dans la 

prise en charge de l’atrophie musculaire pour les patients souffrant de pathologies respiratoires avec 

des complications musculaires sévères occasionnant une cachexie. Nous avons évoqué lors de cette 

revue de littérature des interventions ponctuelles mises en place pour tenter de freiner le phénomène 

de déconditionnement et d’atrophie de ce type de patients. L’activité physique, notamment les 

exercices dits de force ou de résistance, ont fait leurs preuves comme inducteurs d’hypertrophie 

musculaire chez les sujets sains mais également des patients souffrant de BPCO non cachectiques. De 

même, la supplémentation nutritionnelle riche en acides aminés branchés (leucine, isoleucine et 

valine) permet de réduire les systèmes régulant la protéolyse et la fonte musculaire lors d’épisodes 

d’exacerbation et d’alitement prolongé. La supplémentation en oxygène est un traitement 

couramment utilisé chez les patients atteints de pathologies respiratoires et fortement 

déconditionnés ; l’oxygénothérapie a longtemps était un moyen palliatif à la baisse de performance et 

d’intolérance à l’effort. De plus, des études in vitro ont pu observer à la suite d’une réoxygénation 

cellulaire, une réactivation des voies et systèmes anaboliques des cellules initialement cultivées dans 

un milieu appauvri en O2.  

 

 Même si nous avons à ce jour cerné de sérieuses pistes dans la compréhension des processus 

métaboliques de la cellule musculaire sous hypoxie, l’ensemble des mécanismes moléculaires restent 

encore à être identifiés. De nouvelles investigations doivent donc être menées avec pour objectif la 
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compréhension et la mise en place de nouvelles prises en charge thérapeutique afin de restaurer 

l’homéostasie protéique en condition d’hypoxie.  

 

 A la suite de l’énoncé de l’ensemble des différents points bibliographique illustrant cette 

problématique, nous émettons l’hypothèse qu’il est possible de concentrer, combiner et donc 

potentiellement additionner les propriétés et les effets anabolisants de plusieurs traitements sur des 

cellules musculaires atrophiées à la suite d’un stress hypoxique. Á l’heure actuelle, aucune étude 

scientifique n’a entrepris d’associer des contre-mesures efficaces, comme la stimulation mécanique 

(contraction musculaire), la supplémentation en acides aminés et l’oxygénation afin de contrecarrer 

les effets délétères de l’hypoxie sur les voies de régulation impliquées dans l’homéostasie des cellules 

musculaires squelettiques.  

 

 L’objectif principal de mon travail de thèse est d’analyser l’évolution moléculaire et 

morphologique de la croissance des cellules musculaires soumises à une stimulation électrique, à une 

supplémentation en acides aminés et/ou une période d’oxygénation suite à une exposition à 

l’hypoxie. Ainsi mes travaux de thèse se sont articulés autour de 3 études, à savoir : (i) comparer les 

effets de différentes méthodes d'induction de l'hypoxie cellulaire ; (ii) comparer différentes contre-

mesures à l’atrophie musculaire consécutive à l’hypoxie ; et enfin (iii) optimiser l’action 

thérapeutique par la combinaison de plusieurs contre-mesures à l’atrophie musculaire.  

 

Etude I. Impact de différentes méthodes d'induction de l'hypoxie cellulaire : place des agents 

mimétiques de l’hypoxie comme modèle d’induction de l’hypoxie cellulaire à travers l’analyse de 

l’homéostasie protéique et la morphologie des cellules musculaires squelettiques C2C12 

différenciées en myotubes. 

 

 Il existe dans la littérature une multitude de protocoles in vitro faisant appel à différents types 

et systèmes d’induction de l’hypoxie. Lors de notre revue de littérature portant sur les effets adaptatifs 

de la cellule en hypoxie, nous nous sommes aperçus qu’il existait d’importantes discordances entre la 

multitude de protocoles présents et les données moléculaires résultantes. Outre le type de cellule 

utilisée et le taux de réduction d’O2 employé, il demeure deux modes d’induction de l’hypoxie cellulaire 

couramment utilisés.  

 

 La première modalité est l’hypoxie dite « physiologique » : les cellules sont placées dans un 

environnement appauvri en O2 par l’intermédiaire d’un dispositif accolé à une chambre ou incubateur 

permettant de remplacer l’O2 présent dans l’air ambiant par un gaz de substitution (azote). La seconde 

méthode est l’hypoxie dite « chimique », faisant appel à des substances telles que le chlorure de cobalt 

(CoCl2) ou la desferrioxamine (DFO), ayant la propriété d’induire la stabilisation du facteur clé de 

l’hypoxie HIF-1 malgré le maintien des cellules dans un milieu de normoxie (21% O2).  

 

 Même si l’hypoxie physiologique semble être la méthode d’induction de l’hypoxie la plus 

proche de ce que l’on peut retrouver in vivo, l’emploi d’un agent chimique mimant les effets d’une 

hypoxie réelle pose d’importantes questions concernant l’interprétation des répercussions cellulaires 

ou tissulaires de cette induction chimique, et de plus, il peut exister de possibles interactions avec 

l’application d’autres traitements sur ces cellules.  
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Ainsi l’objectif de cette première étude était de :  

 

 Mettre en évidence les divergences et/ou les points communs entre différents modes 

d’induction de l’hypoxie (physiologique versus chimique) sur les voies de signalisation régulant 

l’homéostasie protéique et la morphologie de cellules musculaires soumises à ces deux types 

d’induction.   

 

Etude II : La stimulation mécanique, la supplémentation en acides aminés ou l’oxygénation dans la 

limitation de l’atrophie de cellules musculaires sous hypoxie.  

 

 Nous avons évoqué précédemment les nombreuses répercussions d’un stress hypoxique sur 

la croissance des cellules musculaires, causées notamment par une perturbation des voies de 

signalisation régissant l’homéostasie protéique. Plus l’exposition est prolongée et la baisse du taux 

d’O2 importante, plus les répercussions cataboliques sont considérables, entraînant in vivo une 

atrophie musculaire sévère allant jusqu’à la cachexie.   

 

 De nombreuses études in vivo et in vitro ont tenté de contrecarrer ou tout au moins limiter 

cette fonte musculaire prononcée sous hypoxie. Les exercices physiques, notamment ceux de nature 

en charge et de résistance pratiqués lors de programmes de réhabilitation de personnes souffrant 

d’hypoxie chronique, entraînent à moyen et long termes une augmentation du nombre et du volume 

des fibres musculaires, synonyme d’hypertrophie musculaire. Nombreuses personnes atteintes par 

des pathologies respiratoires, avec pour l’un des symptômes principaux un déconditionnement et une 

atrophie musculaire prononcée, se voient prescrire en plus d’une alimentation riche en glucides et 

protéines, une supplémentation en acides aminés, ayant pour effet une réduction du catabolisme 

musculaire et un maintien, voire dans certains cas une augmentation, de leur masse musculaire. Même 

si ces traitements montrent des améliorations de la masse, leurs effets restent minimes en 

comparaison aux personnes non pathologiques, et spécifiques à certains patients touchés par une 

hypoxie modérée. De plus, l’exercice physique et la supplémentation nutritionnelle ne s’attaquent pas 

au problème central de l’hypoxie, à savoir le déficit de la molécule d’oxygène au sein de la cellule 

musculaire.  

 

 Bien que l’oxygénothérapie soit un traitement thérapeutique couramment utilisé dans la prise 

en charge de l’hypoxie chronique, chez l’homme, il n’existe aucune donnée sur les effets de la 

supplémentation en oxygène sur la régulation de la masse musculaire. De plus, le nombre de 

recherches in vitro portant sur les conséquences de l’oxygénation cellulaire à travers la myogenèse et 

la croissance des cellules musculaires consécutive à une hypoxie reste très limité. 

 

 Nous émettons l’hypothèse que l’oxygénation cellulaire serait une contre-mesure efficace à 

l’atrophie musculaire, suite à un épisode hypoxique. S’attaquer à l’élément central du stress 

hypoxique, en palliant la pénurie de l’oxygène par une période d’oxygénation, pourrait donc 

permettre d’annihiler transitoirement les effets négatifs de l’hypoxie sur la cellule musculaire. Nous 

supposons que le retour épisodique à un état de normoxie engendrera de manière momentanée une 

stabilité métabolique et un rééquilibre de l’homéostasie protéique, permettant une réactivation 

bénéfique des voies de protéosynthèse et un affaiblissement des voies protéolytiques.     
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Ainsi l’objectif de cette seconde étude était de :  

 

 Analyser et comparer les effets de protocoles d’oxygénation, de stimulation électrique et de 

supplémentation en acides aminés branchés sur des myotubes C2C12 mis en culture sous hypoxie, à 

travers une analyse moléculaire des protéines régulatrices des voies de synthèse et de dégradation 

des protéines, ainsi que l’aspect morphologique des myotubes à la suite des différents traitements.  

 

Etude III : Effets additionnels de la stimulation mécanique, de la supplémentation en acides aminés 

et d’une période d’oxygénation vis-à-vis de l’atrophie des myotubes induite par l’hypoxie.  

 

 La littérature nous confirme que la grande majorité des protocoles de recherche in vivo et in 

vitro dans la lutte contre les effets délétères de l’hypoxie dans la cellule musculaire s’articule autour 

d’un unique traitement, permettant au mieux d’obtenir des effets positifs sur un nombre limité de 

paramètres perturbés en hypoxie (physiologique, métabolique, morphologique, contractile…). Bien 

que ces traitements (stimulation mécanique, supplémentation nutritionnelle et oxygénothérapie) 

soient relativement efficaces de manière isolée, leurs effets bénéfiques sont fortement dépendants du 

niveau de l’hypoxie et du stade d’atrophie du sujet. Nombreux patients souffrant d’hypoxémie 

chronique consécutive à des maladies respiratoires associées à une perte de masse musculaire très 

importante, restent insensibles face à ces traitements. 

 

 Peu de recherche ont combiné l’association de plusieurs traitements thérapeutiques pour la 

prise en charge des patients hypoxémiques présentant une atrophie musculaire sévère. Il n’existe à ce 

jour aucune donnée dans la littérature faisant état de la mise en place d’un protocole alliant 

stimulation mécanique (contraction musculaire), supplémentation nutritionnelle et période 

d’oxygénation sur des cellules musculaires atrophiées à la suite d’un stress en hypoxie.  

 

 Nous supposons que la combinaison de la stimulation mécanique et la supplémentation en 

acides aminés branchés sera à même de réduire voire de contrer l’atrophie musculaire induite par 

l’hypoxie. De plus, nous pensons qu’il est primordial d’exploiter idéalement la période post-exercice 

connue pour être un moment de suractivation des voies de synthèse protéique. La stimulation 

mécanique, associée à un apport en acides aminés et une période d’oxygénation post-exercice, 

permettrait de favoriser (potentialiser) au mieux les réponses anaboliques tout en inhibant les effets 

délétères de l’hypoxie sur les voies de synthèse et de dégradation des protéines. Il serait ainsi 

possible d’optimiser au maximum les contre-mesures dont nous disposons actuellement dans la lutte 

contre l’atrophie musculaire induite par l’hypoxie. 

 

L’objectif de cette troisième étude était de : 

 

 Tester sur des cellules musculaires C2C12 mises en culture dans un environnement hypoxique 

la combinaison de la stimulation électrique, de la supplémentation en acides aminés branchés et 

d’une période d’oxygénation post-exercice à travers les changements post-traductionnels des 

protéines clés des voies de synthèse et de dégradation protéiques. Cette étude portant sur l’atrophie 

et l’hypertrophie des cellules musculaires a été renforcée par une analyse morphologique précise des 

myotubes à la suite des différentes combinaisons de traitements. 
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I Culture cellulaire  
 

 I.1. Choix du modèle : cellules musculaires de type C2C12 différenciées en myotubes 

 Pour étudier les contre-mesures à l’atrophie du muscle squelettique liée à l’hypoxie, le choix 

d’un modèle in vitro a été privilégié plutôt qu’un modèle in vivo. A l’heure actuelle, aucune étude ne 

s’est concentrée sur la possibilité d’additionner différents traitements dans le but de réverser 

l’atrophie musculaire consécutive à une période d’hypoxie. Le modèle cellulaire choisi pour notre 

étude permettra d’obtenir des données inédites sur lesquelles d’autres protocoles pourront élaborer 

de nouvelles stratégies et investigations thérapeutiques par la suite.   

 

 Le choix du modèle cellulaire présente l’avantage de tester de manière relativement « aisée » 

une multitude de conditions expérimentales. De plus, la culture cellulaire supprime l’influence 

potentielle d’éléments systémiques pouvant perturber l’analyse de l’homéostasie protéique sur les 

myotubes C2C12, comme par exemple l’influence de facteurs de croissance ou d’hormones tels que 

l’IGF-1, les interleukines, l’hormone de croissance ou encore l’insuline présents au sein de l’organisme. 

Ainsi, la culture cellulaire permet de mettre en évidence l’interaction spécifique entre la condition 

expérimentale (variable dépendante) avec la cellule musculaire. Enfin, elle nous permet également un 

important taux de reproductibilité inter-cultures (cellules provenant toutes d’une souche unique), et 

obtenir une grande population de myotubes à disposition. 

 

 L’ensemble des travaux de cette thèse a été mené sur des myotubes différenciés de type 

C2C12, dont l’obtention par culture cellulaire a été décrite à la figure 32. Les cellules C2C12, fournies 

par ATCC (American Type Culture Collection, Manassa, VA), sont une lignée myoblastique immortalisée 

par l’équipe de Yaffe et Saxel en 1977, obtenue à partir d’un tissu musculaire squelettique extrait des 

membres postérieurs d’une souris C3H (Yaffe & Saxel 1977). Á confluence, les myoblastes 

mononucléés, correspondant aux cellules prolifératives, ont été cultivés dans un milieu de 

différenciation afin que les cellules fusionnent pour former les myotubes plurinucléés, cellules au 

phénotype contractile et présentant des caractéristiques similaires aux cellules musculaires 

squelettiques in vivo (de Theije et al., 2013). 

 

 I.2. Protocole 

 

 Après décongélation, les cellules C2C12 ont été ensemencées dans des flasques dans un milieu 

de prolifération correspondant à du DMEM (Dulbecco's Modified Eagle Medium, Gibco) supplémenté 

avec 10% de sérum de veau fœtal (Gibco) et 1% d’antibiotiques/antimycotiques (Sigma), puis 

entreposées dans un incubateur à 37°C dans une atmosphère humide contenant 5% de CO2. Lorsque 

la confluence cellulaire atteint 80 à 90%, les cellules ont été rincées avec du DMEM/Hepes, puis les 

cellules adhérentes ont été récupérées par trypsination. Brièvement, les flasques ont été incubées 

pendant une dizaine de minute en présence de trypsine et d’EDTA ; après neutralisation de la trypsine 

par ajout de milieu de prolifération, les cellules ont été centrifugées à 800 rpm pendant 10 minutes. 

Le surnageant a été éliminé puis les cellules ont été re-suspendues dans du milieu de prolifération. La 

numération cellulaire a été réalisée à l’aide d’une cellule de Mallassez et de bleu trypan, permettant 

de différencier les cellules viables (non colorées) et non viables (colorées en bleues).  
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 Le comptage sur cellule de Mallassez permet d’obtenir la concentration cellulaire (cellules/ml). 

Les cellules ont été ensemencées en boite de Pétri à raison de 200 000 cellules /ml dans du milieu de 

prolifération. Lorsque les cellules sont à 90-95% de confluence, la différenciation des myoblastes en 

myotubes a été induite par le changement de milieu de prolifération par du milieu de fusion où le 

sérum de veau fœtal a été remplacé par 2% de sérum de cheval inactivé par la chaleur (Gibco). Ce 

changement de milieu correspond au jour 0 de différenciation (Figure 32). Les milieux de culture ont 

été remplacés toutes les 48 heures, et la formation des myotubes a été évaluée chaque jour. 

 

 

Figure 32 : (A) Représentation schématique de la culture de cellules musculaires squelettiques de type C2C12. 
Noter le stade 1 correspondant à la prolifération des myoblastes, suivi du stade 2 correspondant à la 
différentiation des cellules et la maturation des myotubes. SVF : Sérum de Veau Fœtal ; SC : Sérum de cheval 
inactivé par la chaleur ; DMEM : Dulbecco’s Modified Eagle Medium. (B) Visualisation au microscope inversé 
(x20) de myoblastes et myotubes C2C12 après coloration May-Grünwald-Giemsa. Noter la morphologie 
particulière des myotubes, cellules plurinucléées et longiformes, contrairement aux myoblastes, cellules 
mononucléées et fusiformes. 

 

II Induction de l’hypoxie cellulaire  
 

Nos travaux de recherche ont porté sur deux types d’induction de l’hypoxie à savoir l’hypoxie 

physiologique et l’hypoxie chimique. Ces deux modèles sont présentés ci-dessous.  

 

 II.1. Hypoxie physiologique 

 

 Pour les expériences d'hypoxie physiologique, les cellules musculaires ont été placées dans 

une chambre hypoxique hermétique (BioSpherix, Lacona, NY)., cette chambre étant elle -même placée 

dans un incubateur classique à une température de 37°C et 5% CO2 (Figure 33). Une sonde à oxygène 

placée à l’intérieur de la chambre permet une connaissance précise du taux d’oxygène appliqué aux 

cellules, ce qui nous permet une variation précise du taux d’O2 délivré au sein de la chambre afin d’être 

au plus proche des conditions d’hypoxie au sein de la cellule musculaire d’un modèle in vivo (Theije et 

al., 2013). Afin de recréer une condition d’hypoxie normobarique, le dispositif d’injection d’azote 

ProOx P110 (BioSpherix, Lacona, NY) couplé à la sonde d’oxygène permet d’obtenir des conditions de 

culture présentant une concentration en oxygène inférieure à 21% O2 (Figure 33). Les conditions de 

normoxie ou de réoxygénation ont été effectuées dans un incubateur standard (21% O2, 5% CO2, 37°C). 
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 In vitro, les protocoles de culture cellulaire faisant appel à une diminution de la concentration 

en oxygène sont nombreux. Cependant, l’extrapolation des données recueillies en culture cellulaire à 

l’organisme fait preuve d’un certain débat au sein de la communauté scientifique, et il reste encore à 

ce jour des questions ouvertes. Les conditions standard dans lesquelles les cellules sont généralement 

cultivées (21% O2) doivent être considérées comme une condition d’hyperoxie, si nous comparons à 

ce que l’on rencontre in vivo. Richardson et ses collaborateurs ont mesuré la tension d'oxygène dans 

le muscle squelettique humain, qui avoisine 30-40mmHg en normoxie, ce qui correspond à peu près à 

5% d'O2 en culture cellulaire (Richardson et al., 2006). Ces données suggèrent ainsi que la 

concentration d’oxygène devrait être réduite à 5% O2 afin d’obtenir une condition de normoxie 

physiologique. Par conséquent, toutes concentrations d’oxygène inférieures à 5% O2 représentent des 

conditions hypoxiques (Deldicque & Francaux, 2013). Pour notre protocole, nous avons sélectionné 

une hypoxie de 4% O2, juste en deçà des conditions de normoxie physiologique (5% O2).  

 
Figure 33 : Dispositif de l’induction de l’hypoxie physiologique. A : chambre hypoxique hermétique (BioSpherix, 
Lacona, NY). B : dispositif d’injection d’azote par l’intermédiaire du mixeur de gax (ProOx P110), couplé à la sonde 
d’oxygène disposé à l’intérieur de la chambre. 

 

 II.2. Hypoxie chimique  

 

 La seconde approche d’hypoxie cellulaire a été induite chimiquement par l’utilisation d’agents 

mimétiques de l’hypoxie. D’après des données bibliographique, les inducteurs les plus utilisés sont le 

chlorure de cobalt (CoCl2) et la desferrioxamine (DFO) (Karovic et al., 2007). Leur utilisation comme 

traitement pharmacologique par incorporation au milieu de culture provoque une stabilisation de HIF-

1α, qui ne sera donc pas dégradé par le protéasome, permettant ainsi d’induire les effets cellulaires 

de l’hypoxie lors que celles-ci sont constamment maintenues dans une condition de normoxie (21% 

O2). Le CoCl2 et la DFO miment donc l’hypoxie par la stabilisation de HIF-1α en remplaçant le fer 

indispensable à l’hydroxylation de celui-ci en condition de normoxie. L’ion cobalt (Co2+) et le fort 

pouvoir chélateur de la DFO entrent en compétition avec le Fe2+, cofacteur indispensable au 

fonctionnement des prolyl hydroxylases (PHDs). Comparativement à l’hypoxie physiologique, le CoCl2 

induit une défaillance dans le mécanisme de la chaîne respiratoire de la mitochondrie entraînant une 

réduction de la synthèse d’ATP (Karovic et al., 2007) et une production de ROS mitochondriale 

comparable à l’hypoxie physiologique (Chandel et al., 1998). Outre la stabilisation de HIF-1α, la DFO 

inhibe la croissance cellulaire comme l’hypoxie physiologique (Yoon et al., 2002). Les agents chimiques 

ont été dissous dans de l’eau ultrapure à une concentration de 50mM, puis dilués dans du milieu de 
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fusion pour atteindre une concentration finale de 200µM. Cette concentration de 200µM est la plus 

couramment utilisée dans les traitements des cellules musculaires à long terme, c’est-à-dire au moins 

24h (Bedessem et al., 2015 ; Drager et al., 2015 ; Guo et al., 2006 ; Lei et al., 2011).  

 

III Stress mécanique  
 

 De précédents travaux au sein du laboratoire ont montré qu’au 5ème jour de différenciation, 

les myotubes présentent une structure mature des sarcomères, élément indispensable au bon 

fonctionnement de l’appareil contractile. Ce stade de différenciation est par conséquent approprié à 

l’étude des effets du stress mécanique sur les myotubes C2C12.  

 

 La stimulation électrique des myotubes, permettant l’induction d’un stress mécanique, a été 

appliquée par le biais d’un électro-stimulateur (C-Dish, IonOptix, Dublin, Irlande), permettant 

d’émettre des impulsions bipolaires à travers les électrodes en carbone du dispositif, les électrodes 

étant suspendues dans les milieux de culture cellulaire (Figure 34). Le générateur central permet de 

faire varier l’intensité (+/- 40 V), la durée (0,4 à 24 msec) et la fréquence (0,1 à 99 Hz) de contraction. 

Les contractions des myotubes ont été constatées par observation sous microscopie optique. Les 

impulsions électriques administrées aux cellules musculaires in vitro sont comparables aux effets 

observés lors d’une contraction musculaire à l’exercice chez l’animal ou l’homme (Manabe et al., 

2012). Après 1h de stimulation, nous avons observé un changement de phosphorylation de protéines 

connues pour être activées lors d’une contraction du muscle squelettique, telles que AMPK et Akt 

(Myatake et al., 2016). Après chaque utilisation, les électrodes ont été trempées dans un bécher d'eau 

distillée entre 1-2h, puis l’eau a été changée. Cette procédure de trempage a été répétée 3-4 fois ; 

enfin, les électrodes ont été soigneusement désinfectées à l’éthanol 70% et rincées à l’eau distillée 

avant utilisation.  

 
Figure 34 : Dispositif d’électrostimulation cellulaire (Dish, IonOptix, Dublin, Irlande). Montage expérimental du 
système de contraction des myotubes C2C12. Une (A) plaque à 6 puits contenant une paire d'électrodes de 
carbone pour chaque puits a été connectée à un (B) générateur d’impulsion éléctrique. 
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IV Supplémentation en acide aminé 
  

 Les cellules C2C12 ont été traitées avec différentes combinaisons d’acides aminés essentiels 

branchés : leucine seule, ou un mélange des trois acides aminés branchés (BCAAs : leucine, isoleucine 

et valine) à une concentration finale de 5mM (Atherton et al., 2010 ; Haegens et al., 2012 ; Yu et al., 

2015). Les BCAAs ont été incorporés au milieu de culture de myotubes matures après 5 jours de 

différenciation. 

 

V Extraction et dosage protéique 
 

 V.1. Extraction protéique  

 

 Les myotubes ont été rincés trois fois avec 2ml de PBS (Phosphate Buffered Saline) à 4°C. Puis, 

les cellules ont été décollées à l’aide de grattoir en plastique stérile (Cell scraper, VWR) dans 150µL de 

tampon de lyse RipA (10 mM Tris/HCl, pH 7,4 ; 150 mM NaCl ; 1 mM EDTA ; 1 % Triton X-100 ; 0,5% 

sodium deoxycholate ; 0,1 % SDS) auquel on ajoute des anti-protéases (Complete EDTA-free, Roche) 

et des anti-phosphatases (Phospho-Stop, Roche). Par la suite, les extraits protéiques ont été 

rapidement soumis à une étape de sonication (Ultra-sonic Cell Disruptor) et enfin une 

homogénéisation sous agitation lente pendant 1h à 4°C. Les extraits protéiques sont conservés à -20°C.  

 

 V.2. Dosage de protéines  

 

 L’estimation de la quantité de protéines des extraits cellulaires a été effectuée selon la 

méthode de Bradford (Bio-Rad Protein Assay). Une quantité de 2µl de chaque échantillon à doser a été 

prélevée et complétée à 800µL avec de l’eau ultrapure, auxquels on ajoute 200µL de réactif de 

Bradford (BioRad). On mesure la densité optique à une longueur d’onde de 595 nm à l’aide d’un 

spectrophotomètre (SpectraMax M2) adapté aux plaques 96 puits. La concentration de protéines a été 

obtenue par l’intermédiaire d’une gamme étalon d’albumine sérique bovine (0 à 20μg) effectuée dans 

les mêmes conditions que les échantillons à doser. 

 

VI Quantification des signaux protéiques par Western blot 
 

 VI.1. Préparation des échantillons 

 

 Le volume d’échantillon protéique à déposer en vue d’une séparation électrophorétique par 

SDS-PAGE (Sodium Dodecyl Sulfate – PolyAcrylamide Gel Electrophoresis) a été déterminé à partir de 

la concentration protéique mesurée précédemment. La quantité de protéines pour chaque échantillon 

a été de 20µg par puits, que l’on dilue dans un tampon dénaturant, à savoir le tampon Laemmli (62,5 

mM Tris Base ; 2% glycérol ; 0,02 % bleu de bromophénol ; 5 % β-mercaptoéthanol ; 10 % SDS ; pH 6,8). 

Les protéines ont été dénaturées à 95°C pendant 7min, puis déposées sur le gel.   
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 VI.2. Electrophorèse SDS-PAGE  

 

 Les protéines dénaturées ont été séparées par SDS-PAGE ; les dépôts ont été réalisés sur 

minigels Stain-free (TGX Stain-Free™ FastCast™ Acrylamide Kit, Biorad) dont la concentration de 

polyacrylamide a été choisie en fonction de la masse moléculaire de la protéine ciblée (Tableau II). La 

migration des protéines s’effectue à un voltage constant de 100V sur une durée de 90min dans un 

tampon de migration (25mM Tris base ; 0,2M glycine, 1% SDS). Tout le long de la migration, le front de 

bleu de bromophénol et un témoin de masse moléculaire, ajouté dans un puits de référence, 

permettent de contrôler la séparation des protéines. La technologie Stain-free (SF) utilise un composé 

trihalo dans le gel permettant de détecter par fluorescence les acides aminés tryptophanes de 

l’ensemble des protéines contenues dans l’échantillon. Après une exposition de 5 minutes aux UV via 

l’imageur ChemiDoc (Biorad), une image SF a permis de visualiser le protéome total de l’échantillon. 

Le système SF n’interfère aucunement avec les étapes en aval ou le transfert des protéines du gel à la 

membrane.    

 

 VI.3. Transfert des protéines sur membrane  

 

 A la suite de la séparation des protéines par électrophorèse, l’étape de transfert des protéines 

a été réalisée avec le système Trans Blot Turbo sur des membranes de nitrocellulose (Trans-Blot® 

Turbo™, Biorad). Le transfert a été réalisé grâce à un montage type sandwich constitué de papier 

Whatman trempé dans le tampon de transfert (Tampon de transfert Biorad, éthanol et eau ultra pure), 

du gel contenant les protéines séparées lors de la migration, d’une membrane en nitrocellulose et le 

tout a été maintenu à l’intérieur d’une cassette. Le transfert semi-sec a été effectué pendant 7, 10 ou 

12 minutes à 25V en fonction du poids moléculaire de la protéine cible (Tableau II). A noter que lors 

de chaque étape du montage, il a été important d’éliminer toute bulle pouvant se former entre le gel 

et la membrane. La technologie Stain-free nous permet de vérifier la qualité de transfert des protéines 

du gel sur la membrane. La visualisation du protéome sur la membrane et l’absence de bandes 

protéiques sur le gel, nous assurent d’un transfert de qualité.  

 

Protéine 
d'intérêt  

Masse  
moléculaire 

(kDa) 

 
% gels 

(acrylamide)  

Quantité 
protéine 

(µg) 

Transfert 
temps/voltage 

Durée (min) Voltage (V) 

AMPK (Thr172) 62  7,5 20 10 25 

Akt (ser473) 60  7,5 20 10 25 

GSK-3β (Ser9) 46  7,5 20 7 25 

HIF-1α 120  7,5 20 12 25 

FoxO1 (Ser 256) 82  7,5 20 10 25 

FoxO3a (Ser 253) 97  7,5 20 10 25 

LC3 14-16  12 20 7 25 

mTOR (Ser2448) 289  7,5 20 12 25 

Myostatine 50  10 20 7 25 

p70S6K1 (Thr389) 70  10 20 10 25 

REDD1 28  12 20 7 25 

Ubiquitine (P4D1) Profile total 10 20 10 25 

Tableau II : Conditions d’électrophorèse et de transfert sur membranes utilisées, optimisées pour 

chaque anticorps utilisé dans cette étude.  
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 VI.4.2. Etape d’incubation des anticorps primaires et secondaires 

 

 Les membranes ont été incubées sur un agitateur à rouleaux à vitesse lente à 4°C pendant la 

nuit ou 2 heures à température ambiante avec un anticorps primaire spécifique à la protéine étudiée, 

dilué dans la solution de blocage à la concentration adéquate (Tableau III). Trois lavages de 10-15 

minutes ont été effectués avec une solution de TBS-T à température ambiante, puis les membranes 

ont été incubées en présence d’un anticorps secondaire spécifique à l’anticorps primaire dilué dans la 

solution de saturation pendant 2 heures à température ambiante (Tableau III). Par la suite, les 

membranes ont été rincées dans une solution de TBS-T à cinq reprises pendant 10 minutes.  

 

 L’anticorps secondaire utilisé est couplé à une enzyme, la peroxydase, permettant de détecter 

les protéines ciblées par chemiluminescence. Les membranes ont été incubées avec une solution de 

détection ECL Clarity (Biorad), initiant la réaction catalytique de la peroxydase en présence de son 

substrat, le luminol, et d’eau oxygénée, produisant ainsi un signal lumineux. Les membranes ont été 

enveloppées d’un film transparent et déposées dans un imageur ChemiDoc MP pour l’acquisition des 

images. L’ensemble des protocoles expérimentaux par Western blot ont été optimisés pour la totalité 

des anticorps utilisés.  

 

 VI.4.3. Quantification du signal 

  

 L’ensemble des images obtenues ont été analysées et quantifiées par l’intermédiaire du 

logiciel Image Lab (Biorad). Les signaux protéiques ont été normalisés à la fois sur la quantification du 

protéome total acquis par SF et sur le signal d’un témoin interne permettant de supprimer de possibles 

variations inter-expérimentations. De plus, l’intensité moyenne du bruit de fond a été soustraite de la 

valeur mesurée pour chaque échantillon (Gürtler et al., 2013).  

 

 VI.4.4. Décrochage de l’anticorps primaire 

 

 Les membranes dont les protéines nécessitent une analyse de leurs formes phosphorylées et 

totales ont été déshybridées avec une solution de Western Reprobe (G-Biosciences) pendant 25 

minutes à température ambiante. Les membranes ont été lavées trois fois 10 minutes au TBS-T, puis 

saturées avec une solution de blocage avant incubation de l’anticorps primaire spécifique à la forme 

totale de la protéine d’intérêt.   
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Protéine 
d'intérêt  

Anticorps primaires  Anticorps secondaires 

Référence Source Type Dilution 
Saturation 

Tampon/Temps  
Incubation Référence Source Dilution 

Saturation 
Tampon/Temps  

Incubation 

Phospho-AMPKα 
(Thr172) 

Cell Sig 2531 Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

AMPKα Cell Sig 2532 Rabbit Polyclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Phospho-Akt (ser473) Cell Sig 9271 Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Akt (pan) (11E7) Cell Sig 4685 Rabbit Polyclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Phospho-GSK-3β (Ser9) Cell Sig 9336 Rabbit Polyclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

GSK-3β (27C10) Cell Sig 9315 Rabbit Polyclonal 1/5000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/10 000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

HIF-1α 
Bethyl A300-

286A 
Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 

Phospho-FoxO1 (Ser 
256) 

Cell Sig 9461 Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

FoxO1 (C29H4) Cell Sig 2880 Rabbit Monoclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Phospho-FoxO3a (Ser 
253) 

Cell Sig 9466 Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

FoxO3a (75D8) Cell Sig 2497 Rabbit Monoclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

LC3 A/B Cell Sig 4108 Rabbit Polyclonal 1/5000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/10 000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Phospho-mTOR 
(Ser2448) 

Cell Sig 2971 Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

mTOR Cell Sig 2972 Rabbit Polyclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Myostatine (GDF8) 
Prot Tec 

19142-1-AP 
Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 

Phospho-P70S6K1 
(Thr389) 

Cell Sig 9205 Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 
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Tableau III : Conditions d’incubation des anticorps primaires et secondaires. R.T (rouleau tournant) ; T.A (température embyante) 

            

Protéine 
d'intérêt 

Anticorps primaires Anticorps secondaires 

Référence Source Type Dilution 
Saturation 

Tampon/Temps  
Incubation Référence Source Dilution 

Saturation 
Tampon/Temps  

Incubation 

P70S6K1 Cell Sig 9202 Rabbit Polyclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7074 Rabbit 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

REDD1 
Prot Tec 

10638-1-AP 
Rabbit Polyclonal 1/1000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 

Cell Sig 7074 Rabbit 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 

Ubiquitine (P4D1) Cell Sig 3936 Mouse Monoclonal 1/2000 TBST + 5% lait 
2h sur R.T 

à T.A 
Cell Sig 7076 Mouse 1/5000 TBST + 5% lait 

2h sur R.T 
à T.A 
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VII. Morphologie cellulaire 
 

 VII.1. Principe 

  

 Afin d’évaluer l’action des différents traitements sur la morphologie des myotubes, un 

marquage au May-Grünwald (éosine – bleu de méthylène) (Sigma-Aldrich) et la Giemsa (éosine – azur 

de méthylène) (Sigma-Aldrich) a été réalisé. Cette technique de coloration a la propriété de se fixer sur 

les différents constituants cellulaires (noyau, cytoplasme, membrane) permettant aisément de 

différencier les myoblastes (cellules mononucléées) des myotubes (cellules plurinucléées).  

 

 VII.2. Protocole de marquage May Grünwald / Giemsa 

 

 Les cellules ont été lavées 3 fois par 5ml de PBS en vue d’éliminer la totalité du milieu de 

culture, puis les cellules ont été fixées au méthanol pendant 7 minutes. Après un nouveau cycle de 

lavages au PBS, les cellules ont été mises en présence consécutivement de la solution May-Grünwald 

et de Giemsa pendant 5 et 1 minutes respectivement. Enfin, les cellules ont été lavées à l’eau 

désionisée ; le nombre de lavages a été effectué en fonction de la coloration finale des cellules, la 

coloration étant régulièrement vérifiée sous microscope optique. 

 

 VII.3. Acquisition des images 

 

 Après avoir réalisé la coloration au May-Grünwald et Giemsa, les myotubes ont été visualisés 

en utilisant un microscope Leica DMLS équipé d'un logiciel vidéo (Ulead Video Studio). Les images ont 

été acquises au grossissement x10 à raison de 15 images choisies au hasard pour chaque condition 

expérimentale étudiée (chacune des conditions expérimentales sera développée dans les différentes 

études de la partie « Résultats ») ; la totalité des myotubes de chaque image a été analysée. Le 

diamètre moyen des myotubes, premier indicateur de l’homéostasie protéique, a été calculé à partir 

de 5 mesures prises sur la longueur du myotube. L’index de fusion permet d’évaluer la maturation des 

myotubes ; il correspond au nombre de noyaux inclus dans les myotubes, c’est-à-dire des myotubes 

avec au moins trois noyaux, sur le nombre total de noyaux dans le champ de vision. L’ensemble des 

analyses morphologiques a été réalisée en utilisant le logiciel ImageJ. 

 

VIII Quantité de protéine totale 
 

 La quantité totale de protéines de chaque échantillon a été dosée en utilisant la méthode de 

Bradford (vu précédemment). La concentration protéique de l’échantillon (exprimée en µg/µl) a été 

rapportée au volume total de l’échantillon (µl). Les résultats ont été exprimés en milligrammes de 

protéines par échantillon. Mise en relation avec les données morphologiques, la quantité en protéines 

a été un bon révélateur de l’état de la balance de l’homéostasie protéique (Caron et al., 2009). 
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IX Viabilité cellulaire - test au MTT : Méthylthiazoletétrazolium 
 

 Ce test de viabilité a permis de mesurer l’activité métabolique des cellules viables dans des 

conditions susceptibles d’engendrer un risque de cytotoxicité des cellules traitées. Lors de ce test, les 

cellules à l’état de myoblastes ont été ensemencées sur microplaques 96 puits à une densité de 

100 000 cellules par ml, dans 200µl de milieu de culture par puits. Á la suite des traitements opérés 

sur les myotubes, les plaques ont été rincées avec une solution de PBS afin d’éliminer le milieu de 

culture ; les cellules ont été incubées pendant 4h à 37°C en présence de 50 µg/puits de MTT (Sigma 

Aldrich). Le MTT traverse les membranes des cellules, permettant la transformation des sels de 

tetrazolium jaunâtres en formazan violet par le biais de la succinate déshydrogénase mitochondriale. 

Les cristaux de formazan nouvellement formés pour chaque puits dépendent de la quantité de cellules 

vivantes. Après solubilisation avec 200µl/puits de DMSO, la quantité de sels de formazan formés par 

les cellules viables a été quantifiée par spectrophotométrie à une densité optique de 570nm. La 

viabilité cellulaire résultant de chaque traitement a été comparée à celle des cellules non-traitées. 

 

X Analyse statistique 
 

 L’ensemble des traitements ont été effectués au moins en triplicatas biologiques ou en 

quadruplicatas provenant de 2 ou 3 cultures indépendantes. Toutes les données ont été présentées 

en moyenne ± SEM. Un test de normalité (Shapiro-Wilk test) a été réalisé sur l’ensemble des données. 

Les effets des conditions ont été testés par ANOVA à deux voies (conditions et temps). Si des effets 

principaux et/ou des interactions significatifs étaient observés avec l’ANOVA, des tests post-hoc multi 

rangs de Fisher ont été appliqués pour examiner des différences pour chaque paire spécifique. Les 

différences ont été considérées comme statistiquement significatives lorsque P ˂ 0,05. Les statistiques 

ont été calculées à l'aide du logiciel Statistica 8.0. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Résultats – Etude 1 

92 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Résultats 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Résultats – Etude 1 

93 
 

Etude I : Impact de différentes méthodes d'induction de l'hypoxie cellulaire : 

place des agents mimétiques de l’hypoxie comme modèle d’induction de 

l’hypoxie cellulaire à travers l’analyse de l’homéostasie protéique et la 

morphologie des cellules musculaires squelettiques C2C12 différenciées en 

myotubes. 
 

I. Contexte et objectif 

 

 Á ce jour, l’impact de l’hypoxie sur les voies de signalisation intracellulaires régulant 

l’homéostasie protéique, c'est-à-dire l’équilibre entre la synthèse et de la dégradation des protéines 

dans le muscle squelettique, reste encore à être élucidé. La compréhension mécanistique et 

moléculaire des liens existant entre la pénurie d’oxygène au niveau des tissus musculaires et le 

déséquilibre de la balance anabolisme/catabolisme protéiques est un enjeu majeur dans le 

développement de futurs traitements palliatifs visant à limiter ou réverser l'atrophie musculaire 

consécutive à une hypoxie chronique. De nombreuses équipes ont mené des investigations sur les 

répercussions néfastes de l’hypoxie sur les voies de signalisation régulant la synthèse et la dégradation 

des protéines à travers des modèles in vitro (c’est-à-dire des cellules musculaires mises en culture) tels 

que les myoblastes primaires humains ou des lignées cellulaires murines (cellules L6 ou cellules C2C12) 

(Caron et al., 2009 ; Koning et al., 2011 ; Launay et al., 2010 ; Martin et al., 2017a ; Pomiès et al 2015). 

En effet, l’homogénéité du matériel biologique issu de la culture cellulaire apporte de nombreux 

avantages dans l’étude des voies de signalisation intracellulaires. Les protocoles de recherche menés 

sur l’hypoxie musculaire reposant sur l’utilisation d’un modèle in vitro ont ainsi la possibilité de 

contrôler de manière précise de nombreuses conditions expérimentales, permettant ainsi de limiter 

au maximum les perturbations environnementales sur l’interprétation des résultats telles que le pH, 

la température, le taux d’humidité, et en particulier les concentrations des différents gaz (azote, 

oxygène et dioxyde de carbone), composant l’environnement cellulaire.  

 

 Afin de reproduire artificiellement un environnement appauvri en oxygène (˂21% O2), il existe 

plusieurs modalités. L’approche dite « physiologique » réside en deux concepts. Le premier consiste à 

réduire la disponibilité en O2 par une diminution de la pression barométrique ; cette méthode, appelée 

aussi « hypoxie hypobare », peut être reproduite en laboratoire par l’intermédiaire d’une chambre ou 

d’un caisson hypobare. La seconde alternative, appelée « hypoxie normobarique », consiste à 

diminuer la quantité d’O2 disponible dans l’air ambiant sans modifier la pression barométrique (Martin 

et al., 2017a ; de Theije et al., 2013). C’est cette méthode d’induction de l’hypoxie qui a été 

sélectionnée afin d’être comparée avec une autre approche expérimentale dite « hypoxie chimique ». 

Cette dernière méthode est basée sur l'administration de substances pharmacologiques telles que le 

chlorure de cobalt (CoCl2) ou la desferrioxamine (DFO). Tout comme l’hypoxie in vivo, la privation 

physique en oxygène (hypoxie physiologique) ou l’emploi d’agents mimétiques de l’hypoxie (CoCl2 et 

DFO) entraînent tous deux une hydroxylation de HIF-1α, bloquant son ubiquitination et sa dégradation 

protéasomale, favorisant ainsi la stabilisation et l’activation de HIF-1α (Dziegala et al., 2016 ; Karovic 

et al., 2007). 

 

 Bien que la méthode d’induction par hypoxie physiologique soit celle se rapprochant le plus 

d’une hypoxie observée in vivo, l’emploi de substances chimiques (CoCl2 ou DFO) permettant de mimer 
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les effets d’une hypoxie physiologique (stabilisation de HIF-1) est fréquemment utilisé in vitro, donnant 

lieu à une pléthore de protocoles d’induction d’hypoxie tissulaire et cellulaire. Cette multiplicité du 

type d’induction de l’hypoxie a pour conséquence un nombre important de résultats et interprétations 

différents, avec pour effet une compréhension limitée et incomplète des répercussions de l’hypoxie 

sur les voies de signalisation intracellulaires. Même si les différentes méthodes d’induction de 

l’hypoxie engendrent une stabilisation de HIF-1α, il demeure que ces procédés d’induction sont 

radicalement différents dans leurs approches et conceptions. De plus, il faut noter qu’à notre 

connaissance, aucune étude ne s’est consacrée à la comparaison des deux modes d’induction de 

l’hypoxie, tout particulièrement sur leurs éventuelles similitudes ou différences en terme d’impact sur 

l’activité des protéines modulant l’homéostasie protéique (synthèse et dégradation des protéines) et 

des facteurs de la myogenèse, et de leurs effets sur la morphologie des cellules musculaires 

squelettiques.  

 

 Le but de cette première étude est de déterminer les biens fondés de l’emploi de l’hypoxie 

chimique dans l’investigation des effets de l’hypoxie sur la cellule musculaire squelettique, et de 

mettre en évidence les points communs et/ou de divergences du CoCl2 et de la DFO avec la méthode 

d’hypoxie de référence in vitro, à savoir l’hypoxie physiologique normobarique.  

 

 Afin de répondre à nos interrogations, nous avons, sur un modèle in vitro de myotubes C2C12, 

déterminé les effets du CoCl2, de la DFO ou de la privation en O2 sur l’homéostasie protéique, et leurs 

conséquences sur la morphologie des myotubes. Nous avons examiné les mécanismes moléculaires 

impliqués dans (i) la myogenèse par l’analyse des facteurs de différenciation comme la MHCII et la 

myogénine, (ii) la synthèse protéique par la mesure de l’activation de protéines clé de la voie PI3K / 

Akt / mTOR, telles que Akt, P70S6K et GSK3-β, mais également (iii) les différentes voies et systèmes de 

dégradation des protéines, avec le facteur de transcription FoxO1 et de ses deux systèmes effecteurs : 

l’autophagie lysosomale par la mesure du rapport LC3 II/I, et la dégradation protéasomale avec la 

quantification des protéines ubiquitinées. Enfin, les données obtenues à partir de l’analyse de l’état 

d’activation ou d’expression des protéines précédemment citées ont été corroborées avec les 

caractéristiques morphologiques des cellules musculaires en mesurant notamment le diamètre des 

myotubes, l’index de fusion, mais aussi en mesurant leur teneur en protéines. 

 

II. Protocole de l’étude 

  

 Induction de l’hypoxie physiologique normobarique 

  

 Le taux d’oxygène sélectionné dans notre étude est de 4% O2 ; ce niveau d’O2 se situe sous la 

limite des 5% O2 (30-40mmHg) considéré comme étant la valeur de normoxie tissulaire physiologique 

chez l’homme (Deldicque et al., 2013 ; Richardson et al., 2006). Bien que la majorité des études in vitro 

sur le muscle squelettique sous hypoxie se concentre entre des valeurs de 0,5 à 3% O2, nous avons fait 

le choix délibéré d’un niveau d’oxygène de 4%, et ce en raison de la longue période d’exposition à 

l’hypoxie lors de notre protocole. L’analyse morphologique destinée à déterminer l’impact de l’hypoxie 

sur la maturation structurale des myotubes nous impose de maintenir les cellules C2C12 en culture sur 

des temps relativement importants, entre 48 et 72h après induction. Caron et ses collaborateurs ont 

mis en évidence qu’une exposition de 48h à 1% O2 de myotubes (L6) semble être la limite de ce modèle 

dans l’étude de l’homéostasie protéique et morphologique en condition d’hypoxie (Caron et al., 2009). 
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Dès la phase d’ensemencement cellulaire et jusqu’au 4ème jour de différenciation, les cellules 

musculaires sont cultivées dans un incubateur conventionnel contenant 21% O2, 5% CO2 et 74% N2 à 

une température de 37°C. Par la suite, les cellules C2C12 sont placées en chambre hypoxique 

(BioSpherix, Lacona, NY), elle-même disposée à l’intérieur de l’incubateur. Le taux d’O2 au sein de la 

chambre sera abaissé jusqu'à atteindre avec précision une hypoxie de 4% O2, qui sera maintenue 

jusqu’au 7ème jour de maturation, soit une durée d’exposition de 72h (Figure 35) (voir Matériels et 

méthodes, partie II).  

 

Figure 35 : Représentation schématique du protocole d’application des différents modes d’induction de 
l’hypoxie de cellules musculaires C2C12 différenciées en myotubes.  

 

 Induction de l’hypoxie chimique 

 

 Pareillement au protocole d’incubation de l’hypoxie physiologique, nous avons administré le 

CoCl2 ou la DFO dilués dans le milieu de différenciation à une concentration finale de 200µM à partir 

du 4ème jour de différenciation sur une durée de traitement de 72h (Figure 35). La concentration de 

200µM a été déterminée d’après des recherches bibliographiques et ainsi que les travaux réalisés lors 

de mon Master 2 recherche. Nous avons déterminé qu’il existait un effet dose-réponse entre 

différentes concentrations des agents chimiques utilisés avec des effets cytotoxiques mesurés par 

l’intermédiaire d’un test de viabilité cellulaire au MTT. Les cellules musculaires C2C12 ont été exposées 

à plusieurs concentrations de CoCl2 et de DFO (0, 50, 100, 200, 400 µM) et ce à des temps d’exposition 

différents (24h, 48h et 72h). De plus, le taux de viabilité de chaque concentration testée a été comparé 

à celui de l’hypoxie physiologique normobarique à 4% O2.  
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 Mesures effectuées 

 

 L’analyse moléculaire a été réalisée à la suite d’extractions cellulaires après 6h et 24h 

d’induction de l’hypoxie ; la technique de western blot a été utilisée afin de quantifier l’état 

d’activation et/ou l’expression des protéines de la voie de synthèse protéique, de la voie de 

dégradation des protéines et de facteurs de la myogenèse des cellules musculaires squelettiques. La 

mesure de la teneur en protéines de chaque échantillon a également été réalisée pour chacune des 

conditions, à 24h, 48h et 72h après induction de l’hypoxie. Enfin, par le biais d’un marquage des 

myotubes au May-Grünwald-Giemsa, nous avons analysé l’état de maturation et de différenciation des 

myotubes après 48h et 72h de traitement (Figure 35). 

 

 Analyses statistiques 

 

 L’ensemble des traitements ont été effectués au moins en quadruplicata biologique à partir de 

2 ou 3 cultures indépendantes. Toutes les données sont présentées en moyenne ± SEM. Un test de 

normalité (Shapiro-Wilk test) a été réalisée sur l’ensemble des données. Les effets des conditions (à 

savoir normoxie vs hypoxie physiologique vs CoCl2 vs DFO) et des différents temps de mesures (24h vs 

6h et 72h vs 48h) ont été testés par ANOVA à deux facteurs (conditions et temps). Si des effets 

principaux et/ou des interactions significatifs étaient observés avec l’ANOVA, des tests post-hoc multi 

ranges de Fisher ont été appliqués pour examiner des différences pour chaque paire spécifique. Les 

différences ont été considérées comme statistiquement significatives lorsque P ˂ 0,05. Les statistiques 

ont été calculées à l'aide du logiciel Statistica 8.0. 

 

III. Résultats  

 

 III.1. Mise au point de l’induction de l’hypoxie cellulaire par traitement chimique 

 

 III.1.1. Effet des inducteurs de l’hypoxie chimique sur la viabilité cellulaire des 

 myotubes C2C12 

 

 Afin de sélectionner une concentration adéquate des agents chimiques mimétiques de 

l’hypoxie, nous avons mesuré le taux de viabilité cellulaire par l’intermédiaire d’un test de cytotoxicité 

au MTT pour chacune des concentrations testées (0, 50, 100, 200, 400 µM), et ce sur des périodes de 

traitement de 24h, 48h et 72h. Si nous nous référons à la standardisation internationale, un traitement 

pharmacologique in vitro est considéré comme cytotoxique dès lors que la quantité de cellules viables 

est en deçà du seuil de 80% (López-Garcia et al., 2014). 

 

 Le CoCl2 et la DFO ont affecté le taux de viabilité des cellules de manière dose- et temps- 

dépendants. En particulier, les cellules musculaires traitées à une concentration de 400µM de CoCl2 

(67,1 ± 4,1%, 63,6 ± 1,6% et 53,7 ± 2.2% après 24h, 48h et 72h, respectivement) et DFO (83,1 ± 1.9%, 

80 ± 1,8% et 70,4 ± 3,1% après 24h, 48h et 72h, respectivement) ont diminué de manière significative 

la viabilité cellulaire par rapport aux cellules non traitées (P ˂  0.01), et ce jusqu’à des valeurs inférieures 

au seuil de cytotoxicité (Figure 36). Comparativement, aux concentrations de 50µM et 100µM, quel 

que soit l’agent chimique utilisé, la viabilité reste toujours supérieure au seuil de cytotoxicité, même 
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au temps d’exposition le plus long (72h) (Figure 36C). On remarque que la concentration intermédiaire 

de 200µM de CoCl2 et DFO a eu des effets sur les myotubes comparables à ceux exposées à une 4% O2, 

avec un taux de viabilité cellulaire comprise entre 70 et 80% sur les trois temps d’exposition (Figure 

36).  

 

Aux vues de ces résultats et de la normalisation internationale concernant l’utilisation de substances 

chimiques, nous avons sélectionné la concentration de 200µM pour chacun des agents chimiques 

mimétiques de l’hypoxie utilisé dans notre protocole. Pour compléter et approuver notre choix de 

concentration, nous avons comparé les effets du CoCl2 et DFO à une hypoxie de 4% O2, par l’analyse 

du facteur de transcription HIF-1α, régulateur principal des adaptations cellulaires sous hypoxie.  

 
Figure 36 : Mesure de la viabilité cellulaire via le test MTT après traitement au CoCl2 et DFO à différents 
concentrations (50, 100, 200, 400µM), à 24h (A), 48h (B) et 72h (C) après traitement de cellules musculaires 
C2C12. Les myotubes C2C12 ont été traités avec différentes concentrations de CoCl2 et de DFO ; la viabilité des 
cellules a ensuite été évaluée par dosage au MTT 24h, 48h et 72h après l'induction. Les données sont exprimées 
en moyenne ± SEM, dérivées d’au moins 3 expériences indépendantes. Les valeurs significativement différentes 
de la condition contrôle (21% O2) sont présentées par : * P < 0,05, ** P < 0,01, *** P < 0,001 ; les tendances sont 
indiquées par la valeur P spécifique. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2) 
sont présentées par : †† P < 0,01 ; ††† P < 0,001. La ligne continue indique le seuil de cytotoxicité (80%) (López-
García et al., 2014). 

 

 III.1.2. HIF-1α, marqueur de l'adaptation intracellulaire sous hypoxie 

 

 L’analyse par western blot a révélé que les cellules musculaires exposées à un taux de 4% O2 

présentent après 24h d’induction une augmentation significative de l’expression de HIF-1α (2,69 ± 0,31 

u.a., P ˂ 0,001) par rapport aux cellules contrôles sous normoxie (21% O2) (Figure 37). Contrairement 

à l’hypoxie physiologique, les deux agents chimiques (CoCl2 et DFO) à une concentration de 200µM 
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entraînent précocement une inhibition du processus de dégradation en normoxie de la protéine HIF-

1α ; dès 6h après leur administration, l’expression de HIF-1α augmente significativement en 

comparaison aux cellules non traitées (3,28 ± 0,28 et 2,8 ± 0,41 u.a., respectivement pour CoCl2 et DFO, 

P ˂ 0,001) (Figure 37). La stabilisation de HIF-1α, provoquée à 6h par les deux agents chimiques, a été 

maintenue après 24h de traitement (P ˂ 0,001) (Figure 37). Il est intéressant de noter que le niveau 

d'expression de HIF-1 était sensiblement similaire à 24h, et ce quelle que soit la méthode d'induction 

de l'hypoxie utilisée par rapport aux cellules contrôle maintenue à 21% O2 (P ˂ 0,001) (Figure 37).  

 

Figure 37 : Effet de l’hypoxie physiologique (4% O2) et 
des agents chimiques mimétiques de l’hypoxie (CoCl2 
et DFO) sur l'expression de HIF-1α. A : Analyse par 
Western blot de l'expression de HIF-1α sur des 
myotubes de C2C12 exposés à la normoxie (21% O2) 
(N), à l'hypoxie physiologique normobarique (4% O2) 
(H) ou traités par des agents chimiques : CoCl2 (C) ou 
DFO (D) à une concentration de 200μM pendant 6h ou 
24h. B : Signaux obtenus par western blot à 6h ou 24h. 
Les valeurs significativement différentes de la 
condition contrôle (21% O2 ; non traitée) sont 
présentées par : *** P < 0,001, les tendances sont 
indiquées par la valeur P spécifique. Les valeurs 
significativement différentes de la condition hypoxie 
(4% O2) sont présentées par : † P < 0,05 ; ††† P < 0,001. 
Les tendances sont indiquées par la valeur P spécifique 
(n = 8 par condition).  
 

 

 

 

En conclusion de nos données, les concentrations de 50µM, 100µM et 400µM employées lors de notre 

test n’ont pas été retenues pour le reste de notre étude. Bien que les concentrations de 50µM et 100µM 

permettent de maintenir un taux de viabilité au dessus du seuil de 80% de la standardisation 

internationale en comparaison à la concentration de 400µM, les effets sur la cytotoxicité des cellules 

C2C12 d’une concentration de 200µM (CoCl2 et DFO) a été comparable à celle d’une hypoxie 

physiologique normobarique de 4% O2. Par conséquent, notre choix s’est porté sur une concentration 

commune de 200µM de CoCl2 et DFO, même si cette concentration en CoCl2 induit des effets cellulaires 

proches du seuil de cytotoxicité après 48h et 72h de traitement. De nombreuses études utilisent cette 

concentration 200µM lorsque la durée des traitements excède 24h (Avila-George et al., 2017 ; Chen et 

al., 2017b ; Chen et al., 2018 ; Choy et al., 2010 ; Rovetta et al., 2013). Bien que la stabilisation de HIF-

1α soit plus rapide avec le CoCl2 et la DFO par rapport à une réduction du taux d’oxygène (4%), après 

24h de traitement, nos données révèlent une concordance entre les différents modes d’induction de 

l’hypoxie par rapport à l’expression de HIF-1α. Après avoir étudié le facteur central de l’adaptation à 

l’hypoxie, nous nous sommes intéressés aux effets inhibiteurs de ce dernier sur l’une des voies 

principales de la protéosynthèse, la voie PI3K / Akt / mTOR.  
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 III.2. Effets de l’hypoxie physiologique ou chimique sur la voie de signalisation Akt / 

 mTOR 

 

 Comme nous l’avons vu précédemment, la protéine Akt est un élément important de la voie 

de synthèse protéique PI3K / Akt / mTOR, et se tient également au carrefour des voies de 

protéosynthèse et de protéolyse, faisant de celle-ci l’un des facteurs centraux régulant l’homéostasie 

protéique (Calnan & Brunet, 2008 ; Schiaffino et al., 2013). Afin de mesurer l’influence de chaque type 

d’induction de l’hypoxie sur la voie de synthèse Akt / mTOR, nous avons quantifié les formes 

phosphorylées et totales de protéines clés de cette voie, telles que Akt, la protéine P70S6K (cible de 

mTOR) et la protéine GSK-3β (inhibitrice du facteur d’initiation de la traduction eIF2b). 

 

 La quantification par western blot de l’activation de la protéine Akt indique que son taux de 

phosphorylation (ratio entre Akt phosphorylé sur le résidu Ser473 et Akt total (p-Akt / Akt)) ne montre 

aucune variation significative après 6h de traitement, que ce soit pour les cellules sous 4% O2 ou 

traitées par agents chimiques (Figure 38A). En revanche, à 24h post-traitement, l'hypoxie 

physiologique (4% O2) et CoCl2 (200µM) ont entraîné toute deux une baisse du niveau d'activation 

d’Akt (0,41 ± 0,05 u.a. et 0,33 ± 0,06 u.a., respectivement, P ˂  0,01). Contrairement au CoCl2, les cellules 

C2C12 traitées par la DFO présentent un taux de phosphorylation d’Akt proche de celui de la normoxie 

(1,1 ± 0,36 u.a.) et supérieur à celui des cellules sous hypoxie physiologique (P ˂ 0,01) (Figure 38A).  

Nous avons également choisi d’étudier la protéine GSK-3β ; à l’inverse de Akt, protéine promotrice de 

la protéosynthèse, GSK-3β tient un rôle d’inhibiteur de la voie de protéosynthèse, GSK-3β étant 

phosphorylé et inhibé principalement par Akt (Bodine et al., 2001 ; Léger et al., 2006). Nos données 

indiquent une hypo-phosphorylation de la protéine GSK-3β après 6h (0,83 ± 0,05 u.a., P ˂ 0,05) et 24h 

(0,72 ± 0,03 u.a., P ˂ 0,01) d'exposition à l'hypoxie physiologique (4% O2), en comparaison aux cellules 

sous normoxie (21% O2) (Figure 38B). Les cellules C2C12 traitées à 6h par du CoCl2 ont montré une 

augmentation du ratio p-GSK-3β / GSK-3β par rapport à la normoxie (P ˂ 0,05) et à l'hypoxie 

physiologique (4% O2) (P ˂ 0,001), alors que 24h après incorporation, ce même traitement a entraîné 

une diminution de l’activation de GSK-3β (0,79 ± 0,12 u.a., P ˂ 0,05). Les cellules musculaires C2C12 

traitées par la DFO n’ont montré que peu de variation du ratio p-GSK-3β / GSK-3β par rapport aux 

valeurs de normoxie à 6h et 24h post-traitement. Nous pouvons également noter qu’après 24h de 

traitement, les cellules traitées par la DFO ont observé un niveau d’activation supérieur à celui de la 

condition 4% O2 (P ˂ 0,01).  

Par la suite, nous avons mesuré l’un des effecteurs de mTOR, la protéine P70S6K, reconnue comme 

une kinase régulatrice de la protéine ribosomale S6 (Pullen & Thomas, 1997). Aucune variation de 

l’activation de P70S6K n’a été observée après 6h de traitement pour l’ensemble des méthodes 

d’induction de l’hypoxie employées par rapport aux cellules non traitées (Figure 38C). En revanche, 

une hypoxie de 4% O2 ou un traitement au CoCl2 après 24h d’exposition entraînent une baisse 

significative du taux de phosphorylation de P70S6K en comparaison aux cellules contrôles non traitées 

(21%O2) (0,86 ± 0,02 u.a., P ˂ 0,05 et 0,73 ± 0,03 u.a., P ˂ 0,001, respectivement) (Figure 38C). 

Contrairement à son homologue pharmacologique, la DFO n’occasionne aucun changement du niveau 

d’activation de P70S6K en comparaison aux conditions 4% O2 et CoCl2, que ce soit à 6h et 24h 

d’exposition. De manière comparable aux protéines Akt et GSK-3β, les cellules traitées par la DFO ont 

observé un ratio p-P70S6K / P70S6K significativement supérieur aux cellules musculaires sous hypoxie 

physiologique (4% O2), que ce soit à 6h et 24h post-traitement (P ˂ 0,05) (Figure 38C). 
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Figure 38 : Impact de différentes méthodes d’induction d’hypoxie sur l’inhibition de la voie de synthèse des 
protéines Akt-mTOR. L’état d'activation de la voie de synthèse des protéines est déterminé par Western blot 
dans les myotubes C2C12 sous normoxie (21% O2) (N), hypoxie (4% O2) (H) ou traitée par des agents chimiques 
mimétiques de l’hypoxie : CoCl2 (C) ou DFO (D) à une concentration de 200 μM pendant 6h ou 24h. A : Ratio 
pSer473Akt / Akt total après 6 ou 24h de traitement. B : Ratio pThr389P70S6K / P70S6K total. C : Ratio pSer9GSK-3β / 
GSK-3β total. D : Signaux représentatifs des protéines d'intérêt après 6 ou 24 heures d'induction de l'hypoxie. 
Les valeurs significativement différentes de la condition contrôle (21% O2 ; non traitée) sont présentées par : * P 
< 0,05, ** P < 0,01, *** P < 0,001. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2) sont 
présentées par : † P < 0,05 ; †† P < 0,01 ; ††† P < 0,001. Les valeurs significativement différentes pour les valeurs 
de temps (24h vs 6h) sont présentées par : § P < 0.05, §§§ P < 0.001 (n = 12 par condition). 
 

L’induction de l’hypoxie cellulaire par réduction de l’O2 ou par l’intermédiaire du CoCl2 induisent une 

sous-activation de la voie Akt / mTOR. Les cellules musculaires C2C12 traitées par la DFO ne présentent 

en revanche que peu d’effet sur Akt, P70S6K et GSK-3β après 6h et 24h de traitement ; au contraire, le 

CoCl2 et l’hypoxie physiologique à 4% occasionnent tous deux unes hypo-phosphorylation de ces 

protéines, notamment après 24h d’exposition. Après avoir constaté des similitudes entre les conditions 

4% O2 et CoCl2 et des différences entre les agents mimétiques de l’hypoxie (CoCl2 et DFO) sur la voie de 

protéosynthèse Akt / mTOR, nous allons analyser et comparer l’impact de ces traitements sur les voies 

de dégradation des protéines.  
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 III.3. Effets de l’hypoxie physiologique ou chimique sur les régulateurs des voies de 

 dégradation protéique 

 

 FoxO1, un membre de la famille des protéines FoxO, est l’un des principaux précurseurs de 

l’activation de plusieurs voies de dégradation dans le muscle squelettique (Xu et al., 2017). FoxO1 a 

pour cible principale deux systèmes de dégradation des protéines au sein de la cellule musculaire : 

l’autophagie et le système ubiquitine-protéasome. Afin d’observer l’impact de chacun des modes 

d’induction de l’hypoxie sur les voies de dégradation des protéines, il nous a semblé crucial de mesurer 

avant tout l’état de phosphorylation de la protéine FoxO1 indiquant sa localisation cellulaire, de la 

protéine LC3 indispensable à la formation de l’autophagosome, et enfin les protéines ubiquitinées, 

l’ubiquitine étant nécessaire à la reconnaissance des molécules à dégrader par le protéasome. 

 

 Après 6h d’induction de l’hypoxie (hypoxie physiologique ou chimique), seul le traitement au 

CoCl2 a entraîné une diminution significative du ratio p-FoxO1 / FoxO1 par rapport aux cellules C2C12 

contrôle (0,67 ± 0,05 u.a., p˂0,05). On constate que l’impact du CoCl2 sur l’état de phosphorylation de 

la protéine FoxO1 se prolonge et s’accentue après 24h de traitement (0,57 ± 0,2 u.a., P ˂ 0,01) (Figure 

39A). Concernant l’hypoxie physiologique à 4% O2, seule l’exposition de longue durée (24h) des cellules 

musculaires a affecté le niveau de phosphorylation de FoxO1 (0,56 ± 0,09 u.a., P ˂ 0,01), et ce dans des 

proportions similaires à la valeur de la condition CoCl2 en comparaison au cellules normoxiques (21% 

O2) non traitées (Figure 39A). 

 

L'autophagie a été analysée à l'aide de l'expression de deux marqueurs impliqués dans la biogenèse 

des autophagosomes, LC3-I et sa forme lipidique, LC3-II. Le ratio entre ces deux formes de LC3 nous 

renseigne sur l’état d’activation de cette voie de dégradation des protéines. La quantification par 

western blot a montré que l'hypoxie physiologique (4% O2) initiait une augmentation de l'expression 

de LC3-II en comparaison à la condition de normoxie, mais également par rapport aux deux inducteurs 

chimiques de l’hypoxie ; ces effets ont été observés sur les deux temps d’incubation utilisés dans notre 

étude (6h et 24h, P ˂ 0,001) (Figure 39B). Parallèlement à l’hypo-phosphorylation de FoxO1 après 24h 

d’induction, nous avons quantifié une augmentation du ratio LC3-II / LC3-I pour les cellules C2C12 sous 

4% O2 (2,58 ± 0,24 u.a., P ˂ 0,001) et pour les cellules exposées au CoCl2 (1,65 ± 0,17 u.a., P ˂ 0,01) 

(Figure 39B). On peut noter que le traitement par la DFO n’a entraîné aucune modification de la forme 

LC3-II, que ce soit après 6h ou 24h de d’incubation, tout comme les cellules musculaires en condition 

de normoxie (Figure 39E). 

Afin de compléter notre analyse sur l’impact des différents modes d’induction de l’hypoxie cellulaire, 

nous avons analysé la totalité des protéines ubiquitinées à la suite des traitements. Nos données 

indiquent que l’ubiquitination des protéines des myotubes C2C12 sous hypoxie physiologique ou 

chimique ne variait pas après 6h d’exposition, comparativement aux cellules contrôles non traitées 

(Figure 39C). Le seul traitement ayant entrainé une augmentation du taux d’ubiquitination a été le 

CoCl2 après 24h de traitement (2,1 ± 0,31 u.a., P ˂ 0,001), en comparaison aux cellules contrôles et aux 

cellules exposées à l’hypoxie physiologique (Figure 39C). Parallèlement à son homologue chimique, la 

DFO n’a entraîné aucun changement du niveau d’ubiquitination des protéines, avec un profil 

d’ubiquitination similaire à celui des conditions contrôle et 4% O2 (Figure 39E).  
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Figure 39 : Impact de différentes méthodes d'induction d'hypoxie sur les marqueurs de dégradation des 
protéines dans les myotubes C2C12. Quantification de l’état de phosphorylation du facteur de transcription 
FoxO1 et de l’expression de protéines clés impliquées dans les systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome, 
déterminées par Western blot dans des myotubes C2C12 sous normoxie (21% O2) (N), hypoxie (4% O2) (H) ou 
traitée par agents chimique mimétiques de l’hypoxie : CoCl2 (C) ou DFO (D) à une concentration de 200 μM 
pendant 6h ou 24h. A : Ratio pSer256FoxO1 / FoxO1 total après 6h ou 24h de traitement. B : Ratio entre les 
protéines LC3 II et LC3I. C : Quantification des protéines conjuguées à l'ubiquitine. D : Signaux représentatifs des 
protéines d'intérêt après induction de l'hypoxie. E : Signaux représentatifs des protéines ubiquitinées. Les valeurs 
significativement différentes de la condition contrôle (21% O2 ; non traitée) sont présentées par : * P < 0,05, ** 
P < 0,01, *** P < 0,001. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2) sont présentées 
par : †† P < 0,01 ; ††† P < 0,001. Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 6h) 
sont présentées par : §§§ P < 0.001 (n = 12 par condition). 

 

Tout comme les protéines clés de la voie de synthèse protéique mesurées précédemment, un déficit en 

O2 et l’exposition des cellules au CoCl2 provoquent des modifications des voies de dégradation des 

protéines dans les cellules C2C12. Un temps d’exposition relativement long à l’échelle cellulaire, c’est-

à-dire 24h, occasionne les perturbations néfastes les plus importantes pour les cellules, avec une hypo-

phosphorylation de FoxO1, et une activation des systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome. Nos 

résultats montrent que, à la fois l’hypoxie physiologique (4% O2) et chimique (CoCl2) influence les voies 

de synthèse et de dégradation des protéines. En est-il de même pour la myogenèse ?  
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 III.4. Effets de l’hypoxie physiologique ou chimique sur les facteurs régulateurs de la 

 myogenèse. 

   

 Après avoir analysé les principales voies de signalisation de l’homéostasie protéique, nous 

nous sommes intéressés à l’expression de protéines impliquées dans la différenciation et la maturation 

cellulaires, telles qu’une isoforme de la chaîne lourde de la myosine (MHC II) et les facteurs de 

régulation myogéniques (MRF). L’expression coordonnée de ces derniers est essentielle au bon 

développement des fibres musculaires.  

  

Afin d’apporter d’avantage d’informations sur l’impact de chaque mode d’induction de l’hypoxie sur 

les voies intracellulaires responsables du développement de la cellule musculaire, nous avons quantifié 

l’un des marqueurs myogéniques en charge de la différenciation des myotubes par l’analyse de 

l’expression de la myogénine et d’un des marqueurs de la différenciation la protéine MHC de type II. 

Nos résultats ont montré que seule l'hypoxie physiologique (4% O2) diminue l'expression de la MHCII 

entre 6h et 24h de traitement (24h vs 6h, P ˂ 0,05). Contrairement à la DFO, l’expression de la 

myogénine a été réduite dans les myotubes cultivés 4% O2 (0,4 ± 0,05 au, à 24h, P ˂ 0,001) ou traités 

par le CoCl2 (0,55 ± 0,04 au, à 6h, P ˂ 0,001) en comparaison aux cellules contrôles (Figure 40). 

 
Figure 40 : L'exposition à une hypoxie physiologique ou chimique réprime les facteurs de régulation de la 
différenciation des myotubes C2C12. Le niveau d'expression de la chaîne lourde de Myosine de type II (MHCII) 
et de la myogénine a été déterminé par Western blot dans des myotubes de C2C12 sous normoxie (21% O2) (N), 
hypoxie (4% O2) (H) ou traitée par les agents chimiques inducteurs de l’hypoxie : CoCl2 (C) ou DFO (D) à une 
concentration de 200μM pendant 6h ou 24h. A : Quantification de la protéine MHCII. B : Quantification de la 
myogénine. C : Signaux représentatifs des protéines d'intérêt après 6h ou 24h après induction de l'hypoxie. Les 
valeurs significativement différentes de la condition contrôle (21% O2 ; non traitée) sont présentées par : *** P 
< 0,001. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2) sont présentées par : †† P < 
0,01 ; ††† P < 0,001. Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 6h) sont 
présentées par : § P < 0.05 ; §§§ P < 0.001. (n = 4 par condition). 
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L’ensemble de ces données au niveau moléculaire montrent bien que quelle que soit la nature 

d’induction de l’hypoxie (physiologique ou chimique) utilisée sur les cellules musculaires, certaines voies 

de signalisation régulatrices de l’homéostasie protéique et la différenciation cellulaire peuvent s’en 

trouver perturbées. À la suite de nos investigations sur l’emploi de ces deux types de méthodes 

d’hypoxie cellulaire et de leur impact au niveau intracellulaire, une analyse morphologique des 

myotubes et la mesure de la teneur en protéines des myotubes ont été réalisées pour chacune des 

conditions d’hypoxie.  

 

 III.5. Effets de l’hypoxie physiologique ou chimique sur la morphologie et la teneur 

 en protéines des myotubes. 

 

 Après une période de prolifération, les myoblastes C2C12 subissent l’influence de facteurs de 

la myogenèse, entrainant ainsi la formation de myotubes plurinucléés. Le calcul de l’index de fusion, 

correspondant à la détermination du ratio entre le nombre de noyaux incorporés dans les myotubes 

et le nombre total de noyaux présent dans l’échantillon, est couramment utilisée pour quantifier le 

niveau de différenciation des cellules musculaires (Veliça & Brume, 2011). Outre l’index de fusion, le 

recensement du nombre de noyaux par myotube, le nombre de myotubes (contenant au moins 3 

noyaux) et le diamètre des myotubes nous permettent de quantifier l’état de différenciation et le 

degré de maturation des myotubes C2C12.  

 

 L'analyse morphologique des myotubes a révélé une réduction significative du diamètre des 

myotubes pour les cellules musculaires exposées à une hypoxie de 4% O2 (15,61 ± 0,32 µm, P ˂ 0,001) 

et traitées au CoCl2 (15,36 ± 0,33 µm, P ˂ 0,001), 48h après le début des traitements, comparativement 

aux cellules C2C12 sous normoxie et non traitées (18,06 ± 0,47 µm) (Figure 41B). De plus, les mesures 

morphologiques des myotubes 72h post-traitements nous ont révélé une exacerbation de la 

diminution du diamètre des myotubes pour les conditions 4% O2 et CoCl2 (48h vs 72h, P ˂ 0,001). En 

revanche, les myotubes traités par DFO ont un diamètre sensiblement identique à celui des cellules 

contrôle, que ce soit à 48h ou à 72h d’hypoxie. De plus, le diamètre des myotubes sous DFO a été 

significativement supérieur à celui des cellules exposées à une hypoxie physiologique, 72h après 

induction (12,41 ± 0,3 µm et 15,55 ± 0,15 µm, 4% O2 et DFO, P ˂ 0,001) (Figure 41B). La privation 

d'oxygène des myotubes C2C12 a entraîné après 72h d’exposition une diminution simultanée du 

nombre de myotubes et du nombre de noyaux par myotube, et ce en comparaison avec les cellules 

musculaires contrôles sous normoxie (P ˂ 0,05) (Figure 41C et 41D). Quel que soit le type d’induction 

de l’hypoxie utilisé, l’analyse de l’indice de fusion myogénique ne semble montrer aucune variation 

importante entre les conditions expérimentales et la condition contrôle. On peut noter que les 

myotubes exposés à 4% O2 ont observé une diminution de 9% (P = 0,09) et 8% de leur taux de fusion, 

après 48h et 72h d’exposition, par rapport aux cellules sous normoxie (21 %O2) (Figure 41E).  
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Figure 41 : Atrophie des cellules C2C12 exposées à une privation d'oxygène ou après une induction de l’hypoxie 
par agent chimique mimétique de l’hypoxie. A : Images représentatives de myotubes C2C12 sous normoxie (21% 
O2), hypoxie physiologique normobare (4% O2) ou traités par des agents chimiques : CoCl2 ou DFO à une 
concentration de 200µM pendant 48h ou 72h. Les images ont été acquises dans un agrandissement x20. Barre 
d'échelle = 100µm. B : Mesure du diamètre des myotubes à 48h et 72h post-traitement, exprimée en µm. C : 
Analyse du nombre de myotubes par image. D : Analyse du nombre de noyaux par myotubes. E : Analyse de 
l'indice de fusion myogénique de myotubes en culture, exprimé en pourcentage. Les valeurs significativement 
différentes de la condition contrôle (21% O2 ; non traitée) sont présentées par : * P < 0,05 ; *** P < 0,001. Les 
valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2) sont présentées par : † P < 0,05 ; †† P < 0,01 
; ††† P < 0,001. Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 6h) sont présentées 
par : §§§ P < 0.001. Les tendances sont indiquées par la valeur P spécifique (n = 6 par condition). 

 

 Après avoir réalisé l’analyse morphologique des myotubes, nous avons examiné les variations 

de la teneur totale en protéines pour chacune des conditions d’hypoxie. La condition hypoxie 

physiologique a entraîné une importante réduction de la quantité totale de protéines, et ce de manière 

dépendante du temps d’exposition après 24h (0,4 ± 0,01 mg, P ˂ 0,01) et 48h (0,37 ± 0,01 mg, P ˂ 
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0,001), cette diminution étant exacerbée à 72h post-traitement (0,16 ± 0,01 mg, P ˂ 0,001) (Figure 42). 

Comme l’hypoxie physiologique, les cellules C2C12 traitées au CoCl2 ont montré une diminution 

significative de la quantité totale de protéines (0,4 ± 0,01 et 0,39 ± 0,01 mg, à 48h et 72h, 

respectivement, P ˂ 0,001). Cependant, il convient de noter que le contenu protéique des myotubes 

était significativement plus élevé pour les cellules traitées aux CoCl2 par rapport aux cellules exposées 

à 4%O2, 72h post-traitement (P ˂ 0,001) (Figure 42). Les myotubes C2C12 traités à la DFO n’ont 

présenté aucun changement de leur teneur totale en protéines par rapport aux cellules de contrôle 

non traitées, et une quantité de protéines totales significativement plus élevée en comparaison à la 

condition d’hypoxie physiologique à 24h, 48h et 72h post-traitement (P ˂ 0,001). 

 

Figure 42 : Réduction de la teneur totale en protéines des myotubes C2C12 soumis aux traitements par 
hypoxie. Teneur totale en protéines (mg) des myotubes C2C12 exposés à la normoxie (21% O2) (N), à l'hypoxie 
normobarique (4% O2) (H) ou traités par des agents chimiques mimétiques de l’hypoxie : CoCl2 (C) ou DFO (D) à 
une concentration de 200μM pendant 24h, 48h ou 72h. Les valeurs significativement différentes de la condition 
contrôle (21% O2 ; non traitée) sont présentées par : ** P < 0,01 ; *** P < 0,001. Les valeurs significativement 
différentes de la condition hypoxie (4% O2) sont présentées par : ††† P < 0,001. Les valeurs significativement 
différentes pour les valeurs de temps (24h vs 6h) sont présentées par : §§§ P < 0.001 (n = 12 par condition). 

 

IV. Conclusion de l’étude I 

 

 Les analyses sur le plan macromoléculaire (morphologie des myotubes et teneur totale en 

protéines) ont permis de nous révéler les réelles conséquences de chacun des types d’induction de 

l’hypoxie sur les cellules musculaires C2C12. Conformément aux données recueillies au niveau des 

voies de signalisation intracellulaires impliquées dans l’homéostasie protéique, l’exposition prolongée 

à une hypoxie physiologique normobarique de 4% O2 entraîne des conséquences néfastes sur la 

différenciation et la maturation des myotubes C2C12 en culture. Concernant les effets des agents 

chimiques mimétiques de l’hypoxie (CoCl2 et DFO), nos données ont montré que le CoCl2 semble être, 

sur différents points (moléculaires et morphologiques), le candidat idéal pour suppléer la méthode de 

référence d’induction de l’hypoxie cellulaire. Toutefois, on peut noter de légères différences des effets 

cellulaires entre l’hypoxie physiologique et le CoCl2, notamment en termes de puissance d’impact et 

d’effet dans le temps. Contrairement au CoCl2, et malgré une augmentation de la stabilisation de HIF-

1α, le traitement à la DFO à une concentration de 200µM, n’a eu que peu d’effet sur les cellules 
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musculaires C2C12, avec des valeurs très souvent proches de celle retrouvées en normoxie, et ce quel 

que soit les temps d’exposition.  

 

 Cette première étude, a permis de mettre en évidence les similitudes et divergences entre 

différents modèles d’induction de l’hypoxie in vitro. Ce comparatif, basé sur des critères tels que 

l’homéostasie protéique, la différenciation et la maturation des myotubes, donne de solides éléments 

de réponses quant au choix du type d’induction de l’hypoxie, mais surtout dans l’analyse et 

l’interprétation des résultats basés sur l’application de l’une ou l’autre méthode d’induction de l’hypoxie 

cellulaire (physiologique ou chimique).  
 

Cette étude a fait l’objet d’une publication scientifique dans la revue internationale Journal of 

Physiology and Biochemistry, le titre de l’article est « Impact of different methods of induction of 

cellular hypoxia: focus on protein homeostasis signaling pathways and morphology of C2C12 skeletal 

muscle cells differentiated into myotubes. » 
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Etude II : La stimulation mécanique, la supplémentation en acides aminés ou 

l’oxygénation dans la limitation de l’atrophie de cellules musculaires sous 

hypoxie.   
 

I. Contexte et objectif 

 

 La diminution de l’apport en oxygène au sein du muscle squelettique peut être observée dans 

différentes conditions, par exemple lors d’une expédition en haute altitude ; la raréfaction de 

l’oxygène en fonction de l’altitude gravis expose l’organisme à une pénurie d’oxygène, de plus en plus 

importante et néfaste avec l’altitude (perte de 10% de la pression en O2 tous les 1000 mètres). Les 

atteintes des fonctions respiratoires, comme observées dans la bronchopneumopathie chronique 

obstructive (BPCO), peuvent dans certaines formes sévères de la maladie entraîner une importante 

diminution de l’apport en O2 à l’ensemble des organes du corps, dont le muscle (Kent et al., 2011 ; 

Levett et al., 2012). Ces deux formes d’hypoxie (environnementale et pathologique) ont toutes deux 

comme point commun des adaptions négatives du muscle squelettique, provoquant au niveau de la 

cellule musculaire un déséquilibre des voies moléculaires régulatrices impliquées dans l’homéostasie 

protéique, avec pour conséquence une activation exacerbée des voies cataboliques, un changement 

de typologie de fibres musculaires (fibres de type I → type II) et une atrophie musculaire prononcée 

(Costes et al., 2015 ; Langen et al., 2013). La compréhension des mécanismes de l’hypoxie sur l’atrophie 

musculaire, et les moyens permettant de contrer les impacts délétères de l’hypoxie sur le système 

musculaire restent encore à ce jour des enjeux majeurs de recherche. 

 

 Nous avons vu précédemment (revue de littérature) que l’exercice physique, notamment en 

résistance, est l’un des moyens les plus efficaces pour engendrer une augmentation du nombre et du 

volume des fibres musculaires. En effet, il est reconnu que la pratique d’exercices physiques, de façon 

chronique, conduit à une hypertrophie musculaire de par l’activation des voies de signalisation 

impliquées dans la synthèse des protéines, telle que la voie PI3K / Akt / mTOR. Cependant, de 

nombreuses études ont montré que l’exercice physique utilisé comme moyen thérapeutique auprès 

de personnes souffrant d’hypoxie chronique entraîne certes des améliorations du système musculaire 

(performance et masse musculaires), mais de manière systématiquement moins prononcée en 

comparaison aux sujets contrôles, c'est-à-dire des sujets non pathologiques ou des patients BPCO non 

hypoxiques (Costes et al., 2015 ; Vivodtzev et al., 2012). Un autre moyen connu pour lutter contre 

l’atrophie musculaire ou engendrer une hypertrophie musculaire est la supplémentation 

nutritionnelle. Une alimentation riche en protéines, en particulier en acides aminés essentiels 

branchés (BCAA), entraîne au niveau du muscle squelettique une activation des voies anabolisantes 

(Duan et al., 2017). Il n’y a que récemment qu’une supplémentation en BCAA additionnée à la ration 

alimentaire quotidienne des patients a émergée dans la prise en charge de la perte de masse 

musculaire résultante d’une dénutrition et de l’inactivité provoquées par l’hypoxie chronique (Dal 

Negro et al., 2016). Bien que ce moyen thérapeutique soit naissant, et que ces effets soient significatifs 

uniquement lors d’une prescription à très long terme (au moins 6 mois), plusieurs questions restent 

encore sans réponse concernant l’impact moléculaire de la supplémentation en acide aminé sur des 

cellules musculaires appauvries en oxygène. 
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 Les personnes souffrant de BPCO à des stades avancés de la maladie (stade III ou IV) sont pour 

la grande majorité, voire la totalité, sous oxygénothérapie. La supplémentation en oxygène a été et 

reste toujours à ce jour un moyen efficace permettant de retarder la fatigue musculaire précoce chez 

les personnes atteintes d’hypoxémie chronique sévère (Maltais et al., 2014). Des études sur la 

supplémentation en oxygène ont montré une amélioration de la tolérance à l’effort et de la 

performance physique des patients (Emtner et al., 2003 ; Maltais et al., 2001). La compréhension de 

l’amélioration de la fonction musculaire à la suite d’une prise en charge par oxygénothérapie reste 

extrêmement limitée à ce jour, notamment les adaptations moléculaires des cellules musculaires 

squelettiques sous hypoxie à la suite d’une supplémentation aigüe ou chronique en oxygène. Par 

ailleurs, il n’existe dans la littérature aucune donnée concernant l’impact de la supplémentation en 

oxygène sur les voies de signalisation impliquées dans l’homéostasie protéique de la cellule musculaire 

squelettique, voies de signalisation que l’on sait être fortement perturbées en hypoxie. Au contraire 

des deux autres contre-mesures à l’atrophie musculaire précédemment citées (exercice physique et 

supplémentation en BCAA), l’oxygénothérapie s’attaque au problème central de l’hypoxie, à savoir la 

réduction du niveau d’oxygène intracellulaire, dont l’absence cause une inhibition des voies 

anaboliques et une suractivation des voies cataboliques dans la cellule musculaire squelettique. Á ce 

titre, la supplémentation en oxygène pourrait-elle aussi être utilisée et prescrite, non seulement 

comme un moyen permettant d’améliorer la performance et la fonction musculaires, mais également 

comme une contre-mesure possible à l’atrophie musculaire consécutive à un stress hypoxique ? 

 

 Le but de cette seconde étude est donc de déterminer si l’oxygénothérapie peut impacter 

positivement les voies de signalisation régulatrices de l’homéostasie protéique, synonyme 

d’hypertrophie, de cellules musculaires squelettiques sous hypoxie, en analysant et en comparant les 

effets d’un traitement par stimulation mécanique, par supplémentation nutritionnelle ou par 

oxygénothérapie. Nous avons analysé les mécanismes moléculaires impliqués dans l’une des voies 

principales de la synthèse protéique par la mesure de l’activation de protéines clés de la voie PI3K-Akt-

mTOR, telles que Akt, mTOR, 4E-BP1, P70S6K, et GSK3-β ; nous avons également considéré les 

différentes voies et systèmes de dégradation des protéines, avec les facteurs de transcription FoxO1 

et FoxO3a, l’autophagie lysosomale de par la mesure du rapport LC3 II/I et le système ubiquitine-

protéasome avec la quantification des protéines ubiquitinées. Pour finir, l’ensemble des données 

obtenues à partir de l’analyse de l’état d’activation ou d’expression des protéines précédemment 

citées, ont été corroborées avec les caractéristiques morphologiques des cellules musculaires en 

mesurant notamment le diamètre des myotubes et leur teneur en protéines. 
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II. Protocole de l’étude 

 

 Induction de l’hypoxie physiologique normobarique 

 

 L’induction de l’hypoxie physiologique s’est opérée de la même manière que dans l’étude I ; 

afin de recréer un environnement pauvre en oxygène, une chambre à hypoxie placée dans un 

incubateur conventionnel a été utilisée. Le passage de la normoxie à hypoxie s’est effectué par un 

remplacement de l’oxygène présent dans la chambre par un gaz de substitution, l’azote (N2), via un 

contrôleur d’oxygène (ProOx P110, BioSpherix, Lacona, NY). Au quatrième jour de différenciation, les 

myotubes initialement en culture dans un milieu de normoxie (21% O2) ont été transférés à l’intérieur 

de la chambre à hypoxie (4% O2), et y ont été maintenus jusqu’à la fin du protocole d’étude (Figure 

43).  

 

Figure 43 : Représentation schématique du protocole d’application et de mesures des différentes contre-
mesures à l’atrophie sur des cellules musculaires C2C12 sous hypoxie. J : jour de différenciation des myotubes, 
% : taux d’oxygène administré aux cellules musculaires C2C12 différenciées en myotubes.  

 

Stimulation mécanique des cellules musculaires par stimulation électrique 

 

 La stimulation mécanique des cellules musculaires C1C12 a été appliquée par l’intermédiaire 

d’un électro-stimulateur (C-Dish, IonOptix, Dublin, Irlande). Le dispositif contenant les boites de Pétri 

est rattaché à un générateur d’impulsion électrique (C-PACE EP) et a été entreposé à l’intérieur de la 

chambre à hypoxie tout au long de la période de stimulation électrique. Le programme de stimulation 
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utilisé dans notre étude est le suivant : intensité de 30 V, fréquence de 1 Hz (soit une contraction par 

seconde), et une durée de contraction de 3ms (soit un intervalle de repos de 997 ms), sur une durée 

totale de 60 minutes. Le choix de ces paramètres fait suite aux données recueillies dans la bibliographie 

(Manabe et al., 2012, Miyatake et al., 2015 ; Nedachi et al., 2008) et aux nombreux tests réalisés lors 

de mon Master 2 Recherche. Afin d’affiner notre programme de stimulation, nous avons notamment 

testé les effets de plusieurs intensités (10 V, 20 V, 30 V et 40 V) sur les protéines Akt (protéine centrale 

de la voie PI3K / Akt) et AMPK (protéine senseur de la contraction musculaire). Bien que la plus haute 

intensité de notre test (40 V) entraîne une suractivation des protéines Akt et AMPK en comparaison 

aux intensités inférieures (10 V et 20 V) (Figure 44), l’application d’une intensité de 40 V provoque un 

décollement excessif des myotubes initialement fixés sur la surface de la boite de Pétri (Figure 45), 

rendant par conséquent non exploitable l’analyse morphologique faisant suite à la coloration des 

cellules par May-Grünwald-Giemsa. La stimulation électrique des cellules C2C12 a été réalisée sur des 

myotubes matures différenciés à 5 jours, temps nécessaire pour que l’appareil contractile soit en place 

pour répondre aux stimulations électriques. À noter qu’avant et après chaque stimulation électrique, 

le milieu de culture est changé. En effet, il a été observé lors de la mise au point du programme 

d’électro-stimulation au sein de notre laboratoire, que la contraction répétée des myotubes sur une 

longue durée entraîne une diminution importante du pH du milieu cellulaire, pouvant être nocif pour 

les myotubes. Dans la mesure où les extractions protéiques sont effectuée 24h post-stimulation et les 

marquages cellulaires 24h et 48h post-stimulation électrique, nous avons décidé de changer le milieu 

de culture après chaque stimulation électrique.  

 

Figure 44 : Test de stimulations 
électriques de différentes intensités sur 
l’activation des protéines Akt (A) et 
AMPK (B). La quantification est réalisée 
par l’analyse des signaux obtenus par 
western blot (C) et (D). Les myotubes 
C2C12 sous normoxie (21% O2) ont été 
stimulés électriquement au 5ème jour de 
différenciation par différentes intensités 
(10 V, 20 V, 30 V et 40 V) pendant 60 min, 
et les protéines extraites pour analyse 1h 
post-stimulation. Les données sont 
exprimées en moyenne ± SEM, dérivées 
d’au moins 2 expériences indépendantes 
réalisées sur 6 échantillons. Les données 
significativement différentes par rapport 
à la condition contrôle sont présentées : 
* P < 0,05, ** P < 0,01.  
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Figure 45 : Photographie du tapis de 

myotubes C2C12 sur boîte de Pétri 

marqués au May-Grünwald-Giemsa à la 

suite de stimulations électriques de 

différentes intensités (10, 20, 30, et 40 

V). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplémentation en acides aminés 

 

 D’après les données bibliographiques, la mise en place de notre protocole de supplémentation 

en acides aminés des cellules musculaires C2C12 sous hypoxie s’est concentrée sur l’emploi d’un 

unique ou de plusieurs acides aminés branchés (BCAAs : leucine, isoleucine et valine). Chez l’homme, 

les données de la littérature font mention d’une supériorité des effets de la leucine sur l’activation de 

la protéine mTOR par rapport à ses deux homologues BCAAs (isoleucine et valine) (Dreyer et al., 2006 

; Koopman et al., 2005). Afin de sélectionner le meilleur traitement, nous avons testé sur des cellules 

C2C12 en normoxie (21% O2), les effets de la leucine seule et d’un mélange de BCAAs (leucine, 

isoleucine et valine) à une concentration de 5mM, sur l’une des cibles intracellulaires privilégiées des 

acides aminés, la protéine mTOR, et de son effecteur P70S6K. Les BCAAs ont été additionnés au milieu 

de culture de myotubes matures après 5 jours de différenciation, et les protéines ont été extraites 2h 

et 24h après l’administration des BCAAs. La concentration de 5mM est le résultat de tests préliminaires 

réalisés au laboratoire et d’après des données bibliographiques (Duan et al., 2017 ; Mao et al., 2011). 

Les résultats par immunoblot ont révélé une augmentation de l’activation de la protéine P70S6K à 2h 

pour les deux types de traitements en comparaison aux cellules contrôles non traitées (P ˂ 0,001). En 

revanche, après 24h de traitement, seule la combinaison des trois BCAAs a entraîné une hyper-

phosphorylation de P70S6K par rapport à la condition contrôle et à la condition leucine seule (P ˂ 0,05) 

(Figure 46).  
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Figure 46 : Test d’une supplémentation par un seul ou plusieurs BCAAs sur l’activation des protéines mTOR (A) 
et P70S6K (B). La quantification est réalisée par l’analyse des signaux obtenus par western blot (C) et (D). Les 
myotubes C2C12 sous normoxie (21% O2) ont été supplémentés par un seul BCAA (leucine) ou un mélange de 
BCAAs (leucine, isoleucine et valine) à une concentration de 5 mM au 5ème jour de différenciation ; les protéines 
ont été extraites 2h et 6h post-traitement. Les données sont exprimées en moyenne ± SEM, dérivées d’au moins 
2 expériences indépendantes réalisées sur 6 échantillons. Les données significativement différentes par rapport 
à la condition contrôle sont présentées : * P < 0,05, *** P < 0,001. Les tendances sont indiquées par la valeur P 
spécifique. Le nombre de cultures indépendantes est de N = 2 et le nombre de valeurs recueillies par condition 
est de n = 6. (C : contrôle ; Leu : leucine ; L.I.V : combinaison leucine, isoleucine et valine). 

 

Bien que les acides aminés ne soient pas des éléments cytotoxiques reconnus, l’ajout d’une substance, 

quelle qu’elle soit, peut potentiellement engendrer un effet de saturation du métabolisme de la cellule 

ou perturber l’homéostasie cellulaire, pouvant ainsi entraîner des effets délétères sur la survie 

cellulaire. Comme le montre le test de viabilité, la supplémentation en BCAA (leucine seule, ou 

mélange des BCAAs à une concentration de 5 mM) ne présente aucune cytotoxicité pour la cellule 

C2C12 après 24h et 48h de traitement (résultats non présentés). Au vu de ces données, nous avons 

opté pour l’enrichissement du milieu de culture des cellules musculaires C2C12 au 5ème de jour de 

différenciation par un mélange de BCAAs (leucine, isoleucine et valine) à une concentration de 5mM.  

 

Réoxygénation cellulaire 

 

 Dans des conditions standards de culture cellulaire, les cellules sont cultivées dans une 

atmosphère composée de 5% CO2 et 95% d’air ambiant, soit un pourcentage d’oxygène de 21% (valeur 

de normoxie), à une pression d’oxygène (PO2) de 149 mmHg (Richardson et al., 2006). Or, chez 

l’homme en normoxie, la tension en oxygène présente dans le muscle squelettique avoisine 30-40 

mmHg, correspondant à une valeur de 5% O2 (Deldicque et al., 2013). Par conséquent, un niveau 

d’oxygène de 21% appliqué aux cellules en culture ne peut être qualifié comme valeur de normoxie, 

mais considéré comme de l’hyperoxie (Chaillou et al., 2016). Cependant, pour des raisons 

méthodologiques et techniques, les conditions environnementales de cellules en culture ne peuvent 

être modifiées, quel que soit le type de cellules mises en culture, chaque étape constituant le protocole 
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de culture cellulaire suivant des normes précises et devant être respectées par la communauté 

scientifique internationale. Dans notre étude, le niveau d’oxygène standard (21%) utilisé lors de la 

culture cellulaire est considéré comme étant le niveau de normoxie des cellules C2C12. C’est cette 

valeur de 21% O2 qui a été utilisée dans notre traitement de réoxygénation cellulaire. En effet, au 5ème 

jour de différenciation cellulaire, les cellules C2C12 préalablement exposées dans la chambre à hypoxie 

durant 24h à 4% O2 sont transférées dans un environnement « standard » de culture au sein de 

l’incubateur principal, à un taux d’oxygène de 21% O2, sur une durée de 120 min. À la fin de cette 

période de réoxygénation cellulaire, le milieu de différenciation des cellules a été changé, puis les 

cellules sont replacées dans la chambre à hypoxie (4% O2) jusqu’à la fin du protocole (Figure 43).  

 

 Mesures et temps d’analyses 

 

 L’analyse moléculaire a été réalisé 2h et 24h après la fin de la période de stimulation électrique 

(60 min) et de réoxygénation (120 min), ou suite au traitement par les BCAAs. La technique de western 

blot a été utilisée afin de quantifier l’état de phosphorylation et/ou l’expression des protéines de la 

voie de synthèse PI3K-Akt-mTOR (Akt ; mTOR ; 4E-BP1 ; P70S6K ; GSK-3β) et voies de dégradation des 

protéines (FoxO1 ; FoxO3a ; LC3 ; protéines ubiquitinées). Nous avons également mesuré la teneur en 

protéines de chaque échantillon pour chacune des conditions 2h, 24h et 48h post-traitement. Enfin, 

par le biais d’un marquage des myotubes au May-Grünwald-Giemsa, nous avons analysé l’état de 

maturation et de différenciation des myotubes à 2h (J5), 24h (J6) et 48h (J7) après application des 

différents traitements (Figure 43). 

  

Analyses statistiques 

 

 L’ensemble des traitements ont été effectués au moins en triplicatas biologiques ou en 

quadruplicatas provenant de 2 ou 3 cultures indépendantes. Toutes les données sont présentées en 

moyenne ± SEM. Un test de normalité (Shapiro-Wilk test) a été réalisé sur l’ensemble des données. Les 

effets des conditions (c'est-à-dire hypoxie vs stimulation électrique vs supplémentation en BCAAs vs 

réoxygénation) et les durées (24h vs 2h et 48h vs 24h) ont été testés par ANOVA à deux voies 

(conditions et temps). Si des effets principaux et/ou des interactions significatifs étaient observés avec 

l’ANOVA, des tests post-hoc multi rangs de Fisher ont été appliqués pour examiner des différences 

pour chaque paire spécifique. Les différences ont été considérées comme statistiquement 

significatives lorsque P ˂ 0,05. Les statistiques ont été calculées à l'aide du logiciel Statistica 8.0. 

 

III. Résultats  

 

 III.1. Effets de la stimulation électrique, de la supplémentation en BCAAs ou de la 

 réoxygénation cellulaire sur la voie de signalisation Akt-mTOR 

 

 Afin d’évaluer l’influence sur la voie PI3K-Akt-mTOR (et donc l’anabolisme protéique) de 

chacun des traitements testés dans cette étude, nous avons quantifié les formes phosphorylées et 

totales des protéines Akt, GSK-3β, ainsi que mTOR et ses effecteurs : 4E-BP1 et P70S6K. L’activation 

par phosphorylation de ces derniers entraîne respectivement l’augmentation de la traduction de 

l’ARNm par les ribosomes et la biogénèse ribosomale.  
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 Les analyses par Western blot nous ont révélé que chacun des traitements appliqués sur les 

myotubes C2C12 après 24h d’hypoxie ont entraîné une activation de la protéine Akt, que ce soit pour 

les cellules traitées par stimulation électrique (5,8 ± 5,47 u.a., P < 0,001), supplémentation BCAAs (3,21 

± 3,6 u.a., P < 0,05) ou réoxygénation (3,04 ± 3,6 u.a, P < 0,05) par rapport aux cellules hypoxiques (4% 

O2 ; non traitées), à 2h post-traitement (Figure 47A). Bien que le ratio p-Akt / Akt diminue, à moyen 

terme, pour les traitements par stimulation électrique (24h vs 2h, P ˂ 0,01) ou par réoxygénation (24h 

vs 2h, P ˂  0,05), seuls les effets résultant de l’électrostimulation ont persisté 24h post-stimulation (2,95 

± 2,16 u.a. P ˂ 0,001) en comparaison à la condition 4% O2 seul (Figure 47A). Après 2h de traitement, 

la protéine GSK-3β présente une hyper-phosphorylation dans les cellules C2C12 sous hypoxie traitées 

par stimulation électrique (1,35 ± 0,38 u.a., P ˂ 0,05) ou réoxygénation (1,51 ± 0,54 u.a., P ˂ 0,001). Par 

la suite, ces mêmes conditions ont mené, 24h post-traitement, à une réduction du ratio p-GSK-3β / 

GSK-3β, devenant proche du ratio des cellules hypoxiques (4% O2 ; non traitées) (Figure 47C).  

 

 

Figure 47 : Impact des différentes contre-mesures à l’atrophie musculaire consécutive à l’hypoxie sur la voie 
de synthèse des protéines Akt-mTOR. Le niveau d'activation de la voie de signalisation Akt-mTOR a été 
déterminé par Western blot sur des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) traités par stimulation électrique 
(ES), par supplémentation en acides aminés (BCAAs) à une concentration de 5 mM (AA) ou par réoxygénation 
(2h, 21% O2), l’analyse étant effectuée 2h et 24h post-traitement. A : Ratio pSer473Akt / Akt total. B : Ratio pSer2441 
mTOR / mTOR total. C : Ratio pSer9GSK-3β / GSK-3β total. D : Signaux représentatifs des protéines d'intérêt 2h ou 
24h après traitement. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2 ; non traitée) sont 
présentées par : * P < 0,05 ; *** P < 0,001 ; les tendances sont indiquées par la valeur P spécifique. Les valeurs 
significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : § P < 0.05 ; §§ P < 0.01 ; 
§§§ P < 0.001 (n = 10 par condition). 
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 La protéine mTOR, en aval d’Akt, ne montre aucun changement significatif de son activation 

après 2h de traitement. Seules les cellules musculaires traitées par stimulation électrique ou par 

supplémentation BCAAs conduisent, après 24h de traitement, à une diminution de l’activation de 

mTOR, en comparaison à la condition contrôle (0,54 ± 0,22 u.a., P ˂ 0,05 et 0,68 ± 0,11 u.a., P = 0,08, 

respectivement) (Figure 47B). Concernant les cibles en aval de mTOR, seul le traitement par 

réoxygénation (21% O2 pendant 2h) a entraîné une augmentation significative de l’activation des 

protéines 4E-BP1 (1,27 ± 0,16 u.a., P ˂  0,01) et P70S6K (5,31 ± 7,42 u.a., P ˂  0,001), à 2h post-traitement 

et par rapport à la condition hypoxie (Figure 48 A et B). Cependant, ce niveau d’activation provoqué 

par la réoxygénation a diminué après 24h pour les protéines 4E-BP1 (24h vs 2h, P ˂ 0,01) et P70S6K 

(24h vs 2h, P ˂ 0,001) pour revenir à un état d’activation similaire aux cellules en hypoxie (Figure 48 A 

et B).  

 
Figure 48 : La réoxygénation de cellules C2C12 sous hypoxie entraîne l’hyper-phosphorylation des protéines 
responsables de la néosynthèse protéique. Le niveau d'activation de 4E-BP1 et de P70S6K a été déterminé par 
Western blot dans des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) traités par stimulation électrique (ES), ou 
supplémentation en acides aminés (BCAAs) à une concentration de 5 mM (AA) ou par réoxygénation (2h, 21% 
O2), l’analyse étant effectuée 2h et 24h post-traitement. A : Ratio pSer514E-BP1 / 4E-BP1 (n = 6). B : Ratio 
pThr389P70S6K / P70S6K total (n = 10). C et D : Signaux représentatifs des protéines d'intérêt à 2h ou 24h après 
traitement. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2 ; non traitée) sont présentées 
par : ** P < 0,01, *** P < 0,001 ; les tendances sont indiquées par la valeur P spécifique. Les valeurs 
significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : §§ P <0.01, §§§ P <0.001.  

 

Bien que l’ensemble des traitements aient entraîné une suractivation de la protéine Akt (2h post-

traitement), les effets de chacune des contre-mesures à l’atrophie testées dans notre étude diffèrent 

l’une de l’autre. La supplémentation en BCAAs ne semble avoir eu d’effet positif que sur Akt, alors que 

seule la stimulation électrique des cellules musculaires a permis de maintenir un niveau d’activation 

d’Akt élevé, 24h post-stimulation. De manière intéressante, le traitement par réoxygénation des 

cellules C2C12 a été la condition ayant engendré le plus fort impact sur l’ensemble des protéines 

constituant la voie PI3K / Akt / mTOR. Avec l’activation des protéines Akt et GSK-3β, le retour en 

normoxie transitoire des cellules musculaires C2C12 sous hypoxie a été l’unique traitement ayant 
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entraîné l’activation des protéines 4E-BP1 et P70S6K. Nous savons que l’hypoxie impacte négativement 

les voies régulatrices de l’homéostasie protéique au sein de la cellule musculaire squelettique ; ces 

données prouvent qu’il est possible, par le biais de traitements tels que la stimulation électrique des 

myotubes et surtout la réoxygénation cellulaire, d’activer ou de réactiver l’une des voies de 

signalisation principale responsable de la protéosynthèse dans le muscle squelettique. Il serait 

intéressant de déterminer si ces contre-mesures agissent également sur les voies de signalisation 

responsables du catabolisme musculaire, particulièrement activées lors d’un stress hypoxique.  

 

III.2. Effets de la stimulation électrique, de la supplémentation en BCAAs ou de la 

réoxygénation cellulaire sur les facteurs de transcription FoxOs et les systèmes d’autophagie 

et ubiquitine-protéasome. 

 

 Les protéines faisant partie de la famille de classe O (FoxO) sont des facteurs de transcription 

jouant un rôle important dans l'homéostasie cellulaire. Exprimés dans le muscle squelettique, FoxO1 

et FoxO3 sont impliqués dans la dégradation des protéines par la régulation de plusieurs protéines des 

voies de l’autophagie (LC3) et ubiquitine-protéasome (E3 ubiquitine-ligases). Les variations de la 

phosphorylation ou l’expression de ces protéines nous éclairent sur l’activité catabolique de la cellule, 

et par conséquent, peuvent nous renseigner sur l’impact des contre-mesures utilisées dans notre 

étude sur l’atrophie des cellules musculaires C2C12 induite par l’hypoxie.  

 Le traitement des myotubes C2C12 sous hypoxie par stimulation électrique a été l’unique 

condition ayant entraîné une augmentation de la phosphorylation de la protéine FoxO1 sur sa sérine 

256, à 2h (1,27 ± 0,12 u.a., P < 0,05) et 24h (1,23 ± 0,16 u.a., P = 0,09) post-stimulation, en comparaison 

aux cellules hypoxiques (4% O2 ; non traitées) (Figure 49A). Au contraire, la supplémentation en BCAAs 

a provoqué une réduction de la forme phosphorylée de FoxO1, après 24h d’incubation (0,74 ± 0,03 

u.a., P = 0,06). Les cellules C2C12 traitées par réoxygénation n’ont présenté qu’une faible 

augmentation de la phosphorylation de FoxO1, que ce soit à 2h (1,19 ± 0,13 u.a.) ou 24h (1,15 ± 0,13 

u.a.) post-traitement (Figure 49A). Parallèlement à son homologue FoxO1, la phosphorylation de la 

protéine FoxO3a sur sa sérine 294, augmente faiblement à la suite du traitement par réoxygénation à 

2h (1,16 ± 0,1 u.a.) et 24h (1,12 ± 0,07 u.a.) après traitement (Figure 49B). Á l’opposé des données 

recueillies sur FoxO1, le traitement par stimulation électrique n’a engendré aucune variation de la 

phosphorylation de FoxO3a. En revanche, lorsque le milieu de culture des cellules C2C12 sous hypoxie 

a été supplémenté en BCAAs pendant une durée de 24h, cela a entrainé une hypo-phosphorylation de 

la protéine FoxO3a (0,62 ± 0,11 u.a., P < 0,05) (Figure 49B).  
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Figure 49 : Augmentation de la phosphorylation de FoxO des cellules C2C12 sous hypoxie à la suite d’un 
traitement par stimulation électrique. Le niveau de phosphorylation de FoxO1 et FoxO3a a été déterminé par 
Western blot dans des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) traités par stimulation électrique (ES), ou 
supplémentation en acides aminés (BCAAs) à une concentration de 5 mM (AA) ou par réoxygénation (2h, 21% 
O2), l’analyse étant effectuée 2h et 24h post-traitement. A : Quantification de FoxO1 phosphorylé (Ser256) (n = 
6). B : Quantification de FoxO3a phosphorylé (Ser294) (n = 10). C et D : Signaux représentatifs des protéines 
d'intérêt à 2h ou 24h après traitement. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2 ; 
non traitée) sont présentées par : * P <0,05 ; les tendances sont indiquées par la valeur P spécifique. 

 

 À la suite de l’application des différents traitements testés dans notre étude, l’analyse du ratio 

LC3 II / I, indiquant le degré de maturation de l’autophagosome, nous a révélé une augmentation de 

l’autophagie pour les cellules traitées par électrostimulation, 2h post-stimulation (1,31 ± 0,11 u.a., P < 

0,05), puis une réduction 24h après la fin de la stimulation électrique (0,79 ± 0,05 u.a, 24h vs 2h, P < 

0,001) (Figure 50A). Tout comme les cellules stimulées électriquement, la supplémentation en BCAAs 

des cellules C2C12 a entraîné une augmentation de l’expression de LC3 II (1,32 ± 0,14 u.a., P < 0,05) 2h 

post-traitement, puis une diminution du ratio LC3 II / I suite à 24h de traitement par les BCAAs (0,88 ± 

0,14 u.a, 24h vs 2h, P < 0,01) (Figure 50A). Bien que nous ayons observé une diminution de l’activité 

de l’autophagie entre 2h et 24h post-stimulation électrique et post-incorporation des BCAAs, après 

24h, les ratios LC3 II / I de chacune des contre-mesures testées était similaire au ratio des cellules en 

hypoxie (4% O2 ; non-traitées) (Figure 50A). Nos données indiquent que ces deux conditions 

(stimulation électrique ou supplémentation en BCAAs) ont entraîné des effets parallèles sur les 

systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome. En effet, nous avons constaté une diminution des 

deux systèmes de dégradation entre les mesures réalisées 2h et 24h après traitement, pour les cellules 

supplémentées par BCAAs (1,05 ± 0,38 u.a. vs 0,83 ± 0,12 u.a., à 2h et 24h respectivement, 24h vs 2h 

P ˂ 0,05) ou stimulées électriquement (1,05 ± 0,22 u.a. vs 0,87 ± 0,13 u.a., à 2h et 24h respectivement, 

24h vs 2h P = 0,08) (Figue 50B). En opposition aux conditions stimulation électrique et supplémentation 

en BCAAs, le traitement par réoxygénation des cellules C2C12 sous hypoxie n’a entraîné aucun 

changement des deux systèmes de dégradation protéique mesurés, que ce soit par rapport aux cellules 

hypoxiques, ou à travers le temps pour cette même condition (24h vs 2h) (Figure 50).  
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Figure 50 : Réduction des systèmes d’autophagie et d’ubiquitine-protéasome à travers le temps (2h et 24h) 
pour les cellules C2C12 traitées par stimulation électrique et supplémenté en BCAAs. Le niveau d'expression 
des systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome a été déterminé par Western blot dans des myotubes 
C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) traités par stimulation électrique (ES), ou supplémentation en acides aminés 
(BCAAs) à une concentration de 5 mM (AA) ou par réoxygénation (2h, 21% O2), l’analyse étant effectuée 2h et 
24h post-traitement. A : Ratio des protéines LC3 II / LC3I. B : Quantification des protéines conjuguées à 
l'ubiquitine. C : Signaux représentatifs des protéines LC3 I et LC3II. D : Signaux représentatifs des gels et protéines 
ubiquitinées. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2 ; non traitée) sont 
présentées par : * P < 0,05. Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont 
présentées par : § P < 0.05, §§ P < 0.01, §§§ P < 0.001. Les tendances sont indiquées par la valeur P spécifique (n 
= 10 par condition). 

 

Nos données ont montré que seules les cellules C2C12 sous hypoxie ayant subi un traitement par 

stimulation électrique ont observé une hyper-phosphorylation de FoxO1, le rendant par conséquent 

inactif par sa séquestration dans le cytosol. De plus, les contractions répétées des myotubes, initiées 

par le programme de stimulation électrique, ont entrainé une augmentation de l’expression de LC3 II, 

peu de temps après la fin de la stimulation. Cependant, nous avons observé que les traitements par 

stimulation électrique ou par supplémentation en BCAAs ont entraîné tous deux une baisse d’activation 

des systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome à travers le temps (2h vs 24h). Contrairement aux 

protéines de la voie de synthèse Akt-mTOR, le traitement par réoxygénation n’a eu que peu d’effet sur 

les facteurs de transcription et voies de dégradation des protéines des cellules C2C12 sous hypoxie. Bien 

que l’on ait constaté une variabilité importante de réponse pour chacun des traitements, une analyse 

morphologique approfondie des myotubes permettrait de mettre en relation, voire confirmer, les 

données recueillies au niveau intracellulaire.  

 



Résultats – Etude 2 

120 
 

 III.3. Effets de la stimulation électrique, de la supplémentation en BCAAs ou de la 

 réoxygénation cellulaire sur la morphologie et la teneur en protéines des myotubes. 

 

 Avant d’exposer les effets de chacune des contre-mesures sur les différents paramètres qui 

composent notre analyse morphologique, nous allons tout d’abord analyser la condition hypoxie de 

notre étude, c'est-à-dire décrypter l’impact de l’hypoxie sur le degré de différenciation et de 

maturation des myotubes. L’analyse morphologique des myotubes C2C12 sous hypoxie a révélé une 

diminution de leur diamètre, d’autant plus importante que le temps d’incubation à 4% O2 était de 

longue durée, avec une différence significative entre chaque jour de différenciation post-incubation : 

J5 (18 ± 0,28 µm), J6 (15,24 ± 0,38 µm, J6 vs J5, P ˂ 0,001) et J7 (10,94 ± 0,36 µm, J7 vs J6, P ˂ 0,001) 

(Figure 51B). La densité des myotubes a également fortement été perturbée par l’hypoxie, comme le 

montre la diminution drastique du nombre de myotubes avec la durée d’exposition à l’hypoxie après 

5 (J5 : 29,9 ± 1,6), 6 (J6 : 22,6 ± 1,6 ; J6 vs J5, P ˂ 0,01) et 7 (J7 : 12,51 ± 1,16 ; J7 vs J6, P ˂ 0,01) jours de 

différenciation (Figure 51D). Le degré de maturation des myotubes déterminé par l’index de fusion a 

montré également une diminution entre les jours J5 (44,8 ± 2,3 %) et J6 (27,1 ± 2 %, J6 vs J5, P ˂ 0,001) 

de différenciation (Figure 51C). Ces données, additionnées aux résultats obtenus lors de notre 

première étude, confirment que l’induction d’une hypoxie physiologique normobarique de 4% O2 

altère dramatiquement la morphologie des myotubes C2C12, avec des signes d’atrophie musculaire 

similaires à ce que l’on peut observer dans un muscle in vivo soumis à une hypoxie aigue ou chronique 

(de Theije et al., 2014 ; Sato et al., 1997).  

 

En revanche, l’application de contre-mesures à l’atrophie telles que la stimulation électrique et la 

réoxygénation a permis tout d’abord de maintenir des valeurs de diamètre de myotubes très proches 

entre les jours J5 (18,74 ± 0,51 µm et 18,17 ± 0,43 µm, stimulation électrique et réoxygénation, 

respectivement) et J6 (18,1 ± 0,39 µm et 17,56 ± 0,63 µm, stimulation électrique et réoxygénation, 

respectivement) de différenciation. De plus, le diamètre des myotubes soumis à ces deux traitements 

est supérieur aux cellules hypoxiques (4% O2), que ce soit à 24h (P ˂ 0,01) ou 48h (P ˂ 0,001) post-

traitement (Figure 51B). En comparaison aux deux conditions précédemment citées, les cellules 

traitées par supplémentation en BCAAs présentent un diamètre plus élevé comparativement aux 

cellules hypoxiques, uniquement 48h post-administration (12,34 ± 0,75 µm, P ˂ 0,05) (Figure 51B).  

En terme de densité des myotubes, nous avons constaté que la conditions hypoxie (4% O2 ; non 

traitées) et la condition supplémentation en BCAAs ont présenté une diminution similaire du nombre 

de myotubes au cours du temps, que ce soit à 24h (J6 vs J5, P ˂ 0,01) ou à 48h (J7 vs J6, P ˂ 0,01) post-

traitement (Figure 51D). Seuls les traitements par stimulation électrique ou par réoxygénation ont 

permis aux cellules C2C12 sous hypoxie de limiter une perte de myotubes au cours du temps (J6 vs J5 

et J7 vs J6, P = n.s), avec un nombre de myotubes par image supérieur à la condition hypoxie seule, 

48h post-stimulation pour le traitement par stimulation électrique (P ˂ 0,05), ou à 24h et 48h post-

induction pour le traitement par réoxygénation (P ˂ 0,01) (Figure 51D).  

Il est intéressant de noter que seules les cellules ayant été traitées par réoxygénation ont permis de 

maintenir un index de fusion myogénique sensiblement proche entre les temps 2h (45,7 ± 4,55%) et 

24h (44,76 ± 4,62%) (Figure 51C), tandis que l’ensemble des autres conditions ont observé une 

réduction du pourcentage de fusion entre ces deux temps (2h et 24h post-traitements) (P ˂ 0,01). La 

stimulation électrique et la réoxygénation sont les deux conditions permettant de maintenir un index 

de fusion significativement supérieur par rapport à la condition hypoxie (4% O2 ; non traité) (P ˂ 0,01), 

24h post-application, tandis que la réoxygénation est l’unique traitement ayant conduit à un 
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pourcentage de fusion des myotubes plus élevé (34,66 ± 1,7%, P ˂ 0,05) que celui des cellules en 

hypoxie seule (26,54 ± 3,1%), 48h post-induction (Figure 51C). Concernant le nombre de noyaux par 

myotube, les données coïncident avec celles mesurées pour l’index de fusion après 24h de traitement, 

avec un nombre de noyaux dans les myotubes plus importants pour les traitements par stimulation 

électrique ou par réoxygénation des cellules C2C12, 24h post-traitement (Figure 51E). 

Figure 51 : Limitation de l’atrophie des myotubes C2C12 sous hypoxie à la suite des traitements par stimulation 
électrique et réoxygénation cellulaire. A : Images représentatives des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) 
ou traités par stimulation électrique (ES), supplémentés en acides aminés (BCAAs) à une concentration de 5 mM 
ou traités par réoxygénation (2h, 21% O2) (O2) 48h après traitement. Les images ont été acquises à un 
agrandissement x20. Barre d'échelle = 100 µm. B : Mesure du diamètre des myotubes à 2h, 24h et 48h post-
traitement, exprimé en µm. C : Analyse de l'indice de fusion des myotubes en culture, exprimé en pourcentage. 
D : Analyse du nombre de myotubes par image. E : Analyse du nombre de noyaux par myotubes. J : jour de 
différenciation des myotubes. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2 ; non 
traitée) sont présentées par : * P < 0,05, ** P < 0,01, *** P < 0,001 ; les tendances sont indiquées par la valeur P 
spécifique. Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : 
§ P <0.05, §§ P <0.01, §§§ P < 0.001. 48h vs 24h : † P < 0,05, †† P < 0,01, ††† P < 0,001 (n = 6 par condition). 
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 La mesure de la teneur en protéines totales de chaque condition de notre étude nous permet 

de soutenir et renforcer les données obtenues par l’analyse morphologique des myotubes. 

Parallèlement à la mesure du diamètre et de la densité des myotubes, nous avons observé une 

quantité de protéines sensiblement similaire tout au long des différents temps de mesures réalisés 

dans notre étude, pour chaque traitement respectif, stimulation électrique (0,36 ± 0,01 ; 0,29 ± 0,01 

et 0,28 ± 0,06 mg ; à 2h, 24h et 48h post-stimulation, respectivement) ou réoxygénation (0,35 ± 0,02 ; 

0,27 ± 0,01 et 0,27 ± 0,09 mg ; à 2h, 24h et 48h post-induction, respectivement) (Figure 52). Au 

contraire, la supplémentation en BCAAs n’a pu empêcher l’importante perte du contenu protéique, 2h 

(0,36 ± 0,01 mg) et 24h (0,14 ± 0,01 mg, 24h vs 2h, P ˂ 0,001) post-administration (Figure 52). De plus, 

à l’instar de la supplémentation par BCAAs, les cellules C2C12 sous hypoxie traitées par stimulation 

électrique ou par une période de réoxygénation, ont montré des niveaux de protéines supérieurs à 

celui des cellules hypoxiques, à 24h (P ˂ 0,05) et 48h (P ˂ 0,05) post-application (Figure 52).  

 

 
Figure 52 : La teneur totale en protéines est plus élevée pour les myotubes C2C12 sous hypoxie traités par 
stimulation électrique ou par réoxygénation jusqu’à 48h après traitement. La teneur totale en protéines a été 
déterminée dans les myotubes C2C12 sous hypoxie non traités (H) ou traités par stimulation électrique (ES), 
acides aminés (BCAAs) ou réoxygénation (O2) 2h, 24h et 48h post-traitements. Les valeurs significativement 
différentes de la condition hypoxie (4% O2 ; non traitée) sont présentées par : * P < 0,05, ** P < 0,01. Les valeurs 
significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : §§§ P < 0,001 (n = 10 
par condition). 

 

Les données de l’analyse morphologique nous ont révélé que les traitements par stimulation électrique 

et par réoxygènation des cellules C2C12 sous hypoxie (4% O2) ont entraîné une limitation des effets 

négatifs sur la morphologie des myotubes résultant de la réduction du niveau d’oxygène (4% O2). Ces 

deux contre-mesures ont permis de conserver un état de maturation (diamètre et densité des 

myotubes) et de différenciation (index de fusion) à travers le temps, c’est-à-dire entre les différents 

moments de mesure de notre étude (24h et 48h post-traitement). Quels que soient les critères mesurés 

lors de notre analyse morphologique, le traitement des cellules C2C12 sous hypoxie par 

supplémentation en BCAAs n’a pu maintenir des valeurs de maturation et de différenciation des 

myotubes similaires aux conditions stimulation électrique et supplémentation en BCAAs. De plus, la 

mesure de la teneur en protéines cellulaires nous a révélé une importante diminution de la quantité de 

protéines des cellules musculaires sous hypoxie non-traitées ou supplémentées en BCAAs. De même 
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que les données morphologiques, la stimulation électrique et la réoxygénation cellulaires ont permis de 

maintenir une quantité de protéines très proche entre la première (2h) et la dernière (48h) mesures 

réalisées lors de notre étude.  

 

IV. Conclusion de l’étude II 

 

Cette étude sur l’analyse et la comparaison des contre-mesures à l’atrophie telles que la stimulation 

mécanique, la supplémentation nutritionnelle ou l’oxygénation cellulaire, nous a permis de démontrer 

qu’une période de réoxygénation des myotubes C2C12 sous hypoxie conduisait à l’activation ou la 

réactivation de l’une des voies principales de la protéosynthèse, la voie Akt-mTOR, par l’hyper-

phosphorylation des protéines clés telles que Akt, GSK-3β, et tout particulièrement 4E-BP1 et P70S6K. 

La limitation de l’atrophie des myotubes révélée par les différents paramètres de l’analyse 

morphologique, comme le diamètre des myotubes et l’index de fusion myogénique, ont révélé qu’une 

période de réoxygénation a pour effet de conserver un taux de maturité et un degré de différenciation 

des myotubes bien au-dessus des cellules hypoxiques non traitées. De plus, la conservation de la 

teneur en protéines jusqu’à 48h après traitement, nous permet de confirmer les effets bénéfiques de 

l’oxygénothérapie sur des cellules musculaires squelettiques atrophiées à la suite d’un stress 

hypoxique. En revanche, nous n’avons observé aucun impact significatif d’un traitement par 

réoxygénation sur les différentes voies cataboliques considérées dans notre étude (autophagie et 

ubiquitine-protéasome). À l’inverse, la stimulation électrique a été l’unique traitement impactant à la 

fois les protéines régulatrices des voies de dégradation (FoxO1, LC3 et les protéines ubiquitinées) et la 

voie de synthèse des protéines Akt-mTOR (Akt et GSK-3β). Tout comme le traitement par 

réoxygénation, la stimulation électrique des myotubes C2C12 sous hypoxie a permis de maintenir un 

niveau de maturité morphologique et une teneur en protéines des myotubes bien plus élevés que les 

myotubes non-traités. À l’opposé, la supplémentation par BCAAs a été le traitement ayant eu le moins 

d’effets significatifs parmi les trois contre-mesures testées dans cette étude, bien que les BCAAs aient 

permis une activation de la protéine Akt, une réduction des systèmes d’autophagie et d’ubiquitine-

protéasome à travers le temps, entre 2h et 24h post-traitement. Ces changements au niveau 

intracellulaire n’ont eu que très peu de répercussion sur la morphologie et la teneur en protéines des 

myotubes supplémentés en BCAAs, avec des valeurs très proches de celles des cellules C2C12 sous 

hypoxie et non traitées.  

 

Cette seconde étude a permis de mettre en évidence les caractéristiques anabolisantes d’un traitement 

tel que la réoxygénation de cellules musculaires squelettiques sous hypoxie. Outre l’impact exclusif et 

significatif de la réoxygénation sur la voie de synthèse des protéines Akt / mTOR (4E-BP1 et P70S6K), 

les données de l’analyse morphologique des myotubes semblables, voir supérieures au traitement par 

stimulation électrique, montre bien l’intérêt réel et le regard nouveau que la communauté scientifique 

et le corps médical devraient porter sur la supplémentation en oxygène dans l’élaboration de nouveaux 

traitements et programmes thérapeutiques dans la prise en charge de l’atrophie musculaire 

consécutive à l’hypoxie musculaire, observée chez des patients atteints de pathologies respiratoires et 

souffrant d’hypoxémie sévères et chronique.  
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Etude III : Effets additionnels de la stimulation mécanique, de la 

supplémentation en acides aminés et d’une période d’oxygénation vis-à-vis de 

l’atrophie des myotubes induite par l’hypoxie.   
 

I. Contexte et objectif 

 

 Les programmes de réhabilitation de personnes souffrant de BPCO, focalisés sur la perte de 

masse musculaire des patients, sont pour la grande majorité centrés sur l’emploi d’une unique 

stratégie thérapeutique, notamment : l’activité physique dans les programmes de réentrainement à 

l’effort ; la supplémentation nutritionnelle en glucides et protéines pour les sujets souffrant de 

dénutrition ou de fonte musculaire importante ; ou l’oxygénothérapie pour les sujets atteints 

d’hypoxémie sévère. L’utilisation de ces traitements de manière isolée n’entraine que peu d’effet sur 

les paramètres physiologiques perturbés lors d’un stress hypoxique et symptômes ou complications 

métaboliques provoqués par les atteintes respiratoires. En plus d’engendrer des adaptations 

physiologiques fortement dépendantes de la nature de l’intervention, de nombreuses études ont 

observé une disparité marquée dans les améliorations et adaptations aux traitements en fonction du 

stade de sévérité de la pathologie mais aussi du niveau d’atrophie musculaire des patients. En 

particulier, certains sujets arrivés à un stade sévère de la pathologie associé à des symptômes de 

cachexie ne montrent aucune réponse face à ces traitements. Dans la littérature scientifique, il n’existe 

qu’un nombre très limité de recherches faisant mention d’une combinaison de plusieurs traitements 

ayant pour but de contrecarrer l’atrophie musculaire consécutive à des pathologies respiratoires. Des 

co-traitements résultant de la combinaison d’un programme de réentrainement en force additionné à 

une supplémentation riche en protéines (programme emprunté au domaine de la performance 

sportive) apportent certes des améliorations significatives du nombre et du volume des fibres 

musculaires, mais uniquement chez les sujets souffrant de BPCO de type non hypoxémique. Ainsi, il 

n’existe à ce jour aucune réelle stratégie thérapeutique apportant une réponse efficace pour limiter 

ou réverser l’atrophie musculaire observée chez les patients souffrant d’une hypoxémie musculaire.  

 

 Les résultats observés dans notre seconde étude montrent qu’une période de réoxygénation 

de cellules musculaires squelettiques atrophiées par l’hypoxie entraîne la réactivation de l’une des 

voies de signalisation majeure de l’hypertrophie musculaire (Akt / mTOR) ; cela nous laisse à penser 

que l’oxygénothérapie pourrait être une piste sérieuse et envisageable dans la lutte de l’atrophie 

musculaire de personnes souffrant d’hypoxémie chronique et sévère. Nous faisons l’hypothèse que la 

combinaison de plusieurs traitements contre l’atrophie musculaire, tels que la stimulation mécanique, 

la supplémentation nutritionnelle riche en protéines et notamment la réoxygénation musculaire, 

seraient à même de contrecarrer efficacement l’atrophie musculaire consécutive à un stress hypoxique 

sévère et prolongé. L’association de chacun des traitements permettrait de potentialiser les réponses 

anaboliques au détriment des voies cataboliques exacerbées lors de phase d’hypoxie, et responsables 

de l’atrophie musculaire. Par conséquent, l’objectif de cette troisième étude est d’analyser et 

comparer les effets moléculaires (par l’analyse de protéines clés de l’homéostasie protéique) et 

morphologiques (par l’analyse de l’index de fusion, du diamètre et de la densité des myotubes) de 

cellules musculaires squelettiques C2C12 mises en culture sous hypoxie, soumises à plusieurs 

combinaisons de traitements associant la stimulation électrique, la supplémentation en acide aminés 

et/ou une période de réoxygénation.  
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II. Protocole de l’étude 

 

 Au 4ème jour de différenciation cellulaire, les myotubes initialement en culture dans un milieu 

dit de normoxie (21% O2) ont été transférés à l’intérieur d’une chambre à hypoxie (4% O2), et y ont été 

maintenus jusqu’à la fin du protocole d’étude (Figure 53). Après 24h d’hypoxie, c’est-à-dire au 

cinquième jour de différenciation, nous avons appliqué aux cellules C2C12 sous hypoxie différentes 

combinaisons de traitements : (i) non traitées (hypoxie 4% O2) ; (ii) stimulation électrique (SE) ; (iii) 

stimulation électrique + supplémentation en BCAAs (SE + BCAAs) ; (iv) stimulation électrique + 

réoxygénation (SE + O2) ; et enfin (v) stimulation électrique + BCAAs + réoxygénation (SE + BCAAs + O2). 

La stimulation électrique des cellules musculaires C1C12 a été appliquée par l’intermédiaire d’un 

électro-stimulateur, avec un programme de stimulation identique à celui utilisé dans notre seconde 

étude, soit une intensité de stimulation de 30 V, une fréquence de 1 Hz, une durée de contraction de 

3ms, sur une durée totale de 60 minutes. À noter qu’avant et après chaque stimulation électrique, le 

milieu de culture est changé. Pour les conditions (SE + BCAAs) et (SE + BCAAs + O2), le milieu de culture 

a été enrichi par un mélange de BCAAs (leucine, isoleucine et valine) à une concentration de 5mM, 

immédiatement après la fin du programme de stimulation électrique. Pour les conditions (SE + O2) et 

(SE + BCAAs + O2), les cellules C2C12 préalablement exposées dans la chambre à hypoxie durant 24h à 

4% O2 sont rapidement transférées dans un environnement dit de normoxie au sein de l’incubateur 

principal, à un taux d’oxygène de 21% O2, sur une durée de 120 min. À la fin de cette période de 

réoxygénation cellulaire, les cellules sont replacées dans la chambre à hypoxique (4% O2) jusqu’à la fin 

du protocole (Figure 53). 

 

Mesures et temps d’analyses 

 

 L’analyse moléculaire a été réalisée 2h et 24h après la fin de la période de la stimulation 

électrique (60 min) et de la réoxygénation (120 min). L’état de phosphorylation et/ou de l’expression 

des protéines de la voie de synthèse PI3K / Akt / mTOR (Akt ; mTOR ; 4E-BP1 ; P70S6K ; GSK-3β) et des 

voies de dégradation des protéines (FoxO1 ; FoxO3a ; LC3 ; protéines ubiquitinées) ont été quantifiés 

par la technique du Western blot. Nous avons également, par le biais d’un marquage des myotubes au 

May-Grünwald-Giemsa, analysé l’état de maturation et de différenciation des myotubes à 2h (J5), 24h 

(J6) et 48h (J7) après application des différents traitements (Figure 53). 

 

Analyses statistiques 

 

 L’ensemble des traitements ont été effectués au moins en triplicatas biologiques ou en 

quadruplicatas provenant de 2 ou 3 cultures indépendantes. Toutes les données sont présentées en 

moyenne ± SEM. Un test de normalité (Shapiro-Wilk test) a été réalisé sur l’ensemble des données. Les 

effets des différentes conditions (i, ii, iii, iv et v) et les durées (24h vs 2h et 48h vs 24h) ont été testés 

par ANOVA à deux voies (conditions et temps). Si des effets principaux et/ou des interactions 

significatifs étaient observés avec l’ANOVA, des tests post-hoc multi-rangs de Fisher ont été appliqués 

pour examiner des différences pour chaque paire spécifique. Les différences ont été considérées 

comme statistiquement significatives lorsque P ˂ 0,05. Les statistiques ont été calculées à l'aide du 

logiciel Statistica 8.0. 
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Figure 53 : Représentation schématique des différentes conditions et combinaisons de traitement appliquées 
aux cellules C2C12 sous hypoxie. J : jour de différenciation des myotubes, % : taux d’oxygène administré aux 
cellules musculaires C2C12 différenciées en myotubes. 

 

III. Résultats  

 

 III.1. Effets de l’association des contre-mesures à l’atrophie musculaire (stimulation 

 électrique, supplémentation en BCAAs et réoxygénation) consécutive à l’hypoxie, sur 

 la voie de signalisation Akt-mTOR.  

  

 La quantification de la protéine Akt, 2h post-traitement, a révélé que la majorité des conditions 

ont conduit à une hyper-phosphorylation d’Akt en comparaison aux cellules sous hypoxie et non 

traitées, notamment SE (6,83 ± 1,92 u.a., P < 0,001), SE + BCAAs (5,69 ± 1,46 u.a., P < 0,01) et SE + O2 

(3,76 ± 1,68 u.a., P < 0,05). En revanche, la combinaison des trois contre-mesures (SE + BCAAs + O2) n’a 

entraîné aucune variation du ratio p-Akt / Akt. Parmi les traitements ayant entrainé une activation 

d’Akt, seuls les effets résultant du traitement par stimulation électrique seule (SE) ont persisté 24h 

post-stimulation (2,94 ± 0,68 u.a., P < 0,05) par rapport à la condition hypoxie (4% O2 ; non traitée) 

(Figure 54A). Contrairement à ce qui a été observé pour la protéine Akt, la condition associant 

l’ensemble des contre-mesures (SE + BCAAs + O2) a été l’unique traitement entrainant une 

augmentation de la phosphorylation de mTOR (1,52 ± 0,18 u.a.), et ce en comparaison aux cellules 

sous hypoxie non traitées (P < 0,001) et cellules traitées par stimulation électrique seule (P < 0,01). Il a 

été observé, 24h après traitement, une importante diminution du ratio p-mTOR / mTOR de l’ensemble 
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des conditions testées, par rapport aux données analysées 2h post-traitement (24h vs 2h, P < 0,05). De 

plus, on peut noter une réduction du niveau de phosphorylation de mTOR pour les conditions ES (0,69 

± 0,1 u.a., P < 0,05), ES + BCAAs (0,6 ± 0,07 u.a., P < 0,01) et ES + BCAAs + O2 (0,56 ± 0,08 u.a., P < 0,01) 

par rapport à la condition hypoxie (Figure 54B). Concernant l’état activation de la protéine GSK-3β, 

l’une des cibles en aval de Akt, seules les cellules C2C12 traitées par ES + O2 (1,27 ± 0,15 u.a., P < 0,05) 

ont provoqué, 2h post-traitement, une hyper-phosphorylation de GSK-3β comparativement aux 

cellules C2C12 sous hypoxie et non traitées. Toujours 2h post-traitement, la comparaison des 

traitements combinés avec la condition stimulation électrique seule a révélé une diminution du ratio 

p-GSK-3β / GSK-3β pour les traitements associant la stimulation électrique à une supplémentation en 

BCAAs (SE + BCAAs ; SE + BCAAs + O2) (P < 0,05). Au-delà de 24h de traitement, seul le traitement par 

stimulation électrique (SE) a entraîné une suractivation de GSK-3β (1,27 ± 0,08 u.a., P < 0,05) par 

rapport à la condition hypoxie (4% O2 ; non-traitée) (Figure 54C).  

Figure 54 : Impact des différentes combinaisons de contre-mesures à l’atrophie musculaire consécutive à 

l’hypoxie sur la voie de synthèse Akt-mTOR dans des cellules C2C12 sous hypoxie. Le niveau d'activation de la 
voie de signalisation Akt-mTOR a été déterminé par Western blot sur des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) 
non traitées (H) ; traitées par stimulation électrique (SE) ; stimulation électrique + supplémentation en BCAAs (SE 
+ AA) ; stimulation électrique + réoxygénation (SE + O2) ; et enfin stimulation électrique + BCAAs + réoxygénation 
(SE + AA + O2), l’analyse étant effectuée 2h et 24h post-traitement. A : Ratio PhosphoSer473 Akt / Akt total. B : 
Ratio PhosphoSer2441 mTOR / mTOR total. C : Ratio PhosphoSer9 GSK-3β / GSK-3β total. D : Signaux représentatifs 
des protéines d'intérêt 2h ou 24h après traitement. Les valeurs significativement différentes de la condition 
hypoxie (4% O2 ; non traitée) sont présentées par : * P < 0,05 ; ** P < 0,01 ; *** P < 0,001 ; les tendances sont 
indiquées par la valeur P spécifique. Les différences par rapport à la condition stimulation électrique (SE) sont 
présentées par : † P < 0,05 ; †† P < 0,01. Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h 
vs 2h) sont présentées par : § P < 0.05, §§§ P < 0.001 (n = 10 par condition).  



Résultats – Etude 3 

128 
 

 Après 24h de traitement, l’analyse de la protéine 4E-BP1 a montré une hyper-phosphorylation 

des cellules C2C12 sous hypoxie traitées par l’ensemble des conditions combinant au moins deux 

contre-mesures : SE + BCAAs (1,61 ± 0,13 u.a.), SE + O2 (1,92 ± 0,07 u.a.), SE + BCAAs + O2 (1,83 ± 0,1 

u.a.). Cette augmentation du niveau de phosphorylation a été observé à la fois sur les cellules sous 

hypoxie (4% O2) non traitées (P < 0,001) et sur les cellules traitées par stimulation électrique seule 

(0,99 ± 0,16 u.a., P < 0,001), et également aux valeurs analysées 2h post-traitement (24h vs 2h, P < 

0,01) (Figure 55). La protéine P70S6K, second effecteur de mTOR mesuré dans notre analyse 

moléculaire de la voie Akt-mTOR, n’a observé aucune variation significative de son niveau de 

phosphorylation pour l’ensemble des conditions testées, et ce quels que soient les temps de mesures 

utilisés dans notre protocole (2h et 24h). Nous pouvons toutefois noter que les cellules C2C12 ayant 

été traitées par la condition combinant stimulation électrique et réoxygénation ont observé une 

élévation du ratio p-P70S6K / P70S6K après 24h, en comparaison aux cellules traitées par la même 

condition 2h post-traitement (24h vs 2h, P < 0,05) (Figure 55). 

 

 
Figure 55 : Effets des différentes combinaisons de contre-mesures à l’atrophie musculaire consécutive à 
l’hypoxie sur les effecteurs de mTOR (4E-BP1 et P70S6K). Le niveau d'activation de 4E-BP1 et de P70S6K a été 
déterminé par Western blot sur des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) non traitées (H) ; traitées par 
stimulation électrique (SE) ; stimulation électrique + supplémentation en BCAAs (SE + AA) ; stimulation électrique 
+ réoxygénation (SE + O2) ; et enfin stimulation électrique + BCAAs + réoxygénation (SE + AA + O2). A : Ratio 
PhosphoSer51 4E-BP1 / 4E-BP1 total (n = 6). B : Ratio PhosphoThr389 P70S6K / P70S6K total (n = 10). C et D : Signaux 
représentatifs des protéines d'intérêt à 2h ou 24h après traitement. Les valeurs significativement différentes de 
la condition hypoxie (4% O2 ; non traitée) sont présentées par : *** P < 0,001. Les différences par rapport à la 
condition stimulation électrique (SE) sont présentés par : ††† P < 0,001. Les valeurs significativement différentes 
pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : § P < 0.05, §§ P < 0.01, §§§ P < 0.001. 

 

Cette première phase d’analyse moléculaire nous indique que les traitements combinant plusieurs 

contre-mesures semblent avoir plus d’impact sur les protéines clés de la voie Akt / mTOR, fait observé 

lors de l’analyse de la protéine 4E-BP1 pour laquelle l’ensemble des traitements combinés ont entrainé 

une augmentation significative de la phosphorylation, en comparaison aux cellules C2C12 traitées par 

la stimulation électrique seule. De plus, l’association des trois contre-mesures en un seul traitements 
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(SE + BCAAs + O2), a été l’unique condition à entraîner une suractivation de la protéine mTOR 

comparativement aux cellules musculaires sous hypoxie non traitées ou traitées par stimulation 

électrique seule, même si la condition stimulation électrique a entrainé la plus forte activation de Akt 

avec le maintien d’un niveau de phosphorylation d’Akt élevé 24h post-stimulation. L’association de 

plusieurs contre-mesures sur des cellules musculaires squelettiques sous hypoxie semble donc avoir un 

impact plus important sur les protéines se positionnant en aval de Akt dans la voie de protéosynthèse 

Akt / mTOR.  

 

 III.2. Effets de l’association des contre-mesures à l’atrophie musculaire consécutive 

 à l’hypoxie sur les facteurs de transcription FoxOs et les systèmes d’autophagie et 

 ubiquitine-protéasome. 

 

 Les traitements des myotubes C2C12 sous hypoxie traités par stimulation électrique seule (SE) 

(1,2 ± 0,08 u.a.) et par la combinaison d’une période de réoxygénation post-stimulation électrique (SE 

+ O2) (1,16 ± 0,02 u.a.,) ont été les seules conditions ayant entraîné une augmentation de la 

phosphorylation de FoxO1 sur sa sérine 256 2h post-traitement (P < 0,05), en comparaison à la 

condition hypoxie (4% O2 ; non traitées) (Figure 56A). Après 24h de traitement, nos données ont 

montré une hypo-phosphorylation de FoxO1 dans les cellules C2C12 sous hypoxie traitées par 

l’ensemble des conditions associant au moins deux contre-mesures : SE + BCAAs (0,85 ± 0,06 u.a., P < 

0,05), SE + O2 (0,84 ± 0,07 u.a., P < 0,05), SE + BCAAs + O2 (0,69 ± 0,04 u.a., P < 0,001), par rapport aux 

cellules sous hypoxie non traitées. De plus, ces mêmes conditions ont observé une baisse significative 

du niveau de phosphorylation au cours du temps (24h vs 2h, P < 0,01) (Figure 56A). Contrairement à 

son homologue FoxO1, le facteur de transcription FoxO3a n’a subi aucune variation significative de son 

ratio p-FoxO3a / FoxO3a (Figure 56B).  
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Figure 56 : Augmentation de la phosphorylation de FoxO des cellules C2C12 sous hypoxie à la suite d’un 
traitement par stimulation électrique seul. Le niveau de phosphorylation de FoxO1 et FoxO3a a été déterminé 
par Western blot dans des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) ; traitées (H) ; traitées par stimulation 
électrique (SE) ; stimulation électrique + supplémentation en BCAAs (SE + AA) ; stimulation électrique + 
réoxygénation (SE + O2) ; et enfin stimulation électrique + BCAAs + réoxygénation (SE + AA + O2). A : Ratio 
PhosphoSer256 FoxO1 / Foxo1, (n = 6). B : Ratio PhosphoSer294 FoxO3a / Foxo3, (n = 10). C et D : Signaux 
représentatifs des protéines d'intérêt à 2h ou 24h après traitement. Les valeurs significativement différentes de 
la condition hypoxie (4% O2 ; non traitée) sont présentées par : * P < 0,05 ; *** P < 0,001. Les valeurs 
significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : §§ P < 0.01, §§§ P < 
0.001. 

 

 À la suite de l’application des différents traitements testés dans notre étude, l’analyse du ratio 

LC3-II / LC3-I nous a révélé une augmentation de l’autophagie pour les cellules traitées par stimulation 

électrique seule (SE) (1,32 ± 0,15 u.a.) ou associée à une supplémentation en BCAAs (SE + BCAAs) (1,21 

± 0,15 u.a.) 2h post-stimulation (P < 0,05), suivie d’une réduction 24h post-traitement (24h vs 2h, P < 

0,01) (Figure 57A). Par ailleurs, 24h après traitement, nous avons observé une sous-expression 

significative de la protéine LC3-II des cellules C2C12 sous hypoxie traitées par l’ensemble des 

conditions combinant au moins deux contre-mesures : SE + BCAAs (0,66 ± 0,06 u.a., P < 0,01), SE + O2 

(0,73 ± 0,05 u.a., P < 0,05), SE + BCAAs + O2 (0,66 ± 0,07 u.a., P < 0,01), et ce par rapport à la condition 

hypoxie (4% O2 ; non traitées) (Figure 57A). Concernant le système de dégradation ubiquitine-

protéasome, nos données ont révélé, 2h post-traitement, une augmentation de l’ubiquitination des 

protéines pour les cellules C2C12 ayant été traitées par les conditions associant la stimulation 

électrique à une supplémentation en BCAAs, c'est-à-dire SE + BCAAs (1,22 ± 0,14 u.a., P < 0,05) et SE + 

BCAAs + O2 (1,17 ± 0,13 u.a., P = 0,09). On note également que ces mêmes conditions ont observé une 

réduction de la quantité de protéines ubiquitinées au cours du temps (24h vs 2h ; P < 0,01) (Figure 

57B). 
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Figure 57 : Réduction des systèmes d’autophagie et d’ubiquitine-protéasome à travers le temps (2h et 24h) 
pour les cellules C2C12 traitées par stimulation électrique et supplémentées en BCAAs. Le niveau d'expression 
des systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome a été déterminé par Western blot dans des myotubes 
C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) ; traitées par stimulation électrique (SE) ; stimulation électrique + 
supplémentation en BCAAs (SE + AA) ; stimulation électrique + réoxygénation (SE + O2) ; et enfin stimulation 
électrique + BCAAs + réoxygénation (SE + AA + O2). A : Ratio des protéines LC3 II / LC3I. B : Quantification des 
protéines conjuguées à l'ubiquitine. C : Signaux représentatifs des protéines LC3 I et LC3II. D : Signaux 
représentatifs des gels et protéines ubiquitinées. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie 
(4% O2 ; non traitée) sont présentées par : * P < 0,05 ; ** P < 0,01 ; les tendances sont indiquées par la valeur P 
spécifique. Les différences par rapport à la condition stimulation électrique (SE) sont présentées par : †† P < 0,01. 
Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : §§ P < 0.01, 
§§§ P < 0.001 (n = 10 par condition). 

 

Les données recueillies sur les voies de dégradation des protéines, démontrent que seules les cellules 

C2C12 sous hypoxie ayant subi un traitement par stimulation électrique seule (SE) ou associée à une 

période de réoxygénation (SE + O2) ont observé une hyper-phosphorylation de FoxO1, inhibant l’action 

transcriptionnelle de ce dernier. De plus, la stimulation électrique seule a été l’unique traitement 

permettant de maintenir au cours du temps (24h post-stimulation) un niveau de phosphorylation de 

FoxO1 équivalent aux cellules sous hypoxie non traitées, tandis que, l’ensemble des conditions 

associant plusieurs contre-mesures à l’atrophie ont observé une hypo-phosphorylation significative de 

FoxO1, 24h post-traitement. Contrairement à FoxO1, où les conditions associant plusieurs contre-

mesures à l’atrophie ne semblent avoir que peu d’effet, ces traitements multiples ont permis de 

diminuer significativement le niveau d’activation de l’un des principaux systèmes de dégradation, 
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l’autophagie. Parallèlement aux protéines de la voie de synthèse Akt-mTOR, le traitement par 

stimulation électrique agit en amont des voies de signalisation de l’homéostasie protéique, avec la 

protéine Akt pour la voie de protéosynthèse et le facteur de transcription FoxO1 pour les voies de 

protéolyse, alors que les traitements combinant plusieurs contre-mesures agissent sur les protéines en 

aval de ces voies de signalisation, et ce sur une période relativement longue post-traitement (24h). Il 

serait intéressant de mettre en relation l’ensemble de ces données intracellulaires avec une analyse 

morphologique détaillée des myotubes, ce qui nous permettrait de confirmer cette variabilité de 

réponse entre les différentes modalités de traitements utilisés dans notre étude. 

 

III.3. Effet de l’association des contre-mesures à l’atrophie musculaire consécutive à 

l’hypoxie sur la morphologie de myotubes C2C12 hypoxiques.  

 

 L’analyse morphologique des myotubes nous a permis de mettre évidence que l’ensemble des 

contre-mesures utilisées dans notre protocole ont permis de maintenir des valeurs de diamètre de 

myotubes très proches entre les jours J5 et J6 de différenciation, alors que les myotubes sous hypoxie 

non traités ont observé une diminution significative de leur diamètre après 48h sous hypoxie (J6 vs J5, 

P < 0,01). De plus, les diamètres des myotubes soumis aux différentes contre-mesures à l’atrophie 

musculaire ont tous été supérieurs à la condition hypoxie, après 24h de traitement (P ˂ 0,05) (Figure 

58B). Nous avons observé, 48h post-traitement, que seules les cellules C2C12 traitées par l’ensemble 

des conditions combinant au moins deux contre-mesures, c’est-à-dire, SE + BCAAs (12,52 ± 1,19 µm), 

SE + O2 (14,78 ± 0,5 µm), SE + BCAAs + O2 (14,52 ± 0,23 µm), ont observé un diamètre des myotubes 

plus élevé que celui des cellules musculaires sous hypoxie et non traitées (10,94 ± 0,36 µm) (P ˂ 0,05) 

(Figure 58B). 

 

 Concernant l’index de fusion myogénique, il est intéressant de noter qu’entre les temps de 2h 

et 24h post-traitement, seules les cellules ayant été traitées par réoxygénation, c’est-à-dire ES + O2 

(45,7 ± 0,96 % et 44,76 ± 1,8 %, à 2h et 24h, respectivement) et ES + BCAAs +O2 (47,69 ± 1,8 % et 46,48 

± 2,33 %, à 2h et 24h, respectivement) ont permis de maintenir un pourcentage de fusion sensiblement 

proche entre ces deux temps de mesure (Figure 58C), bien que les myotubes C2C12 ayant été traités 

par stimulation électrique seule (36,83 ± 1,8 %, 24h post-traitement) ont pu maintenir un pourcentage 

de fusion supérieur aux myotubes contrôles non traités (27,06 ± 2,04 %) (P ˂ 0,01). Les myotubes 

soumis à une période de réoxygénation (ES + O2 et ES + BCAAs + O2) ont entraîné un index de fusion 

plus élevé que la condition stimulation électrique seule (P ˂ 0,01). D’autre part, seules les conditions 

de traitement comprenant une période de réoxygénation ont conduit à un pourcentage de fusion des 

myotubes plus élevé (34,02 ± 1,38 % et 32 ± 1,16 % ; ES + O2 et ES + BCAAs + O2, P ˂ 0,05 et P = 0,06 ; 

respectivement) que celui des myotubes sous hypoxie non traités (26,54 ± 3,09 %), 48h post-

traitement (Figure 58C). 

 

 En terme de densité des myotubes, nous avons constaté que seule la condition hypoxie (4% 

O2 ; non traitées) a présenté une diminution du nombre de myotubes au 6ème jour de différenciation, 

soit 48h post-induction de l’hypoxie (J6 vs J5, P ˂ 0,01). Seuls les traitements par réoxygénation ont 

conduit à un nombre de myotubes par image plus élevé que la condition hypoxie non traitée, et ce 24h 

post-traitement (P ˂ 0,01) (Figure 58D), alors qu’au 7ème jour de différenciation, l’ensemble des 

conditions a conduit à une réduction de la densité de myotubes comparativement aux données 

recueillies 24h auparavant (J7 vs J6, P ˂  0,05). De plus, 48h post traitement,  l’ensemble des traitements 
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utilisés dans notre protocole ont maintenu un nombre de myotubes significativement plus élevé que 

les cellules sous hypoxie non traitées (P ˂ 0,01) (Figure 58D). Concernant le nombre de noyaux par 

myotube, aucun des traitements employés dans notre étude n’a permis d’obtenir un nombre de 

noyaux plus important que les myotubes sous condition d’hypoxie (4% O2 ; non traitées) (Figure 58E). 

 

L’analyse morphologique des myotubes nous a révélé que l’ensemble des traitements combinant au 

moins deux contre-mesures à l’atrophie musculaire ont entrainé sur des cellules C2C12 sous hypoxie 

(4% O2) une réduction de l’impact négatif de l’hypoxie sur la maturation des myotubes. Les traitements 

associant la stimulation électrique à une période de réoxygénation ont permis de conserver un index 

de fusion, un diamètre et une densité de myotubes supérieurs aux myotubes sous hypoxie non traités, 

et ce quels que soient les moments de mesures de notre étude (24h et 48h post-traitement). Cependant, 

nous pouvons noter que la condition stimulation électrique seule a pu également maintenir un état de 

maturation (diamètre des myotubes) et de différenciation (index de fusion) plus important que les 

myotubes sous hypoxies non traités, mais cela uniquement sur une période de temps n’excédant pas 

24h post-traitement, alors que les conditions combinant plusieurs traitements ont réussi à conserver 

un meilleur diamètre et niveau de fusion des myotubes, et ce jusqu’à 48h après la fin de l’application 

des traitements.  
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Figure 58 : Maturation des myotubes C2C12 sous hypoxie à la suite de différentes combinaisons de contre-

mesures à l’atrophie musculaire. A : Images représentatives des myotubes C2C12 sous hypoxie (4% O2) (H) ; 

traitées par stimulation électrique (SE) ; stimulation électrique + supplémentation en BCAAs (SE + AA) ; 

stimulation électrique + réoxygénation (SE + O2) ; et enfin stimulation électrique + BCAAs + réoxygénation (SE + 

AA + O2). Les images ont été acquises à un agrandissement x20. Barre d'échelle = 100 µm. B : Diamètre des 

myotubes à 2h, 24h et 48h post-traitement, exprimé en µm. C : Indice de fusion des myotubes en culture, 

exprimée en pourcentage. D : Nombre de myotubes par image. E : Nombre de noyaux par myotubes. J : jour de 

différenciation des myotubes. Les valeurs significativement différentes de la condition hypoxie (4% O2 ; non 

traitée) sont présentées par : * P < 0,05, ** P < 0,01, *** P < 0,001, les tendances sont indiquées par la valeur P 

spécifique. Les différences par rapport à la condition stimulation électrique (SE) sont présentés par : †† P < 0,01. 

Les valeurs significativement différentes pour les valeurs de temps (24h vs 2h) sont présentées par : § P < 0.05, 

§§ P < 0.01, §§§ P < 0.001. 48h vs 24h : # P < 0,05, ## P < 0,01, ### P < 0,001 (n = 6 par condition). 
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IV. Conclusion de l’étude III 

 

 Cette étude ayant pour objectif de comparer plusieurs modalités de co-traitements 

permettant de limiter l’atrophie musculaire de cellules C2C12 sous hypoxie (4% O2) nous a permis de 

révéler une disparité d’impact au niveau intracellulaire de certaines protéines clés régulatrices de 

l’homéostasie protéique, entre les traitements utilisant uniquement la stimulation électrique et 

d’autres traitements combinant la stimulation électrique avec une supplémentation en BCAAs et/ou 

une période de réoxygénation. En effet, les données moléculaires indiquent une influence importante 

du traitement par stimulation électrique sur les protéines telles que Akt et FoxO1, localisées toutes 

deux en amont des voies de signalisation responsables de la protéosynthèse et de la protéolyse, 

respectivement. En revanche, la stimulation électrique suivie d’une supplémentation en BCAAs et/ou 

une réoxygénation des cellules musculaires sous hypoxie a impacté davantage, et ce de manière 

positive, des protéines en aval des voies de synthèse et de dégradation des protéines, avec la 

suractivation de la protéine mTOR et 4E-BP1 dans la voie Akt-mTOR, et une réduction de l’expression 

de la protéine LC3 II dans la voie de l’autophagie. De plus, il semblerait également que les traitements 

associant plusieurs contre-mesures à l’atrophie musculaire ont des effets retardés dans le temps, 

jusqu’à 24h après la fin des traitements, en comparaison au traitement par stimulation électrique seule 

(2h post-traitement). La mise en relation des données moléculaires avec l’analyse morphologique nous 

a permis de confirmer que l’ensemble des conditions associant plusieurs contre-mesures à l’atrophie 

musculaire ont entraîné un maintien important de plusieurs critères morphologiques (index de fusion, 

diamètre et densité des myotubes), révélateurs d’une limitation de l’atrophie des myotubes sous 

hypoxie, et ce même à un temps avancé (48h) post-application des différents traitements. Nous 

pouvons mettre en avant que seule l’intervention associant les trois contre-mesures à l’atrophie 

(stimulation électrique suivie d’une période de réoxygénation et d’une supplémentation en BCAAs) ait 

réussi, sur le plan moléculaire, à conduire à une suractivation de la protéine mTOR, et sur le plan 

morphologique, à maintenir un diamètre des myotubes supérieur aux myotubes sous hypoxie non 

traités, et également aux myotubes traités uniquement par stimulation électrique. 
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Etude I : Impact de différentes méthodes d'induction de l'hypoxie cellulaire 
 

 Un approfondissement des connaissances des différentes formes d’altération de la fonction 

musculaire consécutive à un stress hypoxique est fondamental dans l’établissement et le 

développement de nouvelles stratégies thérapeutiques pour la prise en charge des maladies 

respiratoires ayant des répercussions importantes sur le système musculaire. En ce sens, l’utilisation 

de modèles d’étude in vitro sous hypoxie est actuellement l’une des étapes essentielles pour une 

meilleure compréhension des mécanismes cellulaires résultant d’une diminution du taux d’O2 au 

niveau intracellulaire. Ainsi, il existe actuellement, au niveau de la cellule musculaire squelettique, 

plusieurs modalités d’induction de l’hypoxie in vitro (Chen et al., 2017 ; Choy et al., 2009 ; Hayot et al., 

2011 ; Huang et al., 2014 ; Scaringi et al., 2013). Notre première étude a permis de déterminer les 

similitudes et les différences entre l’induction de l’hypoxie par l’intermédiaire d’une chambre à 

hypoxie, méthode dite « hypoxie physiologique normobarique », et l’utilisation de substances 

pharmacologiques telles que le chlorure de cobalt ou la desferrioxamine, appelées aussi « agents 

mimétiques de l’hypoxie ». Nos critères de comparaison entre ces deux modalités d’induction se sont 

focalisés principalement sur la maturation morphologique de cellules musculaires squelettiques et les 

voies de signalisation intracellulaires responsables de l’atrophie et de l’hypertrophie musculaires. 

 

 Une étude de Richardson et al, portant sur la cascade de la tension en O2 à travers plusieurs 

compartiments du corps humain, nous indique que dans des conditions normales de normoxie, le 

muscle squelettique a une tension d’environ 30 à 40 mmHg, soit 5% d’O2 (Richardson et al., 2006). Par 

conséquent, in vivo, toute concentration d’O2 au niveau musculaire en-dessous de 5% est considérée 

comme une condition d’hypoxie. Ainsi, pour notre étude in vitro, nous avons fait le choix pour l’hypoxie 

physiologique normobarique d’entreposer les cellules musculaires C2C12 à 4% O2. Bien que cette 

modalité d’induction de l’hypoxie par diminution de la teneur en oxygène de l'air ambiant reste à ce 

jour la référence dans la reproduction du phénomène d’hypoxie in vivo (Chaillou et al., 2016), des 

traitements pharmacologiques utilisant des agents mimétiques de l’hypoxie (CoCl2 et DFO) sont 

couramment utilisés pour simuler dans la cellule un état d’hypoxie (Chen et al., 2017 ; Huang et al., 

2014 ; Scaringi et al., 2013). Les agents mimétiques de l’hypoxie tels que le CoCl2 et la DFO ont la faculté 

de court-circuiter le mécanisme d’hydroxylation du facteur de transcription HIF-1α, senseur de 

l’hypoxie intracellulaire. L’ion cobalt (Co2+) et le fort pouvoir chélateur de la DFO entre en compétition 

avec le Fe2+, cofacteur indispensable au fonctionnement des prolyl hydroxylases, initiatrices de la 

dégradation de HIF-1α. Ainsi, tout comme l’hypoxie physiologique, les agents mimétiques de l’hypoxie 

ont la caractéristique de stabiliser HIF-1α, et ce malgré une exposition à un taux d’O2 de 21%, considéré 

dans les protocoles de culture cellulaire comme la valeur de base de la normoxie (Chaillou et al., 2016 ; 

Ciafré et al., 2007). Au sein de la littérature, les concentrations utilisées pour les agents mimétiques de 

l’hypoxie varient de 5 à 500 µM. Cependant, nous avons noté qu’une concentration de 200 µM est 

communément utilisée dès lors que la durée d’un traitement des cellules est supérieure à 24h (Chen 

et al., 2017 ; Ciafré et al., 2007), et nos résultats montrent une augmentation de la quantité de HIF-1α 

après 24h d’induction de l’hypoxie, et ce quelle que soit la modalité d’induction de l’hypoxie in vitro. 

Cette augmentation de la quantité de HIF-1 α peut résulter de deux processus : soit une stabilisation, 

soit une synthèse de novo de HIF-1 α. Une étude de Pisani et al., a montré sur des cellules C2C12 

traitées au CoCl2 (200μM) une augmentation de l'expression de la protéine HIF-1α sur des temps 

relativement courts, 30min et 3h après traitement (Pisani et al., 2005), ces temps très courts n’étant 

que peu compatibles avec une néosynthèse de HIF-1 α. Au contraire, une autre étude, également 
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menée sur des cellules C2C12 exposées à une hypoxie de 5% d’O2, a relevé une surexpression de HIF-

1α uniquement à partir de 72h d'exposition, et ce en comparaison à des mesures effectuées 24h et 

48h après l'induction de l’hypoxie physiologique (Ji et al., 2018). L’augmentation de la quantité de HIF-

1α que nous avons mesuré dans notre étude a lieu dès 6h post-traitement va dans le sens d’une 

stabilisation de HIF-1α par les agents mimétiques de l’hypoxie plutôt qu’une surexpression de HIF-1α.  

 

Il serait simple d’affirmer que les conséquences caractéristiques de l’hypoxie physiologique sur la 

cellule musculaire soient similaires aux effets de l’induction de l’hypoxie par agent pharmacologique. 

De plus, à notre connaissance, il n’existe dans la littérature aucune étude ayant déterminé avec 

précision les similitudes et les différences entre ces deux méthodes d’induction de l’hypoxie sur les 

voies de signalisation impliquées dans l’homéostasie des protéines, ni leur répercussion sur la 

morphologie des myotubes et leur teneur en protéines. Or, dans l’étude du système musculaire, et 

notamment dans la régulation de sa masse, l’homéostasie protéique prend une place importante dès 

lors que son équilibre peut être perturbé, ce qui peut avoir de lourdes conséquences sur le volume 

musculaire, que ce soit en termes d’hypertrophie ou d’atrophie musculaires (Langen et al., 2013). Les 

résultats de notre étude ont permis de mettre en évidence que les cellules musculaires squelettiques 

privées d’oxygènes (4% O2) ou traitées par le CoCl2 sur une durée de 24h, ont observé une diminution 

d’activation de la protéine Akt, et dans un même temps une réduction de l’état de phosphorylation du 

facteur de transcription FoxO1, alors qu’aucune variation notable n’a été observée dans les cellules 

C2C12 traitées par la DFO concernant ces deux protéines importantes dans la régulation de 

l’homéostasie protéique musculaire. Ces données corroborent celles de Theije et collaborateurs, 

démontrant un ratio p-Akt / Akt moins important et une surexpression de FoxO1 dans le muscle 

squelettique de rat en réponse à une hypoxie chronique de 21 jours (Theije et al., 2013). L’ensemble 

de ces observations centrées sur les conséquences mécanistiques de l’hypoxie sur la cellule musculaire 

renforce les conclusions avancées par plusieurs auteurs portant sur les causes de l’atrophie musculaire 

chez les personnes atteintes de pathologie respiratoire (Glass et al., 2005 ; Vogiatzis et al., 2010 ; 

Doucet et al., 2007), et notamment le fait que l’hypoxie serait l’un des facteurs déterminants dans la 

perturbation de l’homéostasie protéique en faveur d’une atrophie musculaire prononcée. Par la suite, 

nous nous sommes intéressés aux conséquences de chacune des modalités d’induction de l’hypoxie 

sur l’activation et / ou l’expression des protéines en aval de Akt et FoxO1 dans les voies de synthèse et 

de dégradation des protéines, respectivement.  

 

 L’une des cibles d’Akt que nous avons sélectionnée dans notre analyse est la protéine GSK-3β. 

Lorsque cette dernière est phosphorylée par Akt, son action d’inhibiteur de la synthèse des protéines, 

par inhibition du facteur de transcription eucaryote 2B (eIF2B), s’en trouve altérée (Léger et al., 2006). 

Il a été démontré chez le rat et sur des myotubes C2C12 une réduction du taux de phosphorylation de 

GSK-3β à la suite d’une privation en O2, entrainant ainsi une réduction de la synthèse protéique (Caron 

et al., 2009 ; Theije et al., 2013). Tout comme GSK-3β, plusieurs études ont constaté qu’un stress 

hypoxique provoque sur des myotubes C2C12, sur des cultures primaires issues de muscles de patients 

atteints de BPCO, chez les rongeurs ou à partir de biopsies de patients BPCO, une hypo-

phosphorylation de P70S6K, protéine en aval du complexe mTORC1 qui joue un rôle déterminant dans 

l’hypertrophie des cellules musculaires (Costes et al., 2015 ; Favier et al., 2010 ; Martin et al., 2017a). 

Nos données indiquent une diminution conjointe du ratio p-GSK-3β / GSK-3β et p-P70S6K / P70S6K 

pour les myotubes C2C12 soumis à une hypoxie physiologique ou à l’agent mimétique CoCl2, alors 
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qu'au contraire, aucune de ces protéines n'a subi de variation significative à la suite d’un traitement 

par DFO (Figure 59).  

Afin de compléter notre investigation sur les conséquences des différents modes d’induction de 

l’hypoxie sur les molécules clés régulant la croissance et le développement cellulaires, nous nous 

sommes intéressés, en plus des protéines des voies de protéosynthèse et de protéolyse, à l’un des 

facteurs de différenciation de la cellule musculaire, à savoir la myogénine. Parallèlement à la voie Akt 

/ mTOR, notre analyse a révélé une sous-expression de la myogénine pour les cellules C2C12 traitées 

à 4% O2 et au CoCl2. Une étude de Di Carlo et collaborateurs explique cette perturbation de l’expression 

de la myogénine en hypoxie par une inhibition précoce du marqueur de différenciation MyoD, 

bloquant ainsi l’initiation de la différenciation terminale. De plus, les auteurs ont pu constater une 

réversibilité de l’inhibition de la différenciation en hypoxie ; en effet, un retour en normoxie des 

cellules musculaires C2C12 préalablement placées en hypoxie a entraîné des niveaux d’expression des 

facteurs myogéniques très proches de ceux observés auprès des cellules restées sous normoxie (Di 

Carlo et al., 2004). Au vu de cette analyse moléculaire, centrée principalement sur la voie de régulation 

de la protéosynthèse, le CoCl2 est sans aucun doute l’agent mimétique de l’hypoxie ayant le plus de 

similitude avec l’induction de l’hypoxie par privation d’O2, compte tenu de leurs impacts négatifs 

communs sur plusieurs protéines de la voie Akt / mTOR. 

 

 

Figure 59 : Représentation 
schématique des impacts de 
l’hypoxie physiologique (4% 
O2) et des agents mimétiques 
de l’hypoxie (CoCl2 et DFO) 
sur la régulation de 
l'homéostasie protéique 
(c'est-à-dire l'équilibre entre 
la synthèse et la dégradation 
protéiques) et la 
morphologie des myotubes. 
Les cellules du muscle 
squelettique cultivées sous 
hypoxie physiologique (4% O2) 
ou traitées avec l’agent 
chimique, le CoCl2, présentent 
une diminution de la synthèse 
protéique et une 
augmentation de la 
dégradation protéique, 
entraînant une réduction du 
diamètre des myotubes. En 
revanche, le traitement par la 
DFO n’a aucun effet sur la 
morphologie des myotubes 
C2C12 ni sur les voies de 
signalisation impliquées dans 
l’homéostasie protéiques. Les 
traits continus traduisent une 
augmentation, et les traits 
discontinus une diminution. 
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 Bien que l’une des causes majeures du déséquilibre de l’homéostasie protéique en hypoxie 

soit la perturbation des voies de synthèse des protéines, elle n’est pas la seule. Les voies de protéolyse 

jouent également un rôle important dans la régulation du métabolisme protéique. Ce catabolisme 

musculaire prononcé est un phénomène bien identifié chez certains patients atteints d’hypoxie sévère 

chronique et présentant une cachexie importante (Debigaré et al., 2003 ; Remels et al., 2012). Une 

étude réalisée à partir de biopsies du vaste latéral fémoral de patients BPCO montre une surexpression 

de la protéine LC3-II inversement corrélée à une réduction de la section transversale du muscle étudié 

(Guo et al., 2013). La présence importante de LC3-II dans la cellule musculaire traduit d’une hausse de 

l’autophagie (Sandri et al., 2013). Dans notre étude comparative, une convergence d’effet a été 

constaté entre l’hypoxie physiologique et l’induction de l’hypoxie par le CoCl2 à la suite de 24h 

d’exposition. Toutes deux ont entraîné une activation du système de dégradation par autophagie, 

traduite par la hausse du ratio LC3-II / LC3-I. Le second processus de dégradation que nous avons 

considéré dans notre étude, tout aussi important que l’autophagie, est le système ubiquitine-

protéasome. Martin et ses collaborateurs ont mis en évidence une augmentation de l’expression de 

l’ARNm de MuRF1 dans des myotubes C2C12 soumis à une réduction drastique du taux d’oxygène (1% 

O2), alors que les cellules C2C12 soumises à une hypoxie de 5% n’ont observé aucun changement 

d’expression d’ARNm codant pour la E3-ubiquitine ligase (Martin et al., 2017a). Ainsi, cette étude de 

Martin nous laisse à penser que le taux d’hypoxie de 4% O2 sélectionné dans notre protocole ne soit 

pas un niveau d’hypoxie suffisant pour stimuler l'ubiquitination des protéines (Martin et al., 2017a ; 

Theije et al., 2013), et effectivement, l’hypoxie induite par le CoCl2 a été le seul traitement de notre 

étude ayant entrainé une augmentation du taux d’ubiquitination des protéines (Figure 59). Ces 

résultats sont en corrélation avec une étude ayant mis en évidence une augmentation de l’expression 

des ubiquitine E3 ligases, MAFbx et MuRF1, dans des cellules C2C12 traitées par le CoCl2 (Rovetta et 

al., 2006).  

 

 L’hypophosphorylation de la protéine P70S6K et la surexpression de LC3-II ont clairement 

démonté que les cellules musculaires squelettiques étaient sensiblement impactées par une réduction 

du taux d’oxygène, conduisant à un déséquilibre évident des voies de régulation responsables de 

l’anabolisme et du catabolisme protéiques, et ce en faveur de l’atrophie musculaire (Langen et al., 

2013). En effet, l’ensemble de nos données moléculaires nous a révélé que l’hypophosphorylation de 

FoxO1 et la surexpression de LC3-II, associées à une réduction de la voie Akt / mTOR / P70S6K, 

renforcent le postulat que l’hypoxie entraîne une perturbation de l’homéostasie des protéines pouvant 

altérer sérieusement la morphologie des myotubes. Concernant la comparaison des différentes 

modalités d’induction de l’hypoxie in vitro, nos résultats ont pu démontrer que seul le CoCl2, à la 

différence de son homologue la DFO, a impacté sensiblement les protéines responsables de la 

protéosynthèse mesurées sur les cellules musculaires, et ce de la même manière que les cellules 

soumises à une hypoxie physiologique. En parallèle à la voie de synthèse, notre analyse des deux 

systèmes de dégradation protéique (autophagie et système ubiquitine-protéasome) nous a révélé une 

disparité des effets entre une induction de l’hypoxie par réduction du taux d’O2 et le CoCl2, qui avait 

jusqu’à présent montré d’importantes similitudes en terme d’impact sur des protéines clés régulatrices 

de l’homéostasie protéique (Akt, P70S6K, GSK-3β et FoxO1) (Figure 59). En effet, nos données 

indiquent qu’une hypoxie physiologique à 4% O2 augmente de façon importante (et sur un temps 

relativement court) l’expression de l’un des marqueurs de l’autophagie, la protéine LC3-II ; même si le 

traitement par le CoCl2 a entraîné une surexpression de LC3-II par rapport aux cellules non-traitées, 

cette hausse reste bien en deçà de celle provoquée par l’hypoxie physiologique. Cette disparité d’effet 
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entre l’hypoxie physiologique et le CoCl2 s’est renforcée avec l’analyse du système ubiquitine-

protéasome. Les cellules musculaires traitées par le CoCl2 pendant 24h ont observé une augmentation 

importante du taux d’ubiquitination des protéines en comparaison aux cellules C2C12 sous hypoxie 

physiologique (4% O2). Ces différences d’effets entre une hypoxie à 4% O2 et le CoCl2 en terme de 

niveau et temps d’activation des deux systèmes de dégradation analysés peut s’expliquer notamment 

par le pourcentage d’oxygène (4%), la concentration de l’inducteur chimique (200 µM) ou le temps 

d’exposition sélectionné dans notre protocole (Chen et al., 2017 ; Rovetta et al., 2013 ; Theije et al., 

2013). Á l’opposé de son homologue mimétique de l’hypoxie, la DFO n’a provoqué aucune variation 

de phosphorylation ou d’expression des protéines d’intérêt analysées dans notre étude. Au contraire, 

la DFO a maintenu tout au long de notre investigation des voies de signalisation régulatrices de 

l’homéostasie protéique à des valeurs très proches de celles recueillies auprès des cellules musculaires 

non-traitées (normoxie à 21% O2).  

 

 Après s’être concentrés sur des temps relativement courts d’incubation (6h et 24h), nous nous 

sommes intéressés aux conséquences à plus long terme (48h et 72h) des différentes modalités 

d’induction de l’hypoxie sur la morphologie et le contenu protéique des myotubes. Parallèlement aux 

données intracellulaires, nous avons mesuré une diminution du diamètre des myotubes étroitement 

associée à une perte importante du contenu protéique, et ce uniquement pour les myotubes traités 

par l’hypoxie physiologique ou par le CoCl2. Ces données, signes du développement d’une atrophie des 

myotubes consécutive au stress hypoxique, ont également été constatée in vivo auprès de rats après 

une période d’hypoxie prolongée à 8% O2 (Theije et al., 2013) ou par la réduction du diamètre des 

myotubes issus de culture primaire de cellules musculaires de patients BPCO (Pomiès et al., 2015). 

L’ensemble de nos données moléculaires révèle une importante hypophosphorylation des protéines 

Akt, GSK3-β, P70S6K et FoxO1 à la suite d’une exposition hypoxique (physiologique ou chimique), 

pouvant expliquer les résultats de notre analyse morphologique et la concentration totale en protéines 

après une exposition de 48h et 72h aux différents traitements (Figure 59).  

 

 Pour conclure sur cette première partie de travail de thèse, qui avait pour objectif de mettre 

en évidence les similitudes ou disparités entre plusieurs modalités d’induction de l’hypoxie in vitro, 

l’ensemble de nos données, obtenues à la fois au niveau moléculaire et morphologique, démontre que 

l’hypoxie physiologique à 4% O2 et l’agent mimétique de l’hypoxie, le chlorure de cobalt (CoCl2), ont 

de nombreuses similitudes en terme d’impact sur les voies de signalisation responsables de 

l'homéostasie protéique et la morphologie des myotubes. Ces données renforcent le fait qu’en 

l’absence d’un dispositif permettant d’appauvrir physiquement le taux d’O2 (chambre à hypoxie), le 

CoCl2 est l’agent pharmacologique le plus adéquat dans la mise en place d’un protocole d’induction de 

l’hypoxie sur des cellules musculaires en culture. De plus, les différents indicateurs moléculaires et 

morphologiques de la mise en place progressive d’une atrophie musculaire consécutive à l’induction 

de l’hypoxie (4% O2 et CoCl2) semblent être en accord avec les processus cataboliques aboutissant à 

une atrophie musculaire observée in vivo, chez le rongeur en hypoxie ou chez des patients souffrant 

d’hypoxémie chronique (BPCO). Cette étude renforce l’intérêt des modèles d’induction artificielle de 

l’hypoxie, qui ont prouvé être une réelle alternative aux modèles animaux ou humain dans la 

compréhension des mécanismes des dysfonctionnements musculaires associés à l’hypoxie. 
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Etude II : La stimulation mécanique, la supplémentation en acides aminés ou la 

réoxygénation dans la limitation de l’atrophie de cellules musculaires sous 

hypoxie. 
 

 L’oxygénothérapie est un traitement extrêmement prescrit et répandu dans la prise en charge 

des patients souffrant d’hypoxie chronique les plus sévères. Même s’il existe un certain nombre 

d’études rapportant des améliorations significatives de la tolérance à l’effort et des scores aux 

différents tests de performances physiques utilisés lors d’évaluation en centre de réhabilitation 

(Emtner et al., 2003 ; Maltais et al., 2001), très peu d’études, à l’heure actuelle, se sont intéressées à 

la compréhension mécanistique d’une supplémentation en oxygène sur des cellules musculaires 

squelettiques sous hypoxie. De plus, il n’existe dans la littérature aucune donnée concernant les 

conséquences d’une réoxygénation de cellules musculaires sur les voies de signalisation régulatrices 

de l’homéostasie protéique. Le but de cette seconde étude a été de déterminer l’efficacité d’un 

traitement par supplémentation en O2 à travers des indicateurs des processus d’atrophie et 

d’hypertrophie musculaires, et aussi de comparer les effets de ce traitement par réoxygénation avec 

d’autres interventions connues comme étant anabolisantes, telles que la stimulation mécanique 

(électrostimulation) ou la supplémentation nutritionnelle (acides aminés branchés).  

 

 Des études ont révélé des effets positifs sur la voie de protéosynthèse PI3K-Akt en réponse à 

une réoxygénation de cellules rénales embryonnaires humaines soumises à une réduction du taux 

d’oxygène, se manifestant notamment par une hyperphosphorylation de la protéine mTOR à la suite 

de cette supplémentation en O2 (Arsham et al., 2003 ; Tan et al., 2013). Notre analyse moléculaire de 

la voie Akt / mTOR a révélé qu’une période de réoxygénation a entraîné une ré-activation de la 

protéine Akt et de plusieurs cibles en aval. Ainsi, après la période de réoxygénation, la protéine GSK-

3β a observé une hausse de sa forme phosphorylée, levant ainsi son inhibition sur le facteur eIF2 

responsable de l’initiation de la traduction (Bolster et al., 2004) (Figure 60). De plus, la réoxygénation 

a conduit à une hyperphosphorylation des protéines 4E-BP1 et P70S6K, effecteurs du complexe 

mTORC1, avec pour actions respectives l'initiation de la traduction par la libération de eIF4E et 

l'activation de la protéine S6 ribosomale, provoquant toutes deux l'initiation de la synthèse protéique 

(Reyes de la Cruz et al., 2004). Il est important de noter que seules les cellules musculaires C2C12 

initialement en hypoxie et ayant été traitées par réoxygénation ont observé une activation de 

précurseurs clés de la synthèse protéique (4E-BP1 et P70S6K), et ce en comparaison avec la stimulation 

électrique ou la supplémentation en BCAAs (Figure 60), ces dernières étant connues pour être des 

contre-mesures habituelles à l'atrophie musculaire des patients atteints d’hypoxémie chronique 

(Maltais et al., 2014).  
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Figure 60 : Représentation schématique des effets moléculaires et morphologiques à la d’un traitement par 
stimulation électrique ou par supplémentation en BCAAs ou par des cellules musculaires squelettiques C2C12 
sous hypoxies. 

 

 Contrairement au traitement par réoxygénation, la stimulation électrique a été l’unique 

intervention entraînant à la fois une hyperphosphorylation des protéines de la protéosynthèse Akt et 

GSK-3β, et des voies de protéolyse par le facteur de transcription FoxO1 (Figure 60). Ce rééquilibrage 

de la balance entre les voies de signalisation de la synthèse et de la dégradation protéiques, en faveur 

de l’hypertrophie, est similaire à ce que l’on peut observer en normoxie dans des modèles de cellules 

musculaires en culture, ou in vivo (homme et rongeur) à la suite d’une série de contractions 

musculaires répétées, entrainant une suractivation de la voie PI3K / Akt / mTOR (Léger et al., 2006 ; 

Nedachi et al., 2008). Il est important de noter qu’en réponse à la stimulation électrique, seule la 

protéine Akt a gardé un état d’activation élevé, même 24h après la fin du programme 

d’électrostimulation. Au contraire, les effets de la stimulation électrique sur FoxO1 n’ont été observé 

que sur une courte durée après l’arrêt de la stimulation (2h). Ces observations renforcent le caractère 

aigu des effets de l’entrainement sur la protéolyse en hypoxie, et un impact plus important dans le 

temps sur la protéosynthèse (Brandt et al., 2016). Tout comme la stimulation mécanique, la 

supplémentation en acide(s) aminé(s) conduit à une stimulation des voies de la synthèse des protéines 

et tout particulièrement la voie Akt / mTOR, avec une augmentation de l’activation du complexe 

mTORC1, aussi bien dans des modèles in vitro de cellules musculaires en culture ou in vivo en normoxie 

(Jewell et al., 2013). L’ensemble de nos données moléculaires ont montré que contrairement aux 

traitements par oxygénation ou par stimulation électrique, l’incorporation de BCAAs au milieu de 

différenciation des cellules musculaires C2C12 sous hypoxie (4% O2) n’a engendré que peu de variation 
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sur les protéines de la voie Akt / mTOR, et aucun changement positif sur les différents facteurs de la 

protéolyse considérés dans notre protocole (Figure 60). Malgré un certain nombre d'études sur la 

supplémentation en acides aminés dans le muscle squelettique, on ignore si l'absorption cellulaire 

et/ou l'action des acides aminés sont altérées dans la cellule musculaire en hypoxie (Engelen et al., 

2007 ; Jewell et al., 2013 ; Waldron et al 2017). 

 

 Bien que le traitement par réoxygénation ait activé plusieurs protéines importantes de la voie 

Akt / mTOR, que ce soit en amont (Akt) ou en aval de mTOR (4E-BP1 et P70S6K), la supplémentation 

en O2 n’a entraîné aucune variation significative des différentes protéines impliquées dans la 

protéolyse vue dans notre étude, renforçant ainsi un impact exclusivement anabolique de 

l’oxygénation pour limiter l’atrophie musculaire consécutive à un stress hypoxique (Figure 60). Ainsi, 

bien que l’activation de Akt provoque une phosphorylation des facteurs de transcription FoxOs, 

entraînant leur exclusion du noyau et par conséquent une inhibition de leur fonction de transcription 

de gènes cibles impliqués dans la protéolyse (Stitt et al., 2004), nos données indiquent que la 

stimulation électrique a été la seule intervention permettant de phosphoryler à la fois les protéines 

Akt et FoxO1 à 2h et 24h après la fin de la stimulation. Ces données sous-entendent que même dans 

des conditions de stress hypoxique, la cellule musculaire squelettique conserve cette sensibilité à un 

stress mécanique permettant d’inhiber FoxO1 par l’activation d’Akt (Léger et al., 2006).  

Aucune des contre-mesures à l’atrophie musculaire en hypoxie (électrostimulation, supplémentation 

en BCAAs ou réoxygénation) utilisées dans notre étude n’a engendré de variation bénéfique sur 

l’autophagie, ni sur le système ubiquitine-protéasome, comparativement aux cellules C2C12 sous 

hypoxie uniquement (4% O2 et non-traitées). Les seuls effets notables concernent les cellules 

musculaires ayant été traitées par stimulation électrique ou par supplémentation en BCAAs, entraînant 

dans un premiers temps une augmentation de l’expression de la protéine LC3-II 2h après traitements, 

puis un retour à un niveau d’expression similaire à celui des cellules hypoxiques non traitées après 24h. 

Cette baisse d’activation dans le temps a également été observée lors de l’analyse du système 

ubiquitine-protéasome, avec une diminution du niveau de protéines ubiquitinées entre 2h et 24h après 

la fin des traitements par stimulation électrique ou par supplémentation en BCAAs. La phosphorylation 

de FoxO1, recensée à 2h et 24h après la stimulation électrique, peut être un élément de réponse dans 

l’explication de la réduction des systèmes d’autophagie et ubiquitine-protéasome au cours du temps 

(Sandri et al., 2013). En effet, la cellule musculaire squelettique subit divers changements et 

adaptations lorsqu’elle est soumise à un stress hypoxique, avec notamment des modifications du 

métabolisme et la croissance cellulaires (Chaillou et al., 2016 ; Di carlo et al., 2004). La pénurie en 

oxygène a pour principale conséquence, au niveau du métabolisme de la cellule, la perturbation des 

processus d’oxydation des substrats, entraînant ainsi une suractivation des voies de dégradation en 

hypoxie afin de permettre un approvisionnement suffisant en énergie (Langen et al., 2013). La 

supplémentation en BCAAs des cellules C2C12 sous hypoxie pourrait ainsi compenser cette demande 

en substrats, ce qui expliquerait ainsi la réduction au cours du temps des deux systèmes de dégradation 

des protéines analysés dans notre étude.  

 

 Après avoir mis en évidence sur le plan moléculaire le caractère exclusivement anabolique du 

traitement par réoxygénation, notre analyse morphologique a révélé que les myotubes traités par 

oxygénation (c’est-à-dire un retour en normoxie, à 21% O2) sur une durée de 2h ont maintenu un 

diamètre, un indice de fusion myogénique et une densité de myotubes plus élevés 48h post-traitement 

que les cellules musculaires hypoxiques non traitées. De nombreuses études ont démontré in vitro sur 
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des cellules musculaires qu’une réduction du niveau d’oxygène entraînait une inhibition des processus 

de prolifération et de maturation des myotubes, en maintenant les cellules sous hypoxie dans un état 

indifférencié par rapport aux cellules mises en culture dans des conditions standards de normoxie 

(Chaillou et al., 2016 ; Launay et al., 2010). Toutefois, une étude de Di Carlo et al a permis de mettre 

en évidence que l’altération de la différenciation induite par l’hypoxie peut être réversible. En effet, 

les cellules musculaires C2C12 initialement cultivées dans une chambre à hypoxie (1% O2), puis 

transférées dans un environnement de normoxie (21% O2) pendant 48h, ont été capables d’opérer une 

phase de différenciation similaire aux cellules constamment maintenues en normoxie. Ainsi les cellules 

musculaires gardent cette faculté de conserver la capacité de proliférer et de se différencier en 

réexprimant correctement les facteurs de la régulation myogénique (Di Carlo et al., 2004). Notre étude 

a permis de mettre en évidence pour la toute première fois qu’une courte période de réoxygénation 

(2h) de cellules musculaires squelettiques hypoxiques a permis de limiter l’atrophie des myotubes, et 

ce jusqu’à 48h après la fin du traitement. Les données recueillies, que ce soit au niveau moléculaire ou 

au niveau morphologique, ont permis de mettre en évidence les bénéfices que peut apporter le 

traitement par supplémentation en O2 sur la différenciation et la maturation des myotubes 

initialement sous hypoxie (Figure 60).  

 

 Chez l’homme, des études ont démontré que l’entrainement physique (notamment en 

résistance) ou la stimulation électrique entraînent l’activation de plusieurs mécanismes responsables 

de l’hypertrophie musculaire (Krieger, 2010 ; Vivodtzev et al., 2012). Le programme 

d’électrostimulation des myotubes utilisé dans notre protocole a permis de maintenir, jusqu’à 48h 

après la fin de la stimulation, un diamètre et une densité de myotubes significativement supérieurs 

par rapport aux cellules C2C12 sous hypoxie et non traitées. Ces données morphologiques corroborent 

de précédentes études conduites in vitro sur des cellules musculaires en normoxie (21% d'O2), 

montrant une augmentation du diamètre des myotubes et une amélioration de la formation de la 

structures sarcomériques striées des myotubes en réponse à une stimulation électrique (Fujita et al., 

2007 ; Nedachi et al., 2008). Par conséquent, les adaptations anabolisantes de la cellule musculaire 

squelettique en réponse à une stimulation électrique observées dans un environnement de normoxie 

peuvent être réinvesties dans la limitation de l'atrophie des myotubes consécutive à un stress 

hypoxique.  

En comparaison des effets de la stimulation électrique ou de la réoxygénation, la supplémentation en 

BCAAs n’a entraîné que peu d’effet sur la morphologie des myotubes. On remarque uniquement, 48h 

après incorporation, un niveau de diamètre supérieur au diamètre des myotubes sous hypoxie (4% O2 

et non-traitées). Ces résultats morphologiques peuvent s'expliquer par le faible impact des BCAAs sur 

les voies de synthèse et de dégradation des protéines, comme nous l’avons vu précédemment. Alors 

qu’en normoxie, la leucine ou d’autres acides aminés sont des activateurs directs du complexe 

mTORC1 (inhibant ainsi le système ubiquitine-protéasome et augmentant en parallèle les facteurs 

responsables de la prolifération et différenciation cellulaires (Duan et al., 2017)), il semblerait, d’après 

nos données, que la diminution du taux d’oxygène au niveau intracellulaire modifie et altère les effets 

anabolisants des acides aminés dans le muscle squelettique. Malheureusement, ces mécanismes 

perturbateurs en hypoxie restent encore inconnus à ce jour.  

 

 Cette seconde étude a démontré que les processus du développement de l’atrophie 

musculaire consécutive à une pénurie en oxygène au niveau intracellulaire peuvent-être limités, voire 

inversés, par l’intermédiaire d’un programme d’électrostimulation ou une courte période de 
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réoxygénation. L’analyse et la comparaison des différentes contre-mesures à l’atrophie des myotubes 

sous hypoxie a permis de mettre en évidence que le traitement par réoxygénation a un impact positif 

sur l’anabolisme des cellules C2C12, comparable à la stimulation électrique, et supérieur à celui de la 

supplémentation par acides aminés (Figure 60). Toutefois, parallèlement au programme par 

électrostimulation, le traitement par réoxygénation a été la seule condition à stimuler de façon 

importante plusieurs protéines de la voie Akt / mTOR, notamment les effecteurs de mTOR, les 

protéines 4E-BP1 et P70S6K. De plus, l’activation de ces principaux initiateurs de la protéosynthèse a 

été corroborée au niveau morphologique, avec le maintien dans le temps de plusieurs paramètres de 

la maturation cellulaire, tels que le diamètre, l’index de fusion et la densité des myotubes. Cette 

limitation de l’atrophie des myotubes sous hypoxie pourrait être dûe à une activation exclusive de la 

voie de synthèse Akt / mTOR, puisque les voies de dégradation considérées dans notre étude n’ont 

absolument pas été influencées par la période d’oxygénation. L’association de nos données 

moléculaires et morphologiques constituent la première preuve que l’une des principales voies de 

signalisation de la protéosynthèse dans le muscle squelettique, altérée consécutivement à un stress 

en hypoxie, reste sensible et peut-être réactivée par une courte période de supplémentation en 

oxygène. Ainsi, cette étude met en lumière le potentiel thérapeutique de l’oxygénothérapie chez les 

personnes souffrant d’une atrophie musculaire induite par une hypoxémie sévère et chronique. 

 

Etude III : La stimulation mécanique, la supplémentation en acides aminés ou 

l’oxygénation dans la limitation de l’atrophie de cellules musculaires sous 

hypoxie. 
 

 Bien que l’exercice physique reste le traitement de référence dans la limitation de la perte de 

masse musculaire auprès de patients atteints de maladies respiratoires, des études menées sur la 

limitation de l’atrophie musculaire, basées sur des programmes de réentraînement à l’effort 

conventionnels tels que l’on peut observer en centre de réhabilitation, font état d’une importante 

disparité de réponse en fonction du type de complication et de sévérité propre à chaque patient. Ces 

patients sont pour la grande majorité atteint de BPCO, et souffrent d’hypoxémie ou de cachexie 

(Brandt et al., 2016 ; Costes et al., 2015 ; Vogiatzis et al., 2010). Cette non-réponse du système 

musculaire au traitement par l’activité physique entraîne une perte de masse musculaire des sujets 

atteints si importante qu’elle en devient un fort prédicateur de mortalité, mettant ainsi au premier 

plan la prise en charge de cette atrophie musculaire comme un élément central de la stratégie 

thérapeutique (Marquis et al., 2002 ; Patel et al., 2014). Une étude de Costes et al, démontre une 

importante disparité de réponse du système musculaire entre les sujets sains, et des patients BPCO 

hypoxémique et non hypoxémique, à la suite d’un réentrainement combinant exercice aérobie et 

résistance, mettant en avant une perturbation de la réponse du système musculaire à la suite d’un 

exercice physique, en lien avec la pénurie de l’oxygène dans la cellule musculaire (Costes et al., 2015).  

 

 Au vu des résultats et conclusions de notre seconde étude, chacune des contre-mesures 

testées a montré des effets bénéfiques dans la limitation de l’atrophie musculaire consécutive à 

l’hypoxie (Figure 61). Même si les traitements par stimulation électrique ou par réoxygénation ont 

impacté différemment les voies de signalisation impliquée dans l’homéostasie protéique, tous deux 

ont conduit à une limitation de l’atrophie des myotubes 24h et 48h post-traitement. Dans cette 

troisième étude, notre objectif a été de tenter de potentialiser, de maximiser les effets bénéfiques de 
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l’association de plusieurs contre-mesures à l’atrophie musculaire. Notre hypothèse était que 

l’association d’un programme d’électrostimulation à une supplémentation en acides aminés et/ou à 

une période réoxygénation permettrait à des cellules musculaires C2C12 sous hypoxie (4% O2) de 

bénéficier d’un maximum de stimulations anabolisantes pour leur permettre de lutter contre les effets 

délétères de l’hypoxie, et notamment de contrer l’atrophie musculaire.  

 

 

Figure 61 : Représentation schématique des effets moléculaires et morphologiques d’un traitement combinant 
stimulation électrique suivi d’une supplémentation en BCAAs et une période de réoxygénation sur des cellules 
musculaires squelettiques C2C12 sous hypoxies.  

  

 Les données recueillies concernant les effets de la stimulation électrique seule ont été 

similaires aux résultats obtenus lors de notre seconde étude, avec un impact positif sur les protéines 

Akt, GSK-3β, et facteur transcription FoxO1. L’ensemble des données recensées au niveau moléculaire 

et morphologique ont montré que les cellules C2C12 traitées uniquement par la stimulation électrique 

ont observé des réponses anabolisantes moins importantes que les cellules musculaires ayant été 

traitées par l’association d’au moins deux contre-mesures à l’atrophie, à savoir l’électrostimulation 

associée à une supplémentation en BCAAs et/ou à une réoxygénation (Figure 61). Au niveau 

moléculaire, la réponse anabolisante plus faible observée pour la stimulation électrique seule peut 

expliquer la différence d’impact observée au niveau morphologique comparativement aux conditions 

alliant plusieurs traitements, même si l’unique intervention de la stimulation électrique a réussi à 

maintenir un index de fusion et un diamètre des myotubes supérieurs à celui des cellules C2C12 sous 

hypoxie non traitées, mais uniquement sur un temps relativement court (24h post-stimulation). Des 

études réalisées en normoxie ont révélé que l’électrostimulation de cellules C2C12 a permis de 
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maintenir une expression élevée des MyHC-I et MyHC-II jusqu’à 48h après la fin de la stimulation, en 

comparaison aux cellules contrôles (Nedachi et al., 2008). Une autre étude menée sur des rats ayant 

suivi un protocole d’entrainement en endurance a montré, 3 jours après la dernière séance 

d’entrainement, une surexpression des protéines MyHC-I et MyHC-II (Burch et al., 2010). Les effets de 

courte durée, en deçà de 24h, de la stimulation électrique sur les cellules C2C12 sous hypoxie montre 

que la diminution du taux d’oxygène au niveau intracellulaire serait l’une des causes principales de 

l’altération des réponses anabolisantes dans le temps. L’impact catabolique engendré par l’hypoxie 

sur la cellule musculaire est tel que l’activation de courte durée de la voie de protéosynthèse (Akt / 

mTOR) ne suffit pas à contrebalancer les effets négatifs de la suractivation des voies de protéolyse 

(Brandt et al., 2016).  

 

 Parallèlement à la stimulation électrique seule, les cellules musculaires traitées par la 

combinaison d’au moins deux contre-mesures ont subi des changements d’expression ou d’état 

d’activation de protéines impliquées dans les voies de signalisation de la protéosynthèse et de la 

protéolyse. Cependant, nos données indiquent que ces variations se sont opérées en aval de ces voies, 

avec la suractivation de la protéine 4E-PB1 (effecteur de mTOR) et la sous-expression de la protéine 

LC3-II (Figure 61), facteur important de la voie de l’autophagie, initiée par le facteur de transcription 

FoxO1 (Sandri et al., 2013). Cet effet positif sur les protéines 4E-BP1 et LC3-II, de plus qu’un effet à 

relativement long terme au niveau cellulaire (24h), peut expliquer sur le plan morphologique une 

maturation et une différenciation des myotubes supérieures comparativement aux cellules non 

traitées ou traitées par la stimulation électrique seule, avec un diamètre et une densité de myotubes 

plus importants 48h post-traitements. Cette différence de réponse constatée entre stimulation 

électrique seule, et stimulation électrique combinée à une autre contre-mesure sur des cellules 

musculaires sous hypoxie, corrobore plusieurs études menées in vitro ou in vivo en normoxie. 

Différents travaux ont constaté une supériorité des effets anabolisants d’un stress mécanique, d’une 

électrostimulation de cellules musculaires en culture (Hornberger et al., 2006 ; Martin et al., 2017b) 

ou d’un entraînement physique chez l’homme (Atherton et al., 2017 ; Drummond et al., 2008) sur la 

voie de protéosynthèse lorsqu’une supplémentation en acides aminés ou à un régime riche en 

protéines y est associée, comparativement aux mêmes traitements pris de manière isolée (Brook et 

al., 2016). La combinaison d’un stress mécanique et d’une supplémentation en acides aminés entraîne 

sur le plan morphologique une hypertrophie accrue du muscle squelettique, symbolisée par une 

augmentation de la section transversale musculaire (Andersen et al., 2005 ; Hulmi et al., 2010). Cette 

configuration de traitement, c’est-à-dire une stimulation mécanique suivie d’une supplémentation en 

acides aminés, confère à la cellule musculaire un ensemble de conditions propices à son 

développement. L’activation des voies de protéosynthèse et l’inhibition des voies de protéolyse à la 

suite d’un stress mécanique et de l’apport des acides aminés nécessaires à la synthèse de nouvelles 

protéines, conduisent à une augmentation du processus hypertrophique du muscle squelettique 

(Reidy et al., 2017).  

 

 Après avoir mis en évidence la supériorité anabolisante des traitements combinant au moins 

deux contre-mesures à l’atrophie musculaire, nous allons nous intéresser plus particulièrement aux 

réponses des cellules ayant été traitées par stimulation électrique suivi d’une période de 

réoxygénation avec ou sans supplémentation en BCAAs (Figure 61). L’alliance entre la stimulation 

électrique et la supplémentation en oxygène a entraîné le plus fort impact sur la maturation et la 

différenciation des myotubes, en comparaison au cellules C2C12 traitées par électrostimulation seule 



Discussion générale 

149 
 

ou combinée à une supplémentation en BCAAs. Les traitements associant la réoxygénation ont été les 

seuls à maintenir une densité des myotubes et un index de fusion myogénique supérieurs, 

respectivement à 24h et 48h post-traitements, par rapport aux autres conditions. De plus, les cellules 

ainsi traitées ont été les seules à observer un diamètre de leur myotube nettement plus élevé que 

celles traitées par stimulation électrique seule. Contrairement aux données que nous avons recueillies 

dans notre seconde étude, montrant que le traitement par réoxygénation de cellules C2C12 sous 

hypoxie impactait exclusivement la voie de synthèse Akt /mTOR, le fait d’avoir associé la stimulation 

électrique et une supplémentation en oxygène a permis de potentialiser les effets bénéfiques de 

chacun des deux traitements sur les voies de signalisation régulatrices de l’homéostasie protéique. La 

stimulation des deux versants de la balance de l’homéostasie protéique (anabolisme et catabolisme), 

sur des protéines clés (4E-BP1 et LC3-II) en aval de chacune des voies de signalisation, et ce sur des 

temps relativement longs à l’échelle cellulaire (24h post-traitements), montre l’intérêt et le potentiel 

de ce type d’intervention par rapport à l’utilisation de traitements isolés dans la lutte contre l’atrophie 

musculaire consécutive à stress en hypoxie (Brandt et al., 2016 ; Maltais et al., 2014). Au cours d’un 

stress mécanique prolongé, l’ensemble des voies anaboliques de la cellule musculaire est inhibé en 

faveur d’une suractivation des voies cataboliques, apportant ainsi l’énergie nécessaire au 

fonctionnement et à l’équilibre de la cellule musculaire lors de sa contraction (Bamman et al., 2017). 

Immédiatement à la fin d’un programme d’électrostimulation musculaire (Tsutaki et al., 2013) ou d’un 

entraînement physique (Atherton et al., 2015), on observe une importante réactivation des voies 

responsables de la protéosynthèse et une inhibition de la protéolyse. Les protéines nouvellement 

formées sont créées pour renouveler les cellules musculaires endommagées suite à la répétition des 

contractions musculaires et à renforcer l’appareil contractile en préparation à un futur stress 

mécanique (Atherton et al., 2015). L’impact morphologique et moléculaire plus important de la 

stimulation électrique suivi d’une réoxygénation découle bien entendu de la nature et des 

conséquences engendrées par chacun des traitements. Ce bénéfice est aussi à relier au fait d’avoir 

programmé la période de réoxygénation (2h à 21% O2) immédiatement après la fin du programme 

d’électrostimulation des myotubes, permettant ainsi à la cellule musculaire d’exploiter au maximum 

les effets anabolisants du stress mécanique dans un état de normoxie, comparativement à un 

environnement constamment maintenu en hypoxie.  

 

 L’ensemble des données issues de notre analyse moléculaire et morphologique a révélé peu 

de différence entre les conditions stimulation électrique suivie d’une supplémentation en oxygène, et 

l’alliance des trois contre-mesures (électrostimulation, supplémentation en BCAAs et réoxygénation). 

Á l’exception de la protéine mTOR, la combinaison des trois traitements a été l’unique intervention 

permettant d’entrainer une suractivation de l’un des facteurs centraux dans la voie de protéosynthèse, 

à savoir mTOR (Figure 62). Cette hyperphosphorylation de mTOR, significativement supérieure à la 

condition stimulation électrique seule, et le fait que la condition stimulation électrique associée à une 

supplémentation en BCAAs ou en oxygène n’ont engendré aucune variation du ratio p-mTOR / mTOR, 

démontre qu’une période de réoxygénation a possiblement permis aux BCAAs de retrouver leur action 

activatrice de la protéine mTOR de manière comparable à ce qui est observé en normoxie (Duan et al., 

2017). Par conséquent, nous pouvons supposer que les mécanismes d’utilisation des acides aminés 

soient hautement dépendant du niveau d’oxygène intracellulaire dans la cellule musculaire 

squelettique.  
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Figure 62 : Représentation schématique des effets moléculaires et morphologiques d’un traitement par 

stimulation électrique seul ou l’alliance de la stimulation électrique suivi d’une supplémentation en BCAAs ou 

une période de réoxygénation, sur des cellules musculaires squelettiques C2C12 sous hypoxies.  

 

 Pour conclure sur cette troisième étude, nous avons démontré que les conditions associant 

plusieurs contre-mesures à l’atrophie musculaire sur des cellules C2C12 sous hypoxie se sont avérées 

être des traitements ayant un impact significativement plus important sur la maturation et la 

différenciation des myotubes, en comparaison à l’application d’un unique traitement, telle que la 

stimulation électrique par exemple. Chacun des traitements faisant intervenir une période de 

réoxygénation post-électrostimulation ont permis un net maintien dans le temps (jusqu’à 48h) de 

plusieurs paramètres morphologiques (index de fusion, diamètre et densité des myotubes). De plus, 

cette même modalité de traitement a également entraîné conjointement une stimulation de la voie 

de protéosynthèse Akt / mTOR, et d’inhiber en parallèle l’un des systèmes de la dégradation des 

protéines (autophagie). Si l’on analyse l’ensemble des conditions testées durant ce travail de thèse, 

une seule contre-mesure à l’atrophie (stimulation électrique ou supplémentation en BCAAs ou 

réoxygénation ; Etude II), avec les différents traitements combinant plusieurs contre-mesures (Etude 

III), on peut s’apercevoir que la cellule musculaire adopte des processus de réponse propres à chacune 

des conditions testées. De plus, la réponse aux traitements combinant plusieurs contre-mesures à 

l’atrophie ne s’opère pas de manière arithmétique où chaque stimulus issu de chaque contre-mesure 

s’additionnerait aux autres. Au contraire, la réponse cellulaire serait de nature beaucoup plus 

complexe, résultant d’une interaction étroite en les spécificités propres à chacune des interventions, 

et non comme une accumulation de traitements isolés entre eux et dépourvus d’interactions.  
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Les perspectives de ce travail de thèse peuvent s’orienter dans différents champs, à savoir : 

 1. Approfondir l’impact des différentes combinaisons de contre-mesures sur les voies de 

signalisation régulatrices de l’homéostasie protéique en hypoxie. 

 2. Déterminer l’influence des contre-mesures à l’atrophie musculaire sur l’activité 

mitochondriale et la production de stress oxydant consécutives à l’hypoxie sur les voies de 

signalisation en lien avec l’homéostasie protéique. 

 3. Approfondir les effets des différentes combinaisons de contre-mesures sur un modèle 

rongeur en hypoxie. 

 

1. Approfondir l’impact des différentes combinaisons de contre-mesures sur 

les voies de signalisation régulatrices de l’homéostasie protéique en hypoxie 
 

 Nous avons montré dans ce travail de thèse que l’application d’une période de réoxygénation 

auprès de cellules musculaires C2C12 sous hypoxie entraînait une réactivation de la voie de synthèse 

des protéines Akt / mTOR, et ce de manière plus importante que les traitements par stimulation 

électrique ou par supplémentation en BCAAs. Bien que l’application d’un programme par stimulation 

électrique ait permis d’impacter positivement à la fois la voie Akt / mTOR, par la phosphorylation des 

protéines Akt et GSK-3β, et l’un des facteurs de transcription FoxOs (FoxO1), notre analyse 

morphologique des myotubes a montré que les cellules musculaires ayant été traitées par 

réoxygénation observent une nette limitation de l’atrophie des myotubes dans le temps, jusqu’à 48h 

post-application. Afin de préciser et confirmer le rôle anabolisant de la supplémentation de l’oxygène 

sur les cellules musculaires squelettiques sous hypoxie, il faudrait évaluer avec plus de précision les 

régulateurs du complexe mTORC1, en lien direct avec l’hypertrophie musculaire (Jiang et al., 2013 ; 

Miyazaki & Takemasa, 2017). La mesure de la protéine Rheb, connue pour être l’un des principaux 

activateurs de mTOR, et de son inhibiteur le complexe TSC1 / TSC2, permettrait de mieux comprendre 

par quel mécanisme l’oxygène interagit avec l’une des voies principales de la protéosynthèse. L’analyse 

des protéines Rag apporterait également des données intéressantes permettant de localiser mTORC1 

dans la cellule, afin d’en déterminer sa forme active (membrane lysosomale) ou inactive (cytoplasme). 

Afin de mettre en lien nos données intracellulaires et morphologiques, il serait également intéressant 

de déterminer l’impact des différentes contre-mesures sur les processus régulateurs de la myogenèse, 

par l’évaluation de l’expression des protéines Pax7, MyoD, myogénine, et Myf, régulatrices de la 

prolifération et différenciation cellulaires (Le Grand & Rudnicki, 2007). 

 

 Concernant l’évaluation des voies cataboliques, les données recueillies dans les études 2 et 3 

ont montré une baisse d’activation du système d’autophagie, symbolisée par une sous-expression de 

la protéine LC3-II au cours du temps, entre 2h et 24h après l’application des traitements cumulés, c’est-

à-dire, la stimulation électrique associée à une supplémentation en BCAA et / ou réoxygénation. 

L’analyse de système ubiquitine-protéasome pourrait être approfondie en quantifiant l’expression 

protéique par immunoblot ou la quantité d’ARNm par PCR (polymerase chain reaction) des E3 

ubiquitine-ligases spécifiques dans l’atrophie du muscle squelettique, MAFbx et MuRF1 (Bodine et al., 

2001). Afin de compléter notre analyse sur les effets des différentes combinaisons de traitement sur 

les voies régulatrices de la protéosynthèse, nous pourrions également évaluer la dégradation et le 

remodelage du cytosquelette des myotubes sous hypoxie par l’analyse des calpaïnes. Ces dernières 

pourraient apporter des renseignements supplémentaires sur l’impact des différents traitements 
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proposés dans nos études sur les processus de protéolyse, les calpaines intervenant notamment dans 

la dégradation des protéines sarcomériques causée par l’hypoxie (Agrawal et al., 2018). 

  

2. Déterminer l’influence des contre-mesures à l’atrophie musculaire sur 

l’activité mitochondriale et la production de stress oxydant consécutives à 

l’hypoxie sur les voies de signalisation en lien avec l’homéostasie protéique 
 

 Les résultats de ce travail de thèse mettent en avant qu’une supplémentation en oxygène 

serait l’une des clés dans le traitement de la limitation de l’atrophie musculaire consécutive à l’hypoxie. 

Bien que l’impact cellulaire de la diminution du taux d’oxygène ait été quantifié par l’expression du 

facteur de transcription HIF-1α dans l’étude comparative des différents modes d’induction de 

l’hypoxie, nous n’avons effectué aucune mesure de senseurs en oxygène contenus dans la cellule 

musculaire pendant ou à la suite d’une supplémentation en oxygène, à savoir les mitochondries. Ainsi, 

nous pourrions déterminer l’impact de la réoxygènation sur les mitochondries des cellules musculaires 

squelettiques mises en culture, la mitochondrie étant l’un des éléments centraux dans la détection des 

variations de l’O2. Ainsi, l’activité enzymatique des différents complexes composant la chaîne de 

transport de électrons de la mitochondrie pourra donc être évaluée, nous donnant des informations 

importantes sur l’efficience de chaque complexe, et notamment celui responsable de la production 

d’ATP (complexe V). Il serait également intéressant de déterminer l’impact de chacun des traitements 

sur l’expression des protéines impliquées dans la biogenèse mitochondriale (AMPK, PGC-1α et NRF) et 

la mitophagie (BNIP3) (Peterson et al., 2012). Lors d’un appauvrissement en O2 au niveau 

intracellulaire, on constate une surproduction d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) de la part de la 

mitochondrie (Huang & Manton, 2004). Ces ROS libérées agissent comme un rétro-contrôle négatif en 

influençant diverses voies de signalisation intracellulaires régulatrices de la biogenèse mitochondriale, 

ou d’autres voies de signalisation permettant notamment la stabilisation du facteur de transcription 

HIF-1α (Sabharwal et al., 2014 ; Sullivan et al., 2013). La mesure de la production de ROS telles que le 

H2O2 ou la quantité de protéines carboxylées nous indiquerait si une courte période de réoxygénation, 

associé ou non à un programme d’entrainement de type aérobie, serait efficace dans la réduction de 

la production de ROS consécutive à l’hypoxie.  

 

3. Approfondir les effets des différentes combinaisons de contre-mesures sur 

un modèle rongeur en hypoxie 
 

 L’ensemble des données que nous avons recueillies tout au long de ce travail de thèse n’est 

qu’un premier élément de réponse, une étape essentielle dans la compréhension mécanistique des 

effets de l’association d’un stress mécanique, d’une supplémentation nutritionnelle en acides aminés 

branchés et une période de réoxygénation dans la limitation de l’atrophie musculaire consécutive à 

hypoxie. Le réinvestissement de nos données dans un modèle murin en hypoxie permettrait 

d’apporter des réponses plus précises, tant sur le plan de l’impact de chaque traitement sur les 

différentes voies de signalisation responsables de l’homéostasie protéique que sur le phénotype 

musculaire. De plus, sur le plan de la conception méthodologique, une étude in vivo nous donnerait 

l’occasion de tester et d’affiner les différents traitements proposés dans nos études.  

Ainsi, la qualité et la quantité nutritionnelles ingérées quotidiennement par les rongeurs pourraient 

être étroitement contrôlées, et donner lieu à plusieurs tests, en comparant l’impact de régimes 
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nutritionnels spécifiques et veriés, avec par exemple des proportions variables de protéines, glucides 

et / ou lipides.  

Nous pourrions également tester les effets de différents types de programme de réentrainement 

(endurance, intermittence, résistance) ou de combinaisons d’exercices. L’impact de ces traitements 

sur l’atrophie musculaire serait contrôlé à la fois au niveau moléculaire (par la quantification de 

protéines clés des voies de protéosynthèse et de protéolyse par immunoblot ou PCR), les analyses 

pouvant être réaliusées sur différents types de muscles (lents, tels que le soleus, ou rapides, tels que 

l’EDL). Nous pourrions également compléter cette étude par l’analyse des marqueurs de la biogenèse 

et de l’activité mitochondriales. Enfin, l’expérimentation sur un modèle de rongeur permettrait 

également de réaliser un ensemble de tests fonctionnels parmettant d’évaluer la performance 

physique des animaux et leur force, par exemple avec un test de préhesion (grip test), mais également 

de mesurer la force et la fatigue musculaires sur muscle isolé. 

La plus-value de cette étude serait donc d’apporter des données quant aux adaptations 

morphologiques consécutives aux différents traitements, avec des compléments de mesures tels que 

la composition corporelle (masse maigre et masse grasse), ainsi que le volume et le phénotypage des 

fibres musculaires par section transversale et marquage. De plus, sur un tel modèle d’étude, les effets 

des différents traitements pourraient être quantifiés et comparés dans le temps grâce à des cinétiques, 

permettant de mesurer l’évolution de chacune des mesures citées précédemment. Une étude in vivo 

sur le rongeur donnerait de plus accès à des mesures systémiques, telles que la quantification de 

certains acteurs de la réponse inflammatoire ; il serait en effet pertinent de quantifier, à la suite de 

nos différents traitements, certaines interleukines pro-inflammatoires spécifiques de la réponse à un 

stress hypoxique (IL-4, -5, -6 et -13) (Savale et al., 2009).  

 

A plus long terme : perspective clinique de l’association de plusieurs contre-mesures dans la lutte 

contre l’atrophie musculaire des BPCO cachectiques 

 

 Les sujets BPCO les plus gravement atteints par un degré sévère d’atrophie et non répondeurs 

à des protocoles de réentrainements sont pour la majorité atteints d’hypoxie chronique (Maltais et al., 

2014). L’oxygénothérapie entraine de nombreuses améliorations en termes de tolérance à l’effort, une 

diminution de la dyspnée et une augmentation du périmètre de marche (Emtner et al., 2003 ; 

Nonoyama et al., 2007). Cependant, aucune étude ne s’est concentrée sur les effets positifs de la 

supplémentation en oxygène sur la régulation du système musculaire squelettique à travers l’analyse 

des voies de signalisation régulant l’homéostasie protéique. Les résultats de ce travail de thèse 

confirment que la molécule d’oxygène est un facteur important dans la régulation de l’homéostasie 

protéique des cellules musculaires. Sa rarification entraîne une perturbation des voies de signalisation 

intracellulaires entraînant un catabolisme accru de la cellule musculaire, tandis qu’une 

supplémentation, même de courte durée, pourrait être l’une des solutions permettant la réactivation 

de l’anabolisme protéique afin de limiter l’atrophie musculaire.  

Ainsi, l’association d’un programme de réentraînement suivi d’une période de réoxygénation lors de 

la phase de récupération et d’une alimentation riche en protéines pourrait être l’une des stratégies 

envisageables pour la prise en charge spécifique des patients non-répondeurs aux programmes de 

réhabilitation traditionnels.  

Il serait ainsi possible à plus long terme de mettre en place une étude clinique qui porterait sur 

l’évaluation d’un protocole associant les différentes contre-mesures à l’atrophie musculaire, 

énumérées ci-dessus. L’efficacité de chacun des protocoles de réentrainement serait analysée à 
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travers les mesures de la composition corporelle (masse maigre) et de la force musculaire 

(dynamomètre à bras et contraction maximale du quadriceps). Les tests fonctionnels, tels que la 

mesure de l’équilibre, la vitesse de marche et la performance de lever de chaise seraient également 

des marqueurs intéressants à mesurer. Cependant, plusieurs paramètres seront impérativement à 

prendre en compte lors de la conception et la mise en place d’un tel protocole, et en tout premier lieu, 

la prescription du « bon dosage d’oxygène », un surdosage en O2 pouvant entraîner au niveau de 

l’organisme une surproduction de stress oxydant, responsable de lésions cellulaires et tissulaires 

(Deby-Dupont et al., 2002). Ensuite, le choix du type de réentraînement et le contrôle de l’intensité en 

fonction de chaque patient seront également des données importantes à prendre en compte dans la 

réussite d’un tel traitement. 
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