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INTRODUCTION GÉNÉRALE

 Le muscle squelettique représente près de 40% du poids corporel total d’un individu 

sain, et a une importance cruciale pour la locomotion, la respiration, la thermogenèse ou 

encore la régulation du métabolisme glucidique et lipidique.  

 Le muscle est un organe ayant des capacités plastiques, il peut s’adapter en réponse à 

des signaux tels que l’état nutritionnel ou le niveau d’activité physique. Cette plasticité 

repose sur plusieurs mécanismes : la régulation du volume des fibres, le type de fibre et la 

régénération musculaire. 

 Le volume des fibres dépend de la quantité de protéines fibrillaires. Cette quantité est 

régulée par la balance entre synthèse et dégradation des protéines musculaires. 

L’augmentation de la synthèse protéique conduit à une augmentation du volume des fibres : 

on parle alors d’hypertrophie musculaire, observée par exemple lors d’une 

activité musculaire soutenue. À l’opposé une diminution de la synthèse et/ou une 

augmentation de la dégradation protéique conduit à une diminution du volume fibrillaire, on 

parle alors d’atrophie musculaire, observée par exemple, en réponse à l’inactivité physique 

mais aussi lors du vieillissement ou dans certaines situations pathologiques.  

 Le muscle squelettique est un assemblage hétérogène de fibres musculaires possédant 

des capacités contractiles et métaboliques différentes, des fibres les plus rapides au 

métabolisme glycolytique aux fibres les plus lentes au métabolisme oxydatif. Le phénotype 

des fibres musculaires peut évoluer vers l’un ou l’autre des profils, selon le type d’activité 

physique ou au cours de certaines pathologies comme le diabète. 

 Enfin, le muscle est un tissu capable de se régénérer. A la base de la régénération 

musculaire agissent les cellules satellites, véritables cellules souches musculaires. Elles sont 

activées lors de la survenue d’une lésion, prolifèrent et fusionnent afin de reconstituer de 

nouvelles fibres musculaires. Les cellules satellites participent également à l’hypertrophie.  

 L’adaptation du muscle aux signaux physiologiques et pathologiques résulte de 

l’intégration de signaux extracellulaires au niveau transcriptionnel. La transduction de ces 

signaux passe par l’activation de facteurs de transcription conduisant à la modification de 

l’expression de gènes contrôlant le phénotype musculaire. 
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 Outre son rôle dans la mobilité, le muscle squelettique joue un rôle central dans le 

maintien de l’homéostasie métabolique de l’organisme. Principal consommateur d’énergie 

dans l’organisme, c’est aussi un centre de stockage des glucides et des lipides (alimentaires 

ou issus de la synthèse endogène) ; et aussi une source d’acides aminés lors du jeûne par 

exemple. Le métabolisme musculaire doit donc constamment s’adapter à la demande 

énergétique, notamment en réponse à l’activité physique et aux variations nutritionnelles. Ces 

adaptations métaboliques du muscle squelettique en réponse aux changements 

environnementaux sont induites par voies de signalisation hormonale, telle que celles de 

l’insuline et de l’Insulin-like Growth Factor 1 (IGF1), conduisant à l’activation de facteurs de 

transcription régulant le métabolisme musculaire au niveau transcriptionnel.  

 Un des acteurs de cette régulation est le facteur de transcription Sterol Response 

Element Binding Protein 1 (SREBP-1). SREBP-1 a été largement décrit dans le foie et le 

tissu adipeux comme un régulateur clé du métabolisme des lipides. SREBP-1 est également 

exprimé dans le muscle squelettique répondant aux variations nutritionnelles (insuline) et à 

l’activité musculaire (exercice, sédentarité). Dans ce tissu, il régule l’expression de plus de 

1500 gènes dont certains spécifiquement musculaires. SREBP-1 régule le métabolisme 

lipidique et notamment la synthèse des acides-gras, le métabolisme du glucose, en régulant 

l’expression d’enzymes clé de la glycolyse, mais également la différenciation musculaire et 

la masse musculaire en réprimant l’expression des protéines structurales du muscle 

squelettique et les facteurs de la différenciation musculaire, les Myogenic Regulatory Factors 

(MRFs).  

 Parmi les protéines régulatrices du métabolisme musculaire on retrouve la 

désacétylase SIRTuin (silent mating type information regulation 2 homolog) 1 (SIRT1) qui a 

un rôle de senseur de l’énergie cellulaire. Lorsque les quantités d’énergie disponible 

diminuent par exemple suite au jeûne ou à une activité physique prolongée, l’activité et 

l’expression de SIRT1 sont augmentées. À l’opposé, dans des conditions énergétiques 

favorables, à la suite par exemple d’une prise alimentaire, l’activité de SIRT1 est inhibée. 

 Dans le muscle squelettique, l’augmentation de l’activité de SIRT1 stimule 

l’utilisation des lipides comme substrat énergétique, augmente les capacités oxydatives des 

fibres musculaires ou encore inhibe la synthèse lipidique. 
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 SIRT1 et SREBP-1 sont donc deux protéines qui s’opposent dans leurs régulations et 

dans leurs actions sur le métabolisme lipidique. Mais elles ont un rôle similaire sur 

l’inhibition de la différenciation. 

 Les lipides sont des substrats énergétiques et sont également à l’origine de nombreux 

dérivés comme par exemple les sphingolipides qui ont un rôle important dans l’inflammation 

et l’apoptose. Dans le muscle squelettique, ces sphingolipides ont surtout été étudiés pour 

leur rôle dans le développement de l’insulino-résistance. Cependant, des études récentes 

montrent que l’espèce majoritaire des sphingolipides que sont les céramides, sont également 

capable d’inhiber la différenciation musculaire en agissant sur la voie mammalian Target Of 

Rapamycin (mTOR). La protéine mTOR est un des effecteurs de la voie de signalisation 

d’IGF1 et régule notamment la synthèse et la dégradation protéique. Ainsi, nous pouvons 

également supposer que la modulation de la synthèse des céramides peut réguler la masse et 

le métabolisme musculaire. 

 Le métabolisme musculaire des lipides est donc un élément important dans la 

régulation de la masse musculaire, et les anomalies observées dans les désordres liés à 

l’obésité et à la sédentarité comme l’insulino-résistance et le diabète de type II (DTII) 

pourraient avoir des conséquences sur la structure et la fonction du tissu musculaire.  

 Le travail de thèse présenté dans le présent manuscrit s’intéresse particulièrement aux 

voies impliquées dans la régulation de la masse musculaire par SREBP-1. Dans ce cadre là, 

nous avons étudié le rôle des MRFs dans l’atrophie induite par SREBP-1, l’impact de SIRT1 

dans la régulation de SREBP-1 et également le rôle des céramides dans l’atrophie 

musculaire. 
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ÉTAT DE LA LITTÉRATURE 

1. LE MUSCLE SQUELETTIQUE

1.1. Généralités 

 Le muscle squelettique représente en moyenne 40% du poids corporel humain total. 

Outre les fonctions dans la locomotion, la posture et la régulation de la température 

corporelle, le muscle squelettique a un rôle important dans la régulation du métabolisme 

global. 

1.1.1. Structure du muscle squelettique 

 Le muscle squelettique est composé de fibres musculaires formant un faisceau 

entouré par le sarcoplasme où sont localisées notamment les mitochondries (figure 1). Ces 

fibres musculaires ont la forme d’un cylindre d’une dizaine de millimètres de long et d’une 

cinquantaine de micromètres de diamètre, ce sont des cellules polynucléées issues de la 

fusion de plusieurs centaines de cellules précurseurs, les myoblastes. 



  28 

Figure 1 : Architecture du muscle squelettique. 

 Les myofibres sont composées de myofibrilles qui ont également une organisation 

complexe. Elles ont une apparence striée due à l’alternance de bandes I claires, A sombres et 

de lignes Z très foncées séparant en deux les bandes I. L’unité structurale est appelée 

sarcomère, elle est comprise entre deux bandes Z (figure 2). 

 Les sarcomères sont composés de filaments épais de myosine et de filaments fins 

d’actine. Ces deux filaments sont capables de glisser les uns sur les autres permettant de 

changer la conformation du sarcomère : relâché ou contracté (figure 2). 

AA 
I

I 
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Figure 2 : La contraction de l’unité fonctionnelle du muscle, le sarcomère. 

 Les filaments épais de myosine sont composés de chaînes lourdes de myosine 

enroulées en double hélice avec de part et d’autre une tête globulaire capable d’interagir avec 

les filaments d’actine. Il existe quatre isoformes de la myosine chez les mammifères Myosin 

Heavy Chain (MyHC) : I, IIa, IIx ou IIb  (Gundersen, 2011). 

 Les filaments fins d’actine sont ancrés au disque Z et s’étendent jusqu’au centre du 

sarcomère. Ils sont composés de monomères d’actine qui polymérisent pour former des 

chaînes linéaires d’actine F s’enroulant par paires en double hélice. Les filaments sont 

également composés de deux protéines modulatrices, la tropomyosine et la troponine. La 

tropomyosine forme des filaments au niveau du sillon de l’actine, elle masque les domaines 

de fixation à la myosine. La troponine est composée de trois sous-unités : une qui se lie à 

l’actine, une autre à la tropomyosine et une dernière qui fixe le calcium nécessaire pour la 

contraction musculaire. 

 Au sein des myofibrilles on retrouve de nombreuses autres protéines nécessaires au 

maintien de la structure fibrillaire et de la fonction contractile. Par exemple, la titine qui 

assure l’élasticité du muscle ou encore la nébuline qui stabilise les filaments d’actine. 
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1.1.2. Sources d’énergie du muscle squelettique 

Les sources d’énergie utilisées par le muscle squelettique vont dépendre du type, de 

l’intensité et de la durée de l’effort musculaire ainsi que de la composition en fibres du 

muscle sollicité. Le système aérobique oxydatif est utilisé pour des efforts de longue durée 

d’intensité faible ou modérée. Au contraire, le système anaérobique est utilisé pour des 

efforts courts d’intensité haute ou modérée. 

 Trois grands systèmes sont utilisés pour générer de l’énergie : le système haute 

énergie phosphagène utilisant comme substrat de l’ Adénosine Tri-Phosphate (ATP) ou de la 

phosphocréatine, le système anaérobique glycolytique utilisant comme substrat du glycogène 

ou du glucose sanguin et le système aérobique oxidatif utilisant comme substrat du 

glycogène, du glucose ou des lipides (Wells  et al. , 2009, Guzun and Saks, 2010) (figure 3). 

Figure 3: Schéma général des réactions intracellulaires du métabolisme énergétique dans les cellules 

musculaires. 

D’après Guzun et al. 2010. 
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1.1.3. L’activation des myofibrilles 

 La troponine et la tropomyosine forment une unité régulatrice contrôlant les 

molécules d’actine du filament fin. Au repos, la concentration de calcium est maintenue 

basse grâce à des pompes Ca2+-ATPase stockant le calcium dans le réticulum endoplasmique. 

En absence de calcium, la tropomyosine et la troponine ne sont pas capables de se fixer aux 

molécules d’actine à l’exception de quelques sites qui forment des liaisons électrostatiques 

faibles. Lorsque la concentration en Ca2+ est faible, le sarcolème se trouve sous forme 

relâchée. Lorsque la concentration en Ca2+ cytosolique augmente sous l’effet de stimuli 

permettant la dépolarisation de la membrane plasmique, le calcium se fixe à la troponine. 

Ceci entraîne un changement conformationnel de la troponine permettant la reconnaissance 

des sites de fixation à l’actine. La fixation de l’actine à la myosine provoque un glissement 

des filaments les uns sur les autres et ainsi une contraction généralisée des myofibrilles d’une 

même fibre musculaire  (Gundersen, 2011, Schiaffino and Reggiani, 2011). 

1.1.4. Les types de fibre musculaire 

 Du fait de leurs différences histochimiques, les muscles squelettiques vont permettre 

des contractions continues de faibles intensité (maintien de la posture), des contractions 

répétées d’intensité moyenne (locomotion) ou encore des contractions rapides et d’intensité 

maximale (saut). 

 Les fibres musculaires des mammifères sont classées en quatre groupes d’après les 

isoformes de MyHC et leur capacités glycolytiques et oxydatives : I, IIa, IIx et IIb (tableau 

1). Suivant les muscles considérés, il y a une prédominance d’un ou plusieurs types de fibres. 

Les fibres de type I ont un métabolisme oxydatif permettant une résistance élevée à la fatigue 

des contractions lentes et continues ; elles contiennent beaucoup de mitochondries. Ces fibres 

composent par exemple les muscles de la posture. A l’opposé, on retrouve les fibres de type 

IIb dans les muscles requérant force et rapidité comme les muscles des bras. Ces fibres ont 

un métabolisme glycolitique. Comparées aux fibres de type I, elles ont beaucoup moins de 

mitochondries et un diamètre plus important (Schiaffino and Reggiani, 2011)  
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Tableau 1 : Caractéristiques des 4 grands types de fibres musculaires mammaliennes.  

D’après Gundersen et al. 2011 

 La capacité d’adaptation des muscles squelettiques à l’exercice vient de la capacité 

des fibres musculaires à changer de types fibrillaires (Gundersen, 2011, Schiaffino and 

Reggiani, 2011) . La conversion des fibres suit généralement un ordre séquentiel I  IIa 

IIx  IIb, les fibres vont changer d’un type rapide vers lent après une augmentation de 

l’activité motoneuronale ou de l’exercice physique. Au contraire, une diminution de l’activité 

physique ou encore de l’activité motoneuronale va induire une transition des fibres lentes 

vers des fibres rapides (Pette and Staron, 2000). 

1.2. La régulation de la masse musculaire 

1.2.1. Généralités sur la plasticité musculaire : hypertrophie et atrophie 

 Le muscle est un organe plastique dont la masse varie en fonction des situations 

physiologiques (exercice, inactivité, nutrition) ou pathologiques (cancer, diabète, 

immobilisation) (Stewart and Rittweger, 2006, Harridge, 2007). L’hypertrophie se produit 

lors de la croissance post-natale mais également en réponse à une activité musculaire accrue 

ou à l’entraînement sportif. Au contraire, l’atrophie musculaire se développe lors du jeûne, 

d’une immobilisation prolongée, de lésions nerveuses ou au cours de pathologies associées à 

un état de cachexie telles que le cancer, le Syndrome de l'ImmunoDéficience Acquise 

(SIDA), ou le diabète (Singleton and Feldman, 2001, Schiaffino  et al. , 2007, Sandri, 2008). 

 Les protéines myofibrillaires représentant 85% du volume d’une fibre musculaire, 

toute situation modifiant l’équilibre entre la synthèse et la dégradation protéique va entraîner 

un gain ou une perte de masse musculaire (Hoppeler, 1986, Sandri, 2008). Ainsi, 

l’hypertrophie est la résultante d’une forte induction de la synthèse protéique alors que 

l’atrophie résulte d’une rapide diminution de la synthèse et d’une augmentation marquée de 
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la dégradation protéique. Au sein du muscle squelettique l’augmentation de la dégradation 

protéique est essentiellement due à l’activation du système Ubiquitin Proteasome System 

(UPS) et à l’augmentation de l’expression des atrogènes, Muscle Ring Finger 1 (MuRF1) et 

Atrogin-1. L’augmentation de l’expression de ces atrogènes permet d’augmenter le marquage 

des protéines à dégrader par le protéasome, qui est une étape clé pour la dégradation des 

protéines musculaires par le système UPS (Murton  et al. , 2008). Les cellules satellites 

participent également au processus hypertrophique au cours de la croissance et en réponse à 

l’exercice, en fusionnant les fibres existantes afin de toujours maintenir le ratio 

ADN/protéine constant (Roy  et al. , 1999, Adams, 2006). 

1.2.2. Effets de l’exercice 

 Les muscles squelettiques sont très sensibles aux charges mécaniques. Ainsi, une 

augmentation d’effort physique chronique va induire une prise de masse musculaire. 

(Harridge, 2007) 

 Les effets hypertrophiques sont spécifiques des muscles sollicités, de la durée, de 

l’intensité et de l’exercice considéré (pliométrique, concentrique ou excentrique). Le 

mécanisme exact de cette prise de masse est complexe étant donné que l’exercice physique 

module l’expression de plusieurs centaines de gènes dans le muscle et que les gènes ciblés 

varient en fonction du type d’activités réalisées (Mahoney  et al. , 2004, Mahoney  et al. , 

2005, Mahoney  et al. , 2008). 

 Cependant, il est connu que l’exercice physique augmente spécifiquement la synthèse 

protéique, notamment via l’activation de la voie de signalisation mTOR (Chen  et al. , 2002, 

Kimball  et al. , 2002, Kubica  et al. , 2005, Drummond  et al. , 2009, Spangenburg, 2009). 

D’autres études montrent que l’activité physique réprime l’activité d’un régulateur négatif de 

la masse musculaire, la myostatine, favorisant l’hypertrophie musculaire (Hansen  et al. , 

2011). 

 L’exercice physique agit également sur l’apoptose et la dégradation protéique dans les 

fibres musculaires. Une activité physique régulière, consistant dans ces études à des exercices 

de course sur tapis régulière allant de 7 jours à 12 semaines d’entraînement, a été démontrée 
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comme anti apoptotique en diminuant la fragmentation de l’ADN, l’expression de la caspase 

3 ou encore le clivage de la caspase 8 (Song  et al. , 2006, Marzetti  et al. , 2008, Ljubicic  et 

al. , 2009) 

 Au contraire, des exercices pliométriques ou excentriques intenses augmentent 

l’expression des protéines pro-apoptotique (Biral  et al. , 2000, Sudo and Kano, 2009). 

 Les mêmes observations ont été faites sur l'expression des atrogènes MuRF1 et 

Atrogin-1. Des exercices intenses de type pliométrique ou excentrique activent fortement 

l’expression de ces atrogènes, pour dégrader les protéines des myofibrilles endommagées, et 

augmentent l’expression des gènes liés à la régénération (Sandri  et al. , 1995, Reid, 2005, 

Jensen  et al. ). 

 Par conséquent, des exercices d’intensité élevée (dépendant de la capacité de 

l’individu) provoquant des microlésions des fibres musculaires, activent le système Ubiquitin 

Proteasome System (UPS) de dégradation des protéines et l’apoptose afin de dégrader les 

fibres lésées. Puis suivis d’une étape de régénération, ils permettent alors une adaptation des 

muscles aux contraintes avec un gain de force et de masse (Sandri et al., 1995, Reid, 2005). 

Lors d’exercices d’endurance moyennement intenses, on note une diminution de l’activation 

des voies de dégradation. Ce type d’exercice agit surtout sur la fatigabilité du muscle 

(mitochondries, motoneurones) et la composition des fibres musculaires (types aérobique / 

glycolytique)(Quadrilatero  et al. , 2011). 

 Il est important de noter que les effets trophiques de l’activité physique sont 

également liés aux ressources énergétiques et donc à l’apport calorique post et pré effort. 

 A l’opposé de l’activité physique, l’inactivité physique chronique induit des désordres 

métaboliques, et est la deuxième cause de mort aux Etats-Unis selon le Centers of Disease 

Control (Mokdad  et al. , 2004) 

 L’immobilisation forcée est une méthode utilisée pour étudier l’inactivité physique 

poussée. Les méthodes de dénervation ou d’alitement ont mis en évidence que la perte de 

masse musculaire, dans ces conditions, est due essentiellement à une diminution de la 

synthèse protéique de 46%, puisque en même temps le système de dégradation est réprimé 

(Ferrando  et al. , 1996, Ferrando  et al. , 1997, Leger  et al. , 2009, Symons  et al. , 2009). 
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 Chez l’animal immobilisé, la perte de muscle commence dans les 72 premières heures 

d’immobilisation et peut atteindre 30 à 60% de la masse initiale selon la durée et le muscle 

étudié (Taillandier  et al. , 1996, Coutinho  et al. , 2004, Tesch  et al. , 2008). Chez l’homme 

adulte, après 4 à 6 semaines d’alitement, la perte de volume des fibres musculaires peut 

atteindre 12 et 8% dans respectivement les muscles gastrocnemius et vastus lateralis (Adams  

et al. , 2003b, de Boer  et al. , 2008). 

 Au niveau structural, l’inactivité physique entraîne une réduction du nombre ou de la 

taille des fibres musculaires lentes oxydatives (fibres de type I) (Fitts  et al. , 2000, Adams et 

al., 2003b). Par exemple, chez des sujets adultes, 2 à 5 semaines d’immobilisation réduisent 

la surface des fibres d’environ 50% (en fait de 10 à 70% suivant la durée d’immobilisation et 

le type de fibres, les fibres lentes étant les plus touchées) (Thomason and Booth, 1990). Cette 

réduction de taille et de surface des fibres semble unanimement retrouvée et serait la 

principale cause de l’atrophie musculaire et de la réduction de force qui en résulte 

(Thomason and Booth, 1990, Berg  et al. , 1997, Hortobagyi  et al. , 2000). 

1.2.3. Nutrition 

 Le muscle squelettique adapte son métabolisme au statut nutritionnel. Cette 

adaptation est possible par la présence au sein de la cellule de protéines médiatrices de l’état 

nutritionnel tel que l’AMP-activates protein Kinase (AMPK), SIRT1 ou encore mTOR. 

Suite à une prise alimentaire, la quantité de nutriment, d’insuline ou encore d’IGF1 

augmentent, permettant d’activer la voie pro-anabolique Protein Kinase B (PKB ou Akt) / 

mTOR (Oldham and Hafen, 2003). 

 Au contraire, dans le cas de jeûne ou de restriction calorique, deux senseurs du niveau 

énergétique du muscle sont activés, l’AMPK et SIRT1. Ils sont activés respectivement par 

l’augmentation du ratio Adénosine Mono-Phosphate (AMP)/ATP et par l’augmentation de la 

quantité de Nicotinamide Adenine Dinucleotide oxydé (NAD+). Ces deux protéines vont 

réprimer les voies anaboliques (Mounier  et al. , 2009). Dans le cas d’une privation longue, 

l’AMPK active les voies cataboliques du muscle pour générer de l’énergie (Nakae  et al. , 

2008). Ces deux protéines, du « sensing énergétique », permettent d’intégrer les stimuli de 
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l’état énergétique des cellules musculaires, et via la signalisation intracellulaire d’adapter le 

métabolisme musculaire aux conditions énergétiques (Mounier  et al. , 2011).  

 Dans des conditions non pathologiques, le muscle squelettique est capable d’adapter 

ses sources énergétiques aux disponibilités (glucose, acide gras) en modulant les voies 

métaboliques. Dans toutes les études d’alitement, une oxydation plus importante des 

carbohydrates au détriment de l’oxydation lipidique a été observée. Cette perte de flexibilité 

métabolique favorise l’utilisation du glucose et des protéines musculaires comme substrat 

énergétique. De plus, l’accumulation de lipides induit une insulino-résistance provoquant une 

diminution de l’activation de la voie Akt (Bergouignan  et al. , 2011). 

1.2.4. Inflammation 

 Chez l'homme, l’augmentation du catabolisme musculaire est largement attribué aux 

cytokines pro-inflammatoires comme le Tumor Necrosis Factor  (TNF ), l’Interleukine-6 

(IL-6) et l’Interféron-  (IFN- ) dans les cas de cancer, d'insuffisance cardiaque congestive, de 

SIDA, d’obstruction pulmonaire chronique, ou encore de sarcopénie (Evans  et al. , 2008, 

Evans, 2010, Dodson  et al. , 2011). 

 Les cytokines sont des glycoprotéines sécrétées par différents types cellulaires, dont 

les cellules gliales, les cellules endothéliales et épithéliales, mais en majorité par les cellules 

immunitaires de l'hôte en réponse à une infection (macrophages et monocytes surtout), et, 

dans les cancers, par les cellules tumorales elles-mêmes. L’expression chronique de ces 

cytokines induit une diminution de l’anabolisme protéique et une augmentation du 

catabolisme protéique. Ainsi, cette inflammation provoque une atrophie musculaire et induit 

de forts désordres métaboliques (Dodson et al., 2011). 

1.3. Modulation de la balance protéique musculaire 

 Le renouvellement protéique joue un rôle important dans la régulation de la masse 

musculaire, mais aussi dans le maintien des capacités métaboliques et mécaniques du muscle. 

Le contenu protéique est donc très finement régulé par la modulation des taux de synthèse 

protéique et de dégradation protéique. Dans des conditions normales, les quantités de 
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protéines synthétisées et dégradées sont équivalentes sur une journée, la balance nette 

anabolisme protéique / catabolisme protéique est à l’équilibre. La modification de cet 

équilibre par la nutrition, l’activité physique ou par des situations pathologiques comme le 

cancer ou encore le SIDA, va conduire à une augmentation ou à une diminution de la masse 

musculaire. 

1.3.1. La synthèse protéique 

 La synthèse débute dans le cytoplasme à partir des ARN messagers (ARNm) issus de 

la transcription des gènes, des ribosomes, des acides aminés fixés sur les ARN de transfert 

(ARNt) et de nombreux facteurs protéiques spécifiques des différentes étapes : c’est la 

traduction des protéines, c’est-à-dire la synthèse proprement dite des protéines à partir de 

l’ARNm. Les 3 étapes de la traduction sont l’initiation, l’élongation, et la terminaison. 

 L’initiation correspond à l’assemblage des sous-unités 40S et 60S du ribosome au 

niveau du codon d’initiation (AUG) de l’ARNm et à la fixation de l’ARNt chargé avec la 

méthionine (qui est toujours le premier acide aminé lors de la synthèse d’une protéine). 

 Cette étape est contrôlée par un certain nombre de protéines, dont le facteur 

Eukaryotic Initiation Factor 2 (eIF2) qui est impliqué dans la fixation de l’ARNt initiateur à 

la sous-unité 40S du ribosome pour former le complexe de pré-initiation 43S (Jackson  et al. , 

2010) (figure 4). 

 Une autre protéine régulatrice de cette voie est la protéine eIF4E-binding protein 1 

(4E-BP1), qui agit comme un inhibiteur de l’initiation de la traduction. Sous sa forme non 

phosphorylée, ce facteur se lie au facteur d’initiation eIF4E l’empêchant alors de jouer son 

rôle dans l’initiation de la traduction. En effet, ce n’est que sous sa forme libre qu’il peut 

s’associer avec eIF4G pour former le complexe eIF4F, composant actif de l’initiation de la 

traduction (figure 4). La phosphorylation de 4E-BP1 provoque la libération de eIF4E et donc 

la formation du complexe eIF4F (Wang and Proud, 2006). Ce complexe permet la 

reconnaissance et l’association de l’ARNm avec le complexe de pré-initiation 43S, ce qui 

initie la traduction (Jackson et al., 2010) (figure 4). Ainsi, il existe une corrélation entre la 

stimulation de la synthèse protéique musculaire et l’augmentation de la phosphorylation de 

4E-BP1 (Yoshizawa  et al. , 1998). Enfin, on peut citer comme régulateur de cette étape, la 

protéine ribosomale S6 Kinase beta-1 (S6K1 ou p70S6kinase ou p70S6K). Cette kinase de 70 

kDa est elle-même activée par phosphorylation. Elle a comme substrat la protéine ribosomale 
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S6, qui est un élément constitutif de la sous-unité 40S du ribosome (Kimball and Jefferson, 

2001) (figure 4). 

 L’élongation permet l’allongement de la chaîne polypeptidique par la répétition du 

cycle consistant à accrocher l’aminoacyl-ARNt spécifique du codon suivant dans le 

ribosome, à former la liaison peptidique, et à avancer le ribosome sur l’ARNm (Jackson et 

al., 2010). Parmi les facteurs régulateurs de cette étape, la protéine eIF2 est l’une des mieux 

décrites. Elle intervient au cours de l’étape de translocation, c’est-à-dire lorsque le ribosome 

se déplace le long de l’ARNm. Sa régulation passe par un mécanisme de 

phosphorylation/déphosphorylation complexe (Wang  et al. , 2001). Sous sa forme 

phosphorylée, eIF2 est inactive et liée à la Guanosine TriPhosphate (GTP) ; sa 

déphosphorylation par eIF2B entraine son activation. Le facteur eIF2B est inhibé par 

phosphorylation par la Glycogen Synthase Kinase 3  (GSK3 ) (Welsh  et al. , 1998). 

 La terminaison est l’étape pendant laquelle le polypeptide complet est relargué dans le 

cytoplasme où il subira des modifications post-traductionnelles (Jackson et al., 2010). 

GSK3GSK3
P70-S6KP70-S6K

eIF2B

4E-BP1

Figure 4 : Régulation de l’initiation de la traduction. 

1.3.2. La dégradation protéique 

 La dégradation des protéines, appelée protéolyse musculaire, est un processus 

permettant de dégrader les protéines en leurs constituants de base : les acides aminés. Elle est 

réalisée selon trois mécanismes différents mais complémentaires : la voie lysosomale, la voie 

calcium-dépendante et la voie ubiquitine-protéasome-dépendante. 
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a) L’Ubiquitin Proteasome System (UPS) 

 Des mesures de protéolyse sur des muscles incubés montrent que le système UPS est 

responsable de 80% de la dégradation protéique musculaire (Mitch and Goldberg, 1996, 

Attaix  et al. , 1998). L’UPS permet de cibler des protéines musculaires pour les dégrader par 

le protéasome (figure 5). Une augmentation d’un des composants de ce système permet 

d’augmenter la dégradation protéique. 

La poly-ubiquitinylation des protéines à dégrader 

 La première étape consiste à lier des résidus ubiquitines aux protéines à dégrader, 

faisant entrer en jeu trois grandes classes d’enzymes. L’ubiquitin activating enzyme E1 fixe 

une molécule d’ubiquitine en créant un pont thioester et en faisant intervenir l’utilisation 

d’une molécule d’ATP. Le résidu ubiquitine est ensuite transféré sur l’ubiquitine conjugating 

enzyme E2 en créant une nouvelle liaison thioester entre l’ubiquitine et un résidu cystéine de 

l’enzyme E2. Enfin une ubiquitine ligase E3 permet la fixation du résidu ubiquitine sur la 

protéine à dégrader, cette dernière étape étant répétée au moins 4 fois pour polyubiquitinyler 

la protéine à dégrader (Murton et al., 2008) (figure 5). 

 Chez les mammifères, il existe 2 isoformes de l’enzyme E1, plus de 30 isoformes de 

l’enzyme E2 et plus d’une centaine d’isoformes E3 responsables du marquage spécifique des 

protéines pour la dégradation par le protéasome. En 2001, des études faites chez des souris 

mise à jeun ont montré une augmentation de l’expression des ARNm de deux ubiquitines 

ligases E3 dans les muscles atrophiés. L’expression de ces deux ubiquitines ligases 

spécifiques du muscle, Atrogin-1 (MAFbx) et MuRF1 (TRIM63) est augmentée dans la 

plupart des modèles d’atrophie musculaire comme la dénervation, l’urémie, la septicémie, le 

diabète ou l’administration de dexaméthasone. Les facteurs de transcription FOrkhead 

(FOXO) sont les principaux activateurs de l’expression de ces atrogènes (Glass, 2010). 

 L’ubiquitine ligase MuRF1 permet d’associer des molécules d’ubiquitine et donc le 

marquage spécifique de protéines musculaires pour la protéolyse par le protéasome comme la 

troponine I, la titine, les MyHC (Myosin Heavy Chain proteins), les chaînes légères de 

myosine (Myosin Light Chain proteins 1 et 2, MyLC-1 et MyLC-2), les protéines C liant la 
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myosine (myosin binding proteins, MyBP-C) ou encore de la nébuline (Witt  et al. , 2005, 

Eddins  et al. , 2011). 

 Bien qu’Atrogin-1 augmente la dégradation des protéines musculaires, à ce jour, les 

seules protéines spécifiquement marquées pour la dégradation par Atrogin-1 sont MYOblast 

Determination protein 1/MYOgenic Differentiation 1 (MYOD1) et le facteur d’initiation de 

la traduction eIF3F (Tintignac  et al. , 2005, Csibi  et al. , 2009). 

 En orientant ces différentes protéines vers la dégradation par le protéasome, cette 

enzyme peut donc également être considérée comme un répresseur de l’anabolisme 

musculaire (Attaix and Baracos, 2010). 

Dégradation par le protéasome 

 Le protéasome 26S est composé d’un noyau cylindrique 20S lié à une ou deux 

extrémités du complexe 19S régulant l’entrée des protéines marquées pour la dégradation. 

 Le noyau cylindrique 20S est formé par quatre bagues empilées, contenant chacune 

sept sous-unités. À l’intérieur de ce cylindre se trouvent les sites catalytiques impliqués dans 

l’hydrolyse des liaisons peptidiques. 

 La partie 19S aux extrémités reconnaît les protéines polyubiquitinées et permet la 

translocation des protéines, par un système Adenosine TriPhosphatase (ATPase) dépendant, 

dans la machinerie protéolytique. Une fois dégradée en acides aminés par les péptidases du 

protéasome, l’ubiquitine est recyclée par l’action des enzymes dé-ubiquitinases Rpn11, 

Ubiquitin carboxyl-terminal hydrolase 14 (USP14) et ubiquitin carboxy-terminal hydrolase 

37 (UCH37) qui clivent les liaisons ubiquitines (Murton et al., 2008). 
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Figure 5 : Le système ubiquitine protéasome. 

D'après Murton et al. 2008 

b) L’autophagie 

 Le système autophagique lysosomal est un système faisant intervenir deux types de 

vésicules, l'autophagosome qui capture dans un premier temps les substrats, et le lysosome, 

qui dans une étape ultérieure, engloutie l'autophagosome et le dégrade avec ses constituants. 

Il existe 3 types différents d’autophagies : la microautophagie, l'autophagie réalisée par des 

protéines chaperonnes et la macroautophagie qui représente la forme principale (Mizushima 

and Komatsu, 2011). 

 La microautophagie est localisée directement au niveau du lysosome, qui "absorbe" 

des protéines cytosoliques par invagination de sa membrane. La microautophagie est 

impliquée dans la dégradation de protéines à longue durée de vie dans de nombreux types 

cellulaires.  

 L'autophagie réalisée par des protéines chaperonnes se fait quant à elle par la 

translocation directe des substrats à dégrader dans la lumière du lysosome, au travers de la 

membrane par l’intermédiaire d’un translocon, sans qu'il n'y ait formation de vésicule au 

préalable. Ce mécanisme possède une spécificité d'action et seules les protéines solubles sont 

dégradées, ce qui exclut les organites tels que les mitochondries. Par ailleurs, tous ses 

substrats doivent posséder un motif de ciblage spécifique qui leur permet d’être reconnus et 

acheminés par les chaperonnes jusqu’à la membrane lysosomale.  
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 La macroautophagie, que l'on appelle plus communément « autophagie », est la forme 

la mieux caractérisée des trois. Etant la seule voie qui puisse dégrader massivement des 

macromolécules et des organites, elle représente une voie de dégradation alternative à celle du 

protéasome. La macroautophagie est active à un niveau basal dans la plupart des cellules dans 

le but de permettre le renouvellement des protéines à longue durée de vie, et de certains 

organites comme par exemple les mitochondries ou les peroxysomes. Cette voie est stimulée 

en situation de stress et constitue alors un mécanisme de survie de la cellule. Elle représente 

un processus adaptatif, grâce au recyclage des acides aminés et l’élimination des 

macromolécules et des structures cellulaires endommagées (Mizushima and Komatsu, 2011). 

L'autophagie consiste dans un premier temps en la formation d'une vacuole qui s’allonge et 

séquestre des composants cytoplasmiques. La vésicule ainsi formée, appelée autophagosome, 

est délimitée par une double membrane phospholipidique. Elle fusionne avec les lysosomes et 

se nomme alors "autophagolysosome" afin de libérer le matériel séquestré dans le lumen pour 

être dégradé par hydrolyse. L’autophagie est le seul processus de dégradation majeur chez les 

eucaryotes par lequel les organites cellulaires sont dégradés. Dite non sélective, elle est 

directement impliquée dans l’élimination d’agrégats protéiques, la protection contre les 

tumeurs et la défense contre les invasions virale et bactérienne, et joue un rôle primordial dans 

le développement et la différenciation. Par ailleurs, l’hétérophagie est un autre système de 

digestion précédant la dégradation lysosomale. Elle correspond à la digestion de substances 

exogènes qui rentrent dans la cellule soit par endocytose soit par phagocytose. Les vésicules 

d’endocytose fusionnent avec les endosomes qui eux-mêmes fusionnent avec les lysosomes 

primaires pour former les lysosomes matures (Mizushima and Komatsu, 2011). 

 Les lysosomes sont de petites vésicules renfermant plus de 40 hydrolases (RNAses, 

DNAses, lipases, glycosidases et protéases) (Bechet  et al. , 2005). Les protéases 

lysosomales, appelées cathepsines, ne contribuent pas de façon majoritaire à la dégradation 

des protéines myofibrillaires car elles sont peu représentées dans le muscle (Tiao  et al. , 

1994, Attaix  et al. , 2005). Les cathepsines majeures dans le muscle squelettique sont les 

cathepsines L, B, H et la cathepsine D (Bechet et al., 2005). Elles sont principalement 

impliquées dans la dégradation de protéines membranaires ou extracellulaires (Jackman and 

Kandarian, 2004). Les cathepsines dégradent les protéines par autophagie (micro autophagie 

ou macro autophagie) ou par hétérophagie. L’autophagie est induite dans des conditions de 

stress, de carence en acides aminés, et de traitement par la rapamycine (antibiotique de la 

famille des macrolides) ou par des hormones stéroïdiennes (Munafo and Colombo, 2001). 
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Bien que relativement peu impliquées dans la protéolyse musculaire totale, certaines 

cathepsines, comme la cathepsine L, sont considérées comme de bons marqueurs de 

l’atrophie musculaire. L’expression de la cathepsine L est augmentée très tôt au cours des 

atrophies musculaires quel que soit le modèle d’atrophie utilisé (Taillandier et al., 1996, 

Komamura  et al. , 2003). 

c) Voie calcium dépendant 

 La voie protéolytique calcium dépendante implique deux grands types de cystéine 

protéases : les calpaïnes ubiquitaires et les calpaïnes tissu-spécifiques. Il existe à ce jour 14 

calpaïnes identifiées chez les mammifères, les principales étant les - et m-calpaïnes 

(ubiquitaire et respectivement activées par des concentrations en calcium de l’ordre du M et 

du mM) et la calpaïne 3 (spécifique du muscle) (Goll  et al. , 2003). L’activité protéolytique 

de la Calpaïne-3 dans la fibre musculaire est dirigée contre certaines protéines du sarcomère, 

et des costamères comme la titine ce qui entraîne une rupture du cytosquelette d’Actine et la 

désorganisation des adhérences focales (Sorimachi  et al. , 1997). Les calpaïnes sont 

inactives en l’absence de stimuli cataboliques. Le calcium est le principal activateur de ces 

enzymes : sa fixation sur les calpaïnes entraine un changement de conformation de l’enzyme 

à l’origine de son activation. Ainsi, il a pu être démontré qu’un apport massif de calcium 

entrainait une forte protéolyse musculaire via cette voie des calpaïnes (Baracos  et al. , 1986). 

D’autres facteurs comme les phospholipides peuvent aussi réguler l’activation des calpaïnes 

par différents mécanismes, par exemple en diminuant la concentration en calcium nécessaire 

à l’autolyse des - et m-calpaïnes (Zalewska  et al. , 2004, Shao  et al. , 2006). Enfin, il existe 

un inhibiteur endogène spécifique des calpaïnes, la calpastatine (Goll et al., 2003). Les 

calpaïnes réalisent une protéolyse ménagée de leurs substrats, ce qui peut modifier leur état 

d’activation, leur localisation et leur fonction. Ces enzymes sont généralement activées à la 

suite de dommages cellulaires et lorsque la concentration en calcium intracellulaire devient 

élevée. Cependant, elles ne sont pas systématiquement activées en cas de perte musculaire et 

elles ne sont pas directement responsables de la dégradation des protéines contractiles 

majeures (actine et myosine), mais interviendraient plutôt dans la déstructuration des 

sarcomères (Huang and Forsberg, 1998, Hasselgren and Fischer, 2001, Attaix et al., 2005). 
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1.4. Voies de signalisation impliquées dans l’homéostasie musculaire 

Les différentes voies de signalisation régulant la masse musculaire vont réguler : 

 - la synthèse protéique en agissant sur la formation du complexe initiateur de la 

traduction et sur la stabilité des ARNm, 

 - la dégradation protéique en activant majoritairement le système UPS, 

 - la régénération des fibres musculaires. 

1.4.1. Voie Phosphatidylinositol 3-kinase (PI3K)/Akt 

 La voie PI3Kinase/Akt joue un rôle central dans la régulation de la masse musculaire. 

Son activation permet à la fois de stimuler la synthèse protéique en activant la traduction et 

de prévenir la dégradation protéique en inhibant l’expression des acteurs du système 

ubiquitine protéasome, UPS (Frost  et al. , 2007) (figure 6). La voie PI3K/Akt favorise donc 

le développement de l’hypertrophie musculaire et est activée par différents facteurs 

anaboliques tels que les facteurs de croissance, les nutriments ainsi que l’activité musculaire 

(Rommel  et al. , 2001, Sakamoto  et al. , 2002, Vary and Lynch, 2006). Parmi ces facteurs, 

le plus puissant inducteur de la voie PI3K/Akt est le facteur de croissance IGF-1. L’IGF-1 est 

très étudié dans le muscle pour ses effets hypertrophiants. La perfusion locale d’IGF-1 dans 

le muscle induit une forte hypertrophie (Adams and McCue, 1998). D’autre part la 

surexpression spécifiquement musculaire d’IGF-1 dans des souris induit une hypertrophie et 

rétablit la fonction musculaire dans des modèles de souris atteintes de dystrophie de 

Duchenne  (Pari and St Jeor, 1990, Gregorevic  et al. , 2002, Schertzer  et al. , 2006). 

 IGF-1 possède une homologie structurale avec l’insuline, il peut donc se fixer sur son 

propre récepteur ou sur le récepteur de l’insuline, il facilite la captation du glucose et des 

acides gras libres, il augmente la synthèse et diminue la dégradation protéique (Stewart and 

Rotwein, 1996, Kooijman, 2006, Nindl and Pierce, 2010). L’IGF-1 est sécrété par le foie 

après fixation sur les récepteurs hépatiques d’hormones de croissance (Hong and Forsberg, 

1994). Il circule principalement sous forme complexée aux protéines IGF-Binding Proteins 

(IGFBPs) (Ohlsson  et al. , 2009). Son expression est régulée par de nombreux signaux 

(testostérone, exercice, hormone de croissance) et inhibée par les glucocorticoïdes et les 

cytokines pro-inflammatoires. 
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 Le muscle secrète également une forme d’IGF-1 qui a beaucoup moins d’affinité pour 

les protéines IGFBPs réduisant ainsi ses capacités endocrines (Duan and Xu, 2005, Laviola  

et al. , 2007). L’IGF-1 secrété par le muscle a donc une action essentiellement 

autocrine/paracrine. Comme les formes circulantes d’IGF-1 ne sont pas impliquées dans 

l’hypertrophie induite par l’exercice (DeVol  et al. , 1990, Walker  et al. , 2004), 

l’hypertrophie musculaire associée à l’exercice physique et l’IGF-1, est donc due à la 

production locale d’IGF-1 permettant de cibler le muscle sollicité. 

 La PI3K, activée en réponse à la fixation d’IGF-1 sur son récepteur ou sur le 

récepteur à l’insuline, phosphoryle le phospholipide membranaire phosphatidylinositol 4,5-

diphosphate (PIP2) en phosphatidylinositol 3,4,5-triphosphate (PIP3) et permet ainsi le 

recrutement à la membrane et l’activation d’Akt. 

 Les deux effecteurs principaux des effets hypertrophiques de la voie PI3K/Akt sont la 

GSK3  et la kinase mTOR qui toutes deux contrôlent la synthèse protéique (figure 6). 

 La GSK3  bloque l’action du facteur d’initiation de la traduction eIF2B et est inhibée 

par Akt, activent ainsi la synthèse protéique. L’expression d’un dominant négatif de GSK3

induit une hypertrophie marquée (Welsh et al., 1998, Rommel et al., 2001, Cohen and 

Goedert, 2004). 

 La kinase mTOR stimule la traduction des protéines, d’une part en inhibant le 

répresseur du facteur d’initiation eIF4E, 4E-BP1, et d’autre part en activant la kinase des 

protéines ribosomales S6, la P70S6K (Bodine  et al. , 2001, Weigl, 2012). La 

phosphoprotéine inhibitrice 4E-BP1, sous forme hypophosphorylée, se fixe à eIF4E et 

empêche le recrutement et l’assemblage du complexe eIF4F. La phosphorylation de 4EBP1 

par mTOR et sa dissociation d’eIF4E, augmente fortement la formation du complexe eIF4F 

et ainsi la synthèse protéique (Weigl, 2012). D’autre part, la phosphorylation de S6K1 par 

mTOR permet l’activation par phosphorylation de multiples protéines impliquées dans 

l’initiation de la traduction comme eIF4A et eIF4B (Weigl, 2012) (figure 6). 

 En plus de contrôler la traduction, Akt bloque la dégradation des protéines 

musculaires par le système ubiquitine/protéasome et bloque l’activation du système 

autophagique lysosomal. L’étude du profil génique de différents modèles d’atrophie met en 

évidence deux gènes codant pour les ubiquitine ligases Atrogin-1 et MuRF-1, fortement 

exprimés dans les muscles atrophiques (Glass, 2010). De plus, le KO de ces deux atrogènes 
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rend les souris transgéniques résistantes à l’atrophie musculaire induite par dénervation. 

MuRF1 et Atrogin-1 apparaissent comme responsables de la dégradation des protéines 

myofibrillaires par le système UPS. Leur expression en situation d’atrophie musculaire est 

ainsi inhibée par un traitement à l’IGF-1 ou une surexpression d’Akt (Stitt  et al. , 2004, Lang  

et al. , 2007). Le mécanisme par lequel Akt contrôle l’expression des atrogènes implique les 

facteurs de transcription FOXO (Sandri  et al. , 2004). In vivo, FOXO3 suffit à induire 

l’expression de MuRF-1 et Atrogin-1, et provoque l’atrophie lorsqu’il est transfecté dans un 

muscle squelettique (Sandri et al., 2004, van der Vos and Coffer, 2011). Akt inhibe l’activité 

de FOXO par phosphorylation, provoquant son exclusion du noyau et l’inhibition de 

l’expression des atrogènes. Akt inhibe ainsi la dégradation des protéines myofibrillaires 

(figure 6).  
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Figure 6 : Implication de la voie PI3Kinase-Akt dans la régulation de la masse musculaire 
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1.4.2. Voie Mitogen-Activated Protein Kinases (MAPK) 

 Les MAPK sont des protéines ubiquitaires qui en réponse à divers stimuli vont 

réguler plusieurs mécanismes cellulaires fondamentaux comme la prolifération, la 

différenciation, l’apoptose, l’inflammation et l’adaptation à des stress environnementaux 

(Widegren  et al. , 2001). La voie MAPK regroupe plusieurs cascades de signalisation 

conduisant à des réponses cellulaires adaptées, les deux principales voies étant celles 

impliquant les Extracellular signal-Regulated Kinase 1/2 (ERK1/2) et la Stress-Activated 

Protein Kinase SAPK2/p38 (Kyriakis and Avruch, 2012) (figure 7). De nombreux facteurs, 

dont la disponibilité est affectée par l’exercice ou encore par le statut énergétique, vont 

moduler ces voies. Parmi ces facteurs on retrouve les facteurs de croissance, les cytokines, la 

calcinémie intracellulaire ou encore l’hypoxie (Widegren et al., 2001, Shaw and Cantley, 

2006). Ces deux grandes voies de signalisation vont agir en coopération pour réguler la 

synthèse protéique, la dégradation protéique et la régénération musculaire (figure 7).

 Dans le muscle squelettique, l’exercice module l’activité et/ou la quantité des kinases 

ERK et p38 (Widegren et al., 2001). L’activité kinase d’ERK1/2 augmente rapidement dans 

le muscle sollicité et retourne rapidement à l’état basal après l’arrêt de l’exercice. La 

phosphorylation de p38 par l’exercice est observée dans tous les muscles squelettiques. 

Ainsi, l’activation de p38 semble être due à des facteurs systémiques (Widegren et al., 2001). 

 La modulation de l’activité de ces kinases permet l’adaptation du muscle à l’exercice. 

L’expression d’ERK1/2 est également augmentée dans le muscle squelettique de souris 

soumises à un régime enrichi en lipides (Fatani  et al. , 2012) 

 L’activation de la voie p38 in vivo et in vitro, augmente l’expression des gènes de 

l’autophagie Atg 6/7/12 et augmente l’expression des atrogènes MuRF1 et Atrogin-1, via la 

diminution de la phosporylation de FOXO3 (Li  et al. , 2005, Jin and Li, 2007, Kim  et al. , 

2009, McClung  et al. , 2010). Par conséquent, l’activation de la voie p38 augmente la 

dégradation protéique. 

 Au contraire, la cascade ERK 1/2 diminue l’activité transcriptionnelle de FOXO3 par 

phosphorylation inhibant ainsi l’expression des atrogènes et de la voie lysosomale (Yang  et 

al. , 2008, van der Vos and Coffer, 2011) (figure 7). 

 La cascade de signalisation ERK, notamment activée par l’IGF1, active par 

phosphorylation les membres de la famille des p90RSK et des Mitogen-activated protein 
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kinases activate the serine/threonine kinases 1/2 (Mnk 1/2) qui sont des kinases capable 

d’activer les facteurs de l’initiation de la traduction eIF4B, eIF4E, eIF4G et eEf2K. 

L’activation de la voie ERK va donc conduire à une augmentation de la synthèse protéique. 

 La cascade p38MAPK, activée notamment par les cytokines, va activer les protéines 

MAPK-activated Protein Kinase-2 (MK2). Les MK2 vont phosphoryler et ainsi moduler 

l’activité des AU-rich element binding proteins comme les TrisTetraProlines (TTPs) ou 

encore les Heterogeneous nuclear RiboNucleoProteins (hnRNPs) (figure 7). Comme leurs 

noms l’indiquent, les ARE-BPs vont se fixer sur les séquences AU-rich element d’ARNm, 

ces motifs sont notamment retrouvés dans les régions 3’ UnTranslated Region (3’UTR) de 

nombreuses protéines pro inflammatoire comme IL2, IL10, IFN  ou encore le TNF  (Dean  

et al. , 2004, Ronkina  et al. , 2010). Les mécanismes ne sont pas entièrement décryptés mais 

globalement la phosphorylation des ARE-BP, par MK2, va permettre la dissociation des 

ARE-BPs de l’ARNm qui pourra ensuite être traduit en protéine (Dean et al., 2004, Ronkina

et al., 2010). L’activation de cette voie par les cytokines permet d’entretenir l’état 

inflammatoire en favorisant la synthèse de cytokines.  

 La voie p38MAPK est également un régulateur important de la myogenèse et donc de 

la régénération dans la fibre différenciée (Keren  et al. , 2006, Lluis  et al. , 2006) (figure 7). 

Les capacités régénératives du muscle adulte passent notamment par l’activation des cellules 

satellites et leur fusion aux fibres existantes. La voie p38MAPK active la différenciation des 

cellules satellites et augmente la transcription des gènes musculaires en augmentant l’activité 

transcriptionnelle de MYOD1 et de Myocyte Enhancer Factor 2 (MEF2) (Keren et al., 2006, 

Lluis et al., 2006). Cependant, in vitro, p38MAPK inhibe l’activité transcriptionnelle de 

Myogenic Regulatory Factor 4 (MRF4) qui intervient dans le dernier stade de la 

différenciation (Weston  et al. , 2003, Suelves  et al. , 2004). 

 Ainsi la voie p38MAPK a également un rôle important dans la régulation de la 

myogenèse. 
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Figure 7 : Régulation de la masse musculaire par les voies p38MAPK et ERK. 

1.4.3. Voie Nuclear Factor-kappa B (NF B) 

 Les NF B représentent une famille de cinq facteurs de transcription qui peuvent être 

différenciés en deux groupes. Le premier groupe inclue RelA (p65), RelB et c-Rel, qui sont 

synthétisés sous forme mature et caractérisés par la présence du domaine N-terminal Rel 

homology (RHD) essentiel pour la dimérisation permettant sa fixation à l’ADN et ainsi la 

modulation de l’expression de ses gènes cibles. Le deuxième groupe comprend NF B1 (p50) 

et NF B2 (p52), ces protéines étant synthétisées sous forme de précurseurs : respectivement 

p105 et p100. Différents membres de la famille NF B se dimérisent pour permettre leur 

fixation à l’ADN. Avant activation, la plupart des dimères NF B sont retenus dans le 

cytoplasme par leur fixation avec les Inhibiteurs NF B (I Bs). Il existe 7 I Bs chez les 

mammifères, I B , I B , I Beps, I B , Bcl3, et les précurseurs p100 et p105. L’interaction 

d’I Bs avec les membres NF B masque le domaine de localisation nucléaire du complexe 
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NF B, empêchant ainsi la translocation du complexe dans le noyau et maintient le complexe 

dans le cytoplasme sous forme inactive (Hayden and Ghosh, 2004, 2008). La voie NF B est 

activée par de nombreux stimuli, des infections virales et bactériennes, des cytokines, des 

mitogènes, des facteurs de croissance ou encore des stress oxydatif et biomécaniques (Kumar  

et al. , 2004). 

 La voie classique NF B, activée par le TNF , fait intervenir les complexe I B Kinase 

 et  (IKK  et ) (figure 8). Une fois activés, ces complexes permettent la phosphorylation 

des inhibiteurs I Bs qui pourront alors être dégradés libérant l’hétérodimère actif. 

 La voie alternative fait intervenir le complexe IKK . Une fois activé, ce complexe 

permet la phosphorylation du précurseur p100 permettant son clivage et la libération de la 

forme active p52 (Li and Verma, 2002, Aggarwal, 2003, Hayden and Ghosh, 2008). 

 Ces deux voies sont activées dans le muscle selon les stimuli, et leur activation peut 

induire une atrophie musculaire en augmentant l’expression de plusieurs composants du 

système UPS, l’expression de protéines pro-inflammatoires et en interférant avec le 

processus de myogenèse, empêchant ainsi la régénération des muscles atrophiés. 

 Plusieurs études rapportent que la voie NF B active l’expression de protéines du 

système UPS. La génération de souris transgéniques possédant une forme constitutivement 

active de IKK  induit une augmentation drastique de l’atrogène MuRF1 accompagnée d’une 

forte atrophie musculaire (Cai  et al. , 2004). Lorsque ces souris constitutivement actives 

pour IKK  sont croisées avec des souris Knock Out (KO) MuRF1, les descendants sont en 

partie protégés de l’atrophie musculaire. À l’inverse, la délétion d’IKK  spécifiquement dans 

le muscle diminue fortement l’expression de MuRF1 et l’atrophie musculaire en réponse à la 

dénervation (Mourkioti  et al. , 2006). 

 L’activation de la voie NF B régule également l’expression de protéines pro-

inflammatoires comme les cytokines, les chémokines et les molécules d’adhésion cellulaire. 

Parmi elles, certaines sont également des activateurs de la voie NF B, formant ainsi une 

boucle de rétrocontrôle positif (Kumar et al., 2004). Des études montrent que la délétion 

spécifique d’IKK  bloque la régénération musculaire en limitant la réponse inflammatoire 

(Mourkioti et al., 2006). 
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 Le modèle d’inactivité physique par décharge des membres postérieurs de souris 

entraîne une forte perte de masse musculaire ainsi qu’une augmentation de l’activité NF B. 

L’analyse des complexes NF B/ADN a mis en évidence la présence de p50, c-Rel et Bcl-3 

(Hunter  et al. , 2002). Ces protéines font partie de la voie classique NF B qui est 

généralement activée en réponse aux cytokines. L’atrophie musculaire induite par 

l’immobilisation est prévenue chez des souris KO pour p50 ou Bcl3 (Hunter and Kandarian, 

2004, Judge  et al. , 2007). Par contre, l’induction de l’atrophie par l’immobilisation n’est pas 

prévenue chez des souris KO pour le gène c-Rel. Ainsi, dans ce modèle d’atrophie 

musculaire, p50 et Bcl3 sont les composants majeurs de l’activation de la voie NF B. 

Figure 8 : Représentation schématique de la voie de signalisation NF B. 

D'après Murton et al. 2008. 
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1.4.4. Voie myostatine 

 La myostatine ou Growth Differentiation Factor-8 (GDF-8 ) est un régulateur négatif 

de la masse musculaire. Cette cytokine spécifiquement musculaire a été découverte en 1997 

en identifiant une mutation du gène de la myostatine chez les bœufs « Belgian blue » 

responsable de leur phénotype hypermusclé (Kambadur  et al. , 1997, McPherron  et al. , 

1997, McPherron and Lee, 1997). Ils ont ensuite confirmé chez la souris que l’invalidation 

du gène de la myostatine reproduit le phénotype hypermusclé (McPherron et al., 1997). 

 L’expression de cette protéine est augmentée dans les cas de sarcopénie, d’atrophie 

induite par les glucocorticoïdes, de privation et est diminuée lors d’entraînement physique 

(Yarasheski  et al. , 2002, Ma  et al. , 2003, Matsakas  et al. , 2005, Allen  et al. , 2010). 

 La myostatine est synthétisée sous forme de précurseur, son activation va nécessiter 

deux clivages protéolytiques libérant un propeptide et une partie C-terminale. Cette dernière 

s’homodimérise pour donner la forme mature de la myostatine (Lee, 2004) (figure 9). 

Figure 9 : Processus de maturation de la myostatine.  

D’après Huang et al. 2011 

 La myostatine circule dans le sang sous forme de précurseur, sous forme active (libre) 

ou complexée à des protéines modulatrices de son activité (follistatine, son propre propeptide 

ou encore la G-protein coupled receptor Associated Sorting Protein 1 GASP-1) (Hill  et al. , 
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2002, Hill  et al. , 2003). Au regard de ses effets anti anaboliques, l’expression, la maturation 

et l’activité de la myostatine est extrêmement régulée. 

 La fixation de la myostatine sur son récepteur Activine IIA/IIB va conduire à 

l’activation par phosphorylation de Smad2/3 et à sa translocation dans le noyau une fois 

complexé à Smad4. Ce complexe va notamment réprimer la différenciation musculaire en 

inhibant l’expression de MYOD1, MYogenic Factor 5 (MYF5) et MYOGénine (MYOG) 

(Langley  et al. , 2002, McFarlane  et al. , 2006). 

 La fixation de la myostatine sur ses récepteurs va également agir sur les voies MAPK 

et IGF1 (Elkina  et al. , 2011) (figure 10). 

 L‘activation de la voie p38 MAPK conduit à l’augmentation de la dégradation 

protéique et de l’expression de cytokines pro-inflammatoires (Li et al., 2005, Jin and Li, 

2007). De plus, les effets bénéfiques de l’activation de la voie p38MAPK sur la 

différenciation musculaire, en augmentant l’activité transcriptionnelle des MRFs, sont 

abolies puisque la myostatine inhibe l’expression des MRFs via la voie des Smads (Langley

et al., 2002) (figure 10). La fixation de la myostatine active également la voie ERK1/2. Les 

travaux de Yang et al. 2006 montrent que dans des C2C12, l’administration de myostatine 

augmente la phosphorylation d’ERK1/2 via MAPK/ERK activity Kinase (MEK) ; et lorsque 

les myoblastes C2C12 sont traités avec un inhibiteur de MEK, ils démontrent que l’ajout de 

myostatine n’inhibe plus la différenciation (Yang  et al. , 2006). Par conséquent, cette étude 

suggère que l’inhibition de la différenciation musculaire par la myostatine est due au moins 

en partie à l’activation de la voie MEK/ERK (Yang et al., 2006). 

 Le traitement de myotubes humains avec de la myostatine diminue la phosphorylation 

d’Akt (McFarlane et al., 2006). Au contraire, la mutation délétère de la myostatine in vivo et 

in vitro induit une augmentation de la phosphorylation d’Akt et donc une augmentation de 

son activité (Morissette  et al. , 2009, Lipina  et al. , 2010). Ainsi, via l’inhibition de l’activité 

Akt, la myostatine augmente la dégradation protéique et diminue la synthèse protéique. 

 Ainsi la myostatine, en modulant les grandes voies de régulation de la masse 

musculaire, inhibe la synthèse protéique, la myogenèse et augmente la dégradation protéique 

(McPherron et al., 1997, Elkina et al., 2011) (figure 10). 
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Figure 10 : Les différentes voies d’action de la myostatine.  

D’après Elkina et al. 2011.

1.4.5. Le rôle des MRFs dans la fibre adulte 

 La persistance de l’expression des MRFs dans le muscle squelettique adulte, même à 

de faibles niveaux pour MYOD1, Myf5 et MYOG, suggère qu’ils continuent de moduler 

l’expression des gènes muscle-spécifiques et pourraient contribuer à la plasticité musculaire 

(Walters  et al. , 2000, Hespel  et al. , 2001). Des expériences menées sur des modèles 

animaux prouvent leur implication dans les processus de catabolisme et d’anabolisme 

musculaire (Favier  et al. , 2008, Legerlotz and Smith, 2008). 

 Les MRFs régulent l’expression des protéines sarcomériques telles que la titine, très 

longue protéine, servant de matrice à la formation des filaments de myosine, les troponines I, 

C et T, permettant la régulation de la contraction musculaire par le calcium, la nébuline, 

assurant la stabilité des filaments d’actine, ou la desmine, assurant la stabilité du sarcomère 

lors de la contraction (Clark  et al. , 2002). Ainsi, MYOD1 régule l’expression des gènes 

codant pour les chaînes légères de la myosine, la desmine, les troponines I mais également la 
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créatine kinase et plusieurs sous-unités du récepteur à l’acétyle-choline (Piette  et al. , 1990, 

Lin  et al. , 1991, Wentworth  et al. , 1991, Li and Capetanaki, 1993). 

 L’augmentation de la charge musculaire est bien connue pour induire l’hypertrophie. 

Bien que ces données soient controversées, l’expression de MYOD1, MRF4 et MYOG est 

augmentée au cours de ce modèle d’hypertrophie, avec toutefois des différences selon le type 

de muscle étudié, le protocole expérimental et sa durée (Loughna and Brownson, 1996, 

Carson and Booth, 1998, Lowe  et al. , 1998, Haddad and Adams, 2006, Bamman  et al. , 

2007). L’expression de MYOD1 apparaît très sensible au stress mécanique et à la contraction 

musculaire ; très basse dans le muscle au repos, elle augmente dans les 24h suivant un 

exercice d’endurance comme de résistance (Yang  et al. , 2005). La myogénine, elle aussi, 

voit son expression stimulée par l’exercice, et l’expression de MRF4 est induite par une 

supplémentation orale en créatine, favorisant l’hypertrophie musculaire (Adams  et al. , 1999, 

Hespel et al., 2001). L’élévation de l’expression des MRFs au cours de la prise de masse 

musculaire pourrait s’expliquer exclusivement par l’activation des cellules satellites 

participant à l’hypertrophie. Cependant, lorsque les cellules satellites sont détruites par 

irradiation , l’expression des MRFs dans les fibres musculaires n’est pas altérée et l’exercice 

induit encore une hypertrophie musculaire (Lowe and Alway, 1999). Au cours du processus 

hypertrophique, l’expression des MRFs est donc bien induite au sein des noyaux des fibres 

musculaires et participe à la prise de masse musculaire en régulant l’expression des protéines 

sarcomériques.  

 Les MRFs modulent la masse musculaire en régulant la régénération musculaire par 

différenciation et recrutement des cellules satellites aux fibres existantes et en régulant la 

synthèse des protéines musculaires dans la fibre différenciée (Ishido  et al. , 2004).  
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2. LES FACTEURS DE TRANSCRIPTION SREBP-1 

2.1. Généralités 

 Ces facteurs de transcription ont été découverts en 1993 par deux équipes différentes. 

L’équipe de Bruce Spriegelman identifie une protéine de la famille des basic Helix Loop 

Helix (bHLH) dont l’expression est modulée au cours de la détermination et de la 

différentiation des cellules adipocitaires. Cette protéine est capable d’activer un des gènes 

clés de l’adipogenèse, la Fatty Acyl Synthase (FAS) (Tontonoz  et al. , 1993). 

 L’équipe de Joe Goldstein et Mike Brown mit en évidence un motif de 10pb sur le 

promoteur du gène du récepteur aux Low Density Lipoprotein (LDL) responsable de sa 

régulation transcriptionnelle par les stérols désignés Sterol Response Element (SRE). Ils ont 

ensuite purifié la protéine se fixant sur ce motif et l’ont appelé Sterol Regulatory Element 

Binding Protein (SREBP) (Briggs  et al. , 1993). 

 Par la suite, trois membres de la famille SREBP ont été identifiés : SREBP-1a et 

SREBP-1c codées par un même gène SREBF1, et SREBP-2 codée par le gène SREBF2 (Hua  

et al. , 1995b). Les deux isoformes de SREBP-1, 1a et 1c, sont issues d’un épissage alternatif 

et leur expression peut être modulée indépendamment l’une de l’autre puisque le gène 

contient deux promoteurs distincts (Hua et al., 1995b, Shimomura  et al. , 1997). 

 Ces facteurs de transcription, impliqués dans la synthèse du cholestérol et des acides 

gras, sont exprimés dans la plupart des tissus. SREBP-1c, isoforme régulée par le statut 

nutritionnel, est abondamment exprimée dans le foie, le tissu adipeux et le cerveau. Elle est 

également exprimée à un niveau plus faible dans les muscles. Comparativement, SREBP-1a 

est plus faiblement exprimée, mais de façon ubiquitaire dans tous les tissus (Raghow  et al. , 

2008). 

2.2. Les SREBPs : une sous famille des bHLH 

 La famille HLH a été identifiée par le clonage et l’analyse des protéines E12 et E47 

qui se dimérisent et se fixent aux séquences promotrices grâce au domaine Helix Loop Helix 

(HLH) (Murre  et al. , 1989). De nombreux facteurs de transcription HLH possèdent 
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également un domaine basique du coté de l’hélice N-terminale formant la famille bHLH, et 

certains possèdent un motif leucine zipper du côté C-terminal participant à la dimérisation 

formant la famille bHLH-Leucine Zipper (bHLH-LZ) (Simionato  et al. , 2007). Le domaine 

basique permet la reconnaissance d’un site palindromique de fixation à l’ADN appelé E-Box 

5’-CANNTG-3’. Chaque membre de la famille bHLH va avoir une affinité particulière pour 

la séquence E-box suivant les nucléotides centraux (Murre  et al. , 1994). 

 Les trois protéines SREBPs forment une famille à part entière pour leur particularité à 

moduler l’expression de gènes cibles en se fixant sur les motifs SRE et pour leur synthèse 

sous forme de précurseur inactif accroché à la membrane du réticulum endoplasmique (Sato, 

2010). 

 Les facteurs de transcription SREBPs font partie d’une sous famille des bHLH-LZ. 

La comparaison par alignement de séquences des SREBPs avec d’autres protéines bHLH-LZ, 

a mis en évidence la présence d’une tyrosine à la place d’une arginine chez les autres bHLH-

LZ (Kim  et al. , 1995). La présence de cette tyrosine permet aux protéines SREBPs de fixer 

sous forme de dimère, in vitro, non seulement, les sites E-box de fixation à l’ADN, mais 

également les motifs SRE 5’-ATCACCCCAC-3’ (Kim et al., 1995). Ces sites SRE ont été 

identifiés en premier sur le promoteur du récepteur LDL, par des études de mutation de la 

séquence promotrice modifiant l’affinité de fixation de SREBP-1 (Dawson  et al. , 1988, 

Briggs et al., 1993). Plusieurs autres motifs plus ou moins proches du consensus SRE ont été 

identifiés par la suite sur les séquences promotrices de gènes régulés par SREBP (Smith  et 

al. , 1990, Edwards  et al. , 2000, Osborne, 2000) (tableau 2). La capacité des protéines 

SREBPs à fixer ces séquences SRE est une des deux spécificités justifiant leur appartenance 

à cette sous famille bHLH-LZ. 

ACC2, METCACCC
SRE

(région avec 2 sites SRE palindromiques)

ACLTCAGGCTAGSRE-like

FPPCTCACACGAGSRE-3

L-PK, S-14CANNTGE-Box

HMG-coA synthase et réductase, 
récepteur au LDL, FASATCACCCCACSRE-1

Gènes identifiés avec le 
consensus fonctionnelSéquence 5’-3’Motifs de liaison des protéines SREBP

ACC2, METCACCC
SRE

(région avec 2 sites SRE palindromiques)

ACLTCAGGCTAGSRE-like

FPPCTCACACGAGSRE-3

L-PK, S-14CANNTGE-Box

HMG-coA synthase et réductase, 
récepteur au LDL, FASATCACCCCACSRE-1

Gènes identifiés avec le 
consensus fonctionnelSéquence 5’-3’Motifs de liaison des protéines SREBP

Tableau 2 : Sites consensus de liaison à l’ADN des facteurs de transcription SREBP. 
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 Leur deuxième spécificité est leur synthèse sous la forme de précurseurs inactifs liés à 

la membrane du réticulum endoplasmique. 

Chaque précurseur inactif de SREBP est organisé en trois domaines : 

- un domaine N-terminal de 480 acides aminés, comprenant le domaine de 

transactivation, une région riche en sérine et proline, et le motif bHLH-LZ, domaine de 

dimérisation et de fixation à l’ADN (Sato  et al. , 1994). 

- un domaine intermédiaire en forme d’épingle à cheveux constitué de deux segments 

transmembranaires hydrophobiques interrompus par une courte boucle de 30 acides aminés 

située dans la lumière du réticulum endoplasmique (Hua  et al. , 1995a). 

- un domaine C-terminal de 590 acides aminés, impliqué dans la régulation de la 

maturation de SREBP par les stérols (figure 11). 

Le domaine N-terminal correspond à la forme mature active appelée aussi forme nucléaire. 

SREBP-1a SREBP-1c SREBP-2

CN

CN

CCNN

SREBP-1c

SREBP-1a

SREBP-2

: Domaine acide = domaine d’activation

: Domaine riche en sérine et  proline

: Domaine bHLH = domaine de liaison à l’ADN (et domaine de dimérisation)

: Domaine contenant les deux segments transmembranaires

: Domaine carboxy-terminal = domaine de régulation

Cytosol

RE
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71
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Figure 11 : Représentation schématique de la structure des protéines SREBPs et de leur homologie. 

D’après Schimano, 2001.



  59 

2.3. Maturation des facteurs de transcription SREBP-1 

 Les protéines SREBPs sont synthétisées sous la forme de précurseurs inactifs liés à la 

membrane du réticulum endoplasmique (RE) où le domaine C-terminal de SREBP interagit 

avec la protéine SREBP cleavage-activating protein (SCAP). Ce complexe est ensuite 

reconnu par les vésicules COPII, permettant le transport de SCAP- SREBP du RE vers 

l’appareil de golgi (Yang  et al. , 2002). Chez les mammifères, le complexe SCAP- SREBP 

est séquestré à la membrane du réticulum endoplasmique par les protéines Insulin-induced 

gene (INSIG) (Yang et al., 2002). L’interaction d’INSIG avec SCAP prévient le transport du 

complexe SCAP-SREBP par COPII. Il y a deux protéines INSIG chez les mammifères, 

INSIG1 et 2, dont leur expression et leur interaction sont finement régulées (Horton  et al. , 

2003a, Yabe  et al. , 2003) (figure 12). 

 Une fois transportée à la membrane de l’appareil de Golgi, la forme mature de 

SREBP est libérée suite à un clivage protéolytique en deux étapes (Wang  et al. , 1994, Sakai  

et al. , 1996). Le premier clivage par la sérine protéase Site-1 Protease (S1P) a lieu dans la 

boucle hydrophile. Ce clivage sépare SREBP en deux fragments qui restent ancrés à la 

membrane du Golgi (Duncan  et al. , 1997). Le deuxième clivage est catalysé par la sérine 

protéase Site-2 Protease (S2P) au niveau du domaine N-terminal, libérant la forme nucléaire 

active (Duncan  et al. , 1998) (figure 12). 

 Une fois libérés dans le cytoplasme, les facteurs de transcription SREBP-1 sont 

transportés dans le noyau. Le transport nucléo cytoplasmique du fragment N-terminal de 

SREBP-1, qui est la forme active des facteurs de transcription SREBP-1, est une étape 

cruciale de régulation de l’expression génique des cellules eucaryotes (Lee  et al. , 2003). Le 

transport du cytoplasme vers le noyau des facteurs de transcription SREBP-2 se fait par 

l’interaction du domaine dimérisé HLH-LZ de SREBP2 avec la protéine importine-  (Lee et 

al., 2003). Si seul le transport nucléaire de SREBP-2 a été aussi bien caractérisé, une étude 

montre que SREBP-1c est également transporté dans le noyau par interaction directe avec 

l’importine  (Guillemain  et al. , 2004). De plus, la forte homologie entre les domaines 

bHLH-LZ des trois isoformes suggère un transport nucléaire identique. 

 La protéine SCAP fonctionne comme un senseur du niveau de cholestérol 

intramembranaire. Les stérols bloquent le complexe SCAP-SREBP dans la membrane du RE 
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par interaction directe sur le domaine N-terminal de SCAP au niveau d’un domaine Sterol-

Sensing Domain (SSD) (Nohturfft  et al. , 1998, Nohturfft  et al. , 1999, Yang  et al. , 2000). 

L’interaction des stérols avec SCAP induit un changement conformationnel, favorisant la 

liaison de SCAP avec les protéines INSIGs (Peng  et al. , 1997, Yabe  et al. , 2002, Adams  

et al. , 2003a, Feramisco  et al. , 2005). En absence de cholestérol, SCAP subit un 

changement conformationnel induisant sa dissociation des protéines INSIGs, qui sont alors 

dégradées par ubiquitinilation par GP78. Le complexe SCAP-SREBP est alors incorporé au 

sein des vésicules COPII pour être transporté à la membrane de l’appareil de Golgi et suivre 

sa maturation (figure 12). 
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Figure 12 : Processus de maturation de SREBP-1 et régulation par les stérols 
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2.4. SREBP-1 est un régulateur clé du métabolisme lipidique 

 Des études in vitro et in vivo montrent que les facteurs de transcription SREBP-1 sont 

fondamentalement impliqués dans l’homéostasie du cholestérol et la lipogenèse (Horton, 

2002, Horton  et al. , 2002b, a). Outre le récepteur au LDL, ils régulent l’expression de plus 

de trente gènes nécessaires à la synthèse endogène du cholestérol, des acides-gras, des 

triglycérides et des phospholipides (Horton et al., 2003a). Exprimés de façon supra-

physiologique, ils sont capables d’activer l’expression à la fois des enzymes lipogéniques et 

cholestérogéniques. 

 Cependant, malgré leur forte homologie, leur mécanisme commun de maturation et de 

reconnaissance à l’ADN, les isoformes 1a et 1c ont des fonctions spécifiques. Le 

développement de souris transgéniques a permis de démontrer les rôles respectifs de 1a et 1c 

(tableau 3). 

Manipulation Niveaux d'expression Synthèse de Synthèse Foie Plasma
de SREBP cholestérol d'acides gras

souris KO
SREBP-1 1a,    1c,    2 40% x 3 cholestérol cholestérol/triglycérides
SREBP-1c 1a,    1c,    2 50% x 3 cholestérol trigycérides

souris trangéniques
SREBP-1a 1a x 5 x 26 x 6 cholestérol cholestérol

x 22 triglycérides triglycérides
SREBP-1c 1c x 4 x 4 triglycérides triglycérides

: augmentation ;          : forte augmentation ;     : diminution ;       : forte diminution.            

Manipulation Niveaux d'expression Synthèse de Synthèse Foie Plasma
de SREBP cholestérol d'acides gras

souris KO
SREBP-1 1a,    1c,    2 40% x 3 cholestérol cholestérol/triglycérides
SREBP-1c 1a,    1c,    2 50% x 3 cholestérol trigycérides

souris trangéniques
SREBP-1a 1a x 5 x 26 x 6 cholestérol cholestérol

x 22 triglycérides triglycérides
SREBP-1c 1c x 4 x 4 triglycérides triglycérides

: augmentation ;          : forte augmentation ;     : diminution ;       : forte diminution.            : augmentation ;          : forte augmentation ;     : diminution ;       : forte diminution.            

Tableau 3 : Altérations du métabolisme lipidique dans différents modèles de souris génétiquement 

modifiées pour SREBP-1. 

 Le KO de SREBP1 est partiellement létal, 15 à 45% des souris survivent. De façon 

surprenante, ces souris déficientes en SREBP-1a et/ou SREBP1c présentent une synthèse de 

cholestérol accrue, due à une augmentation compensatrice de SREBP-2 (Shimano  et al. , 

1997b). 

 Afin d’étudier le rôle respectif des isoformes SREBP-1a et 1c, des souris 

transgéniques surexprimant la forme nucléaire de SREBP-1a ou SREBP-1c ont été créées. 
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 La surexpression de la forme nucléaire de SREBP-1a dans le foie des souris augmente 

l’expression des gènes impliqués dans la synthèse du cholestérol comme la 3-Hydroxy-3-

MéthylGlutaryl-Co-enzyme A (HMG-CoA) synthase, la HMG-CoA réductase et la squalène 

synthase ; et les gènes impliqués dans la lipogenèse, notamment la FAS, la Stearoyl-CoA-

Desaturase 1 (SCD1) et la Glycerol 3-Phosphate Acetyl Transferase (GPAT). L’activation 

préférentielle de la synthèse d’acides gras, 26 fois augmentée par rapport à celle du 

cholestérol, multipliée par quatre, provoque une accumulation très importante de 

triglycérides dans le foie de ces souris, entraînant une stéatose (Shimano  et al. , 1996, 

Horton  et al. , 2003b). 

 La surexpression de SREBP-1c induit une augmentation de la synthèse d’acides gras, 

mais n’a aucun effet sur la synthèse de cholestérol. SREBP-1c active l’expression des mêmes 

gènes lipogéniques que SREBP-1a, mais de façon plus faible. SREBP-1a est un activateur 

transcriptionnel plus puissant, grâce à son domaine transactivateur plus long, mais il est très 

faiblement exprimé dans les tissus. Cette observation suggère que SREBP-1a pourrait être 

responsable du maintien de l’activité basale de synthèse de cholestérol et d’acides gras 

(McPherson and Gauthier, 2004). SREBP-1c possède un domaine transactivateur moins 

puissant mais il est exprimé de façon plus forte dans les tissus et active de façon plus 

spécifique les gènes codant pour les enzymes de la lipogenèse. En plus des gènes 

lipogéniques, SREBP-1c est capable d’activer l’expression de gènes impliqués dans le 

métabolisme glucidique comme la GlucoKinase (GK) dans le foie et l’HexoKinase II (HKII) 

dans le muscle squelettique (Foretz  et al. , 1999, Gosmain  et al. , 2004, Gosmain  et al. , 

2005). 

 Enfin, SREBP-1a et 1c activent l’expression de deux enzymes, l’ATP-citrate lyase et 

l’Acetyl CoA synthetase, impliquées dans la production d’Acetyl-CoA, précurseur des 

acides-gras et du cholestérol. SREBP -1c active également l’expression de gènes impliqués 

dans la génération du NADPH, cofacteur indispensable à la synthèse lipidique (Eberle  et al. , 

2004). 

 Ces différentes fonctions de SREBP-1a et SREBP-1c pourraient résulter d’une 

différence d’affinité pour les promoteurs des gènes cibles. Les promoteurs de tous les gènes 

cholestérogéniques cibles de SREBP-1 connus à ce jour contiennent une séquence SRE 

classique, identique à celle mise en évidence pour le récepteur au LDL. Tandis que le 

promoteur des gènes lipogéniques contient des séquences dite SRE-like, similaires mais non 
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rigoureusement identiques à SRE-1. Des expériences de transfections cellulaires ont montré 

des affinités différentes de SREBP-1a et SREBP-1c pour les promoteurs contenant des SRE 

ou des E-Box. En résumé, SREBP-1a active efficacement les promoteurs contenant les SRE 

alors que SREBP-1c est inactif sur ces promoteurs. Au contraire, SREBP-1a et SREBP1c se 

lient efficacement sur les motifs E-Box. Les deux isoformes fixent les séquences SRE-like 

sur les gènes lipogéniques mais avec différentes efficacités (Shimano, 2001, Amemiya-Kudo  

et al. , 2002). Cette différence d’affinité expliquerait la spécificité de SREBP-1c pour les 

gènes lipogéniques et glycogéniques et de SREBP-1a pour les gènes lipogéniques et 

cholestérogéniques (figure 13). 
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2.5. Les facteurs de transcription SREBP-1 dans le muscle squelettique 

 Les facteurs de transcription SREBP-1 jouent un rôle majeur dans la régulation de la 

synthèse lipidique et du stockage lipidique. Ils activent la transcription de nombreuses 

enzymes de la lipogenèse. Ils sont donc très exprimés dans le foie et le tissu adipeux, organes 

à forte capacité lipogénique. Le muscle squelettique n’est pas considéré comme un organe 

hautement lipogénique. Pourtant, son métabolisme lipidique est très actif : c’est un site 

majeur d’oxydation des acides gras et de stockage de triglycérides. Les facteurs de 

transcription SREBP-1 pourraient avoir un rôle dans le métabolisme énergétique musculaire, 

et notamment SREBP-1c dont l’expression varie avec l’exercice physique et le statut 

nutritionnel. 

2.5.1. Régulations de SREBP-1 dans le muscle squelettique 

a) Effet du statut nutritionnel 

 Outre la régulation du processus de maturation, SREBP-1 est fortement régulé au 

niveau transcriptionnel. Cette régulation transcriptionnelle se porte essentiellement sur 

SREBP-1c, SREBP-1a étant exprimé à faible niveau et de façon constitutionnelle dans la 

plupart des organes. 

 La première observation d’une régulation transcriptionnelle de SREBP-1c in vivo se 

fait à la suite de protocoles alimentaires dans le cadre desquels des rats sont mis à jeun 24 ou 

48h puis nourris de nouveau. Ces changements de statut nutritionnel régulent l’expression de 

SREBP-1c dans le foie, dans le tissu adipeux et dans le muscle squelettique (Horton  et al. , 

1998, Kim  et al. , 1998, Bizeau  et al. , 2003). 

 Un jeûne de 48h provoque une diminution drastique du niveau en ARNm de SREBP-

1c dans le muscle squelettique de rat. La diminution la plus forte se produit après 24h de 

jeûne. Dans le muscle des rats nourris de nouveau, l’expression de SREBP-1c est fortement 

stimulée dès 3h de libre accès à la nourriture, un pic étant atteint après 12h. L’expression 

protéique de SREBP-1c suit les niveaux d’ARNm, la quantité de précurseur comme la 

quantité de SREBP-1c nucléaire diminue pendant le jeûne et augmente de 2 à 4 fois lors de la 

réalimentation. Par contre aucune variation de SREBP-1a n’est observée en réponse au statut 
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nutritionnel, ni au niveau ARNm ni au niveau protéique (Bizeau et al., 2003, Commerford  et 

al. , 2004, Gosmain et al., 2005, Kamei  et al. , 2008). In vivo, SREBP-1c semble être la 

seule isoforme sensible à l’état nutritionnel dans le muscle squelettique, comme 

précédemment observé dans le foie et le tissu adipeux (Horton et al., 1998, Kim et al., 1998). 

 Cette réponse de SREBP-1c au statut nutritionnel est identique quelque soit la 

composition en fibres du muscle. Démontrée chez l’animal, cette régulation postprandiale de 

l’expression de SREBP-1c est également observée dans le muscle squelettique humain 

(Tsintzas  et al. , 2006). SREBP-1c se comporte donc comme un senseur du statut 

énergétique du muscle squelettique. 

 Les variations d’expression de SREBP-1c en réponse aux changements nutritionnels, 

s’accompagnent de variations dans l’expression de plusieurs de ses gènes cibles. Ainsi, au 

cours du jeûne, l’expression de la FAS et de HKII dans le muscle squelettique s’écroule 

(Gosmain et al., 2005). L’expression de la FAS, de l’Acetyl-CoA carboxylase (ACC) et de 

HKII augmente clairement au cours de la réalimentation. Ces mêmes enzymes voient leur 

expression varier de manière identique lors de la surexpression d’un dominant positif de 

SREBP-1c dans des myotubes (Guillet-Deniau  et al. , 2002). Ainsi, SREBP-1c est impliqué 

dans la régulation positive comme dans la régulation négative des gènes du métabolisme des 

lipides et des carbohydrates en réponse à l’alimentation. 

 De nombreux gènes, dont l’expression évolue en réponse aux variations 

nutritionnelles, possèdent au niveau de leur promoteur un site SRE (Ducluzeau  et al. , 2001, 

Tsintzas et al., 2006). Des expériences d’immunoprécipitation de chromatine ont montré que 

SREBP-1c se liait au promoteur de FAS, codant pour une enzyme clé de la lipogenèse, et 

HKII, codant pour une enzyme impliquée dans le métabolisme glucidique (Gosmain et al., 

2004). Dans le muscle, la liaison de SREBP-1c sur ces promoteurs est modulée en fonction 

de l’état nutritionnel ; très faible au cours du jeûne, l’association de SREBP-1c et des 

promoteurs de FAS et HKII est nettement augmentée au cours de la réalimentation des rats 

(Gosmain et al., 2005). SREBP-1c peut donc réguler directement les gènes impliqués dans le 

métabolisme des lipides et des carbohydrates en fonction du statut nutritionnel. 
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b) Rôle des Liver X Receptors (LXRs) 

 Deux facteurs de transcription ont été clonés et décrits comme de puissants 

activateurs du promoteur murin de SREBP-1c. Il s’agit des récepteurs nucléaires LXR 

(Yoshikawa  et al. , 2001). L’expression de SREBP-1c est abolie chez les souris KO pour 

LXR  et LXR , indiquant que ce facteur est le régulateur transcriptionnel principal de 

SREBP-1 (Repa  et al. , 2000). L’analyse des promoteurs murin et humain de SREBF1 révèle 

la présence de LXRE, sites de fixation des LXR, semblables à ceux mis en évidence sur le 

promoteur de l’ATP-binding cassette transporter 1 (ABCA1), un gène cible connu des LXRs 

(Repa et al., 2000, Dif  et al. , 2006). L’administration d’un agoniste LXR chez le rongeur, 

ainsi que le traitement in vitro de cellules hépatiques, induisent l’expression de SREBP-1 et 

l’expression de ses gènes cibles FAS, ACC1 et SCD1 (Schultz  et al. , 2000, Nakatani  et al. , 

2005). Cette induction est abolie par la mutation des sites LXRE sur le promoteur de 

SREBF1, indiquant que SREBP-1c est régulé par la liaison directe de LXR sur son 

promoteur. De plus, le traitement par un agoniste des LXRs permet la fixation des LXRs sur 

le promoteur du gène SREBF1 augmentant l’expression de SREBP-1c. Au cours du jeûne, la 

liaison de LXR sur ce promoteur est fortement diminuée, indiquant que LXR pourrait 

participer à la régulation de SREBP-1c par l’état nutritionnel (Nakatani et al., 2005). 

 Dans le muscle squelettique de souris, LXR  et LXR  sont exprimés à des niveaux 

identiques. L’administration d’agoniste LXR chez des souris, induit une augmentation de 

presque 10 fois du taux d’expression de SREBP-1c dans le quadriceps. L’expression des 

gènes de la FAS et de SCD-1, gènes cibles de SREBP-1c, est également induite par 

traitement avec un agoniste LXR de cellules musculaires murines C2C12 (Muscat  et al. , 

2002). 

 Les facteurs LXR se lient à l’ADN des promoteurs de leurs gènes cibles sous forme 

d’hétéro-dimères avec les récepteurs à l’acide rétinoïque Retinoic X Receptor (RXR). Ainsi 

la co-expression de RXR et LXR active de façon synergique le promoteur de SREBP-1c 

(Yoshikawa et al., 2001). L’administration orale d’agoniste RXR induit l’expression de 

SREBP-1c dans le foie, l’intestin et le tissu adipeux blanc chez la souris. La quantité de la 

forme nucléaire de SREBP-1c est également augmentée de façon parallèle à la quantité 

d’ARNm. L’agoniste RXR n’induit par contre aucune modification d’expression de SREBP-

1a (Repa et al., 2000). 
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 Trois isoformes de RXR ,  et , existent. Dans le muscle squelettique, RXR  est 

préférentiellement exprimé parmi les trois isoformes. Comme SREBP-1c dans le muscle de 

rat, son expression s’effondre lors du jeûne et réaugmente au cours de la réalimentation, alors 

que l’expression de RXR  et RXR  n’est pas modulée au cours du jeûne (Kamei et al., 

2008). 

 Parmi toutes les isoformes de LXR et RXR, seule l’expression de RXR  est corrélée 

positivement à l’expression de SREBP-1c dans le muscle au cours des changements de statut 

nutritionnel. In vitro, RXR  et RXR  sous forme d’hétéro-dimères avec LXR  activent le 

promoteur régulant l’expression de SREBP-1c et induisent une augmentation du niveau 

d’ARNm correspondant. Des souris transgéniques déficientes en RXR  ou au contraire le 

surexprimant, présentent respectivement une diminution et une augmentation de l’expression 

de SREBP-1c dans leur muscle squelettique (Kamei et al., 2008). Ces données indiquent que 

RXR , sous forme d’hétérodimère avec LXR, peut réguler l’expression de SREBP-1c dans le 

muscle squelettique en fonction du statut nutritionnel (figure 14). 

c) Rôle de Forkhead 1 (FOXO1) 

 La surexpression in-vivo de la forme constitutive active de FOXO1 diminue de plus 

de 60 % l’expression de SREBP-1c sans moduler l’activité des LXRs. Des études de Chip 

montrent que FOXO1 se fixe sur le promoteur de SREBP1c empêchant la fixation des 

protéines clés de l’activation transcriptionnelle du promoteur du gène SREBF1 (Deng  et al. , 

2012). 

 A l’inverse de SREBP-1c et RXR , l’expression de FOXO1 est fortement induite par 

le jeûne et diminue au cours de la réalimentation. In vitro, FOXO1 inhibe l’activation 

transcriptionnelle de SREBP-1c induite par la fixation de l’hétérodimère RXR/LXR (figure 

14). L’expression de SREBP-1c est fortement diminuée dans le muscle de souris 

transgénique surexprimant FOXO1. L’expression de RXR  est également diminuée chez ces 

souris (Kamei et al., 2008). 

 Au cours du jeûne, FOXO1 supprime donc l’expression de SREBP-1c par deux 

mécanismes, d’une part en inhibant l’expression de RXR  et d’autre part en empêchant la 

transactivation par RXR /LXR ou RXR / /LXR. 
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 Lors de la réalimentation, l’expression de FOXO1 chute, l’expression de RXR

augmente. RXR  sous forme d’hétérodimère avec LXR se fixe sur le promoteur de SREBP-

1, active sa transcription et ainsi l’expression de SREBP-1c (Kamei et al., 2008). 

d) Rôle de SIRT1 

 SIRT1 est une désacétylase dont l’activité et l’expression est augmentée au cours du 

jeûne. Dans le foie, la surexpression de SIRT1 augmente l’ubiquitinylation et la dégradation 

par le protéasome des LXRs, ce mécanisme de dégradation des LXRs semble être important 

pour permettre un nouveau cycle de transcription des gènes cibles de LXRs. La dégradation 

des LXRs permet la fixation d’une nouvelle protéine LXR sur le promoteur de ces gènes 

cibles comme SREBP-1c, ainsi la surexpression de SIRT1 augmente l’expression de SREBP-

1c (Li  et al. , 2007) (figure 14). Ces résultats sont confirmés par des études d’inhibition et de 

KO SIRT1 dans le foie où l’expression de SREBP-1c est diminuée (Wang  et al. , 2010). 

 Cependant, au cours du jeune l’expression de SREBP-1c est fortement inhibée, il 

semblerait donc que l’augmentation de l’activité et de l’expression de SIRT1 par le jeûne ne 

soit pas suffisante pour augmenter l’expression de SREBP-1c. 

 SIRT1 est également capable de désacétyler SREBP-1. Dans le foie de souris, au 

cours du jeûne, l’augmentation de l’activité et de l’expression de SIRT1 augmente la 

désacétylation de SREBP-1c. Cette désacétylation diminue l’activité transcriptionnelle de 

SREBP-1c et sa stabilité résultant en une diminution de l’expression des gènes cibles de 

SREBP-1c (Ponugoti  et al. , 2010, Walker  et al. , 2010) (figure 14). À l’inverse, dans des 

conditions post prandiales (cellules HepG2 traitées avec de l’insuline et du glucose), 

l’expression et l’activité de SIRT1 sont inhibées. L’activité de SREBP-1c n’est alors plus 

réprimée par SIRT1, permettant l’expression des gènes cibles de SREBP-1c (Ponugoti et al., 

2010). 

 Au cours du jeûne, l’activité transcriptionnelle et l’expression de SREBP-1c sont 

fortement réprimées dans tous les organes, afin d’inhiber l’anabolisme lipidique qui 

consomme de l’énergie et qui réduit la disponibilité des substrats énergétiques (figure 14). 

Dans le foie, SIRT1 participe à la répression de l’activité transcriptionnelle de SREBP-1c 

notamment en réponse au jeûne. Par conséquent, SIRT1 pourrait également inhiber l’activité 

transcriptionnelle de SREBP-1 dans le muscle squelettique. 
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e) Rôle de l’insuline 

Effet transcriptionnel de l’insuline 

 Dans le foie, le tissu adipeux et les muscles humains, l’expression de SREBP-1c et 

l’accumulation nucléaire de SREBP-1c sont régulées par les changements d’état nutritionnel, 

de façon parallèle à la sécrétion d’insuline (Ferre and Foufelle, 2007). De plus, SREBP-1c est 

fortement induit par un régime riche en carbohydrates stimulant la sécrétion d’insuline (Ferre 

and Foufelle, 2007). L’expression de SREBP-1c dans le foie de rat rendu diabétique par la 

streptozotocine est diminuée et est rétablie par l’ajout d’insuline, confirmant le rôle de 

l’insuline sur l’expression de SREBP-1c in vivo (Shimomura  et al. , 1999b). 

 L’insuline, via sa voie de signalisation, et SREBP-1c stimulent la lipogénèse et la 

glycolyse en activant l’expression de la FAS, l’ACC, la SCD et la GK et en inhibant 

l’expression des gènes de la PhosphoEnolPyruvate CarboxyKinase (PEPCK), Glucose-6-

Phosphatase (G6P), et Insulin receptor substrate-2 (IRS-2) (Raghow et al., 2008). Ainsi 

SREBP-1 apparaît comme un médiateur des effets de l’insuline sur le métabolisme lipidique. 

 Une des premières études suggérant un rôle majeur de SREBP-1c dans l’action de 

l’insuline montre que la surexpression de SREBP-1c dans des adipocytes mime l’effet de 

l’insuline sur les promoteurs des gènes de la FAS et de la leptine (Kim et al., 1998). Le 

traitement par l’insuline d’adipocytes et d’hépatocytes en culture augmente l’expression 

génique de SREBP-1c, ainsi que l’expression protéique des formes précurseurs et nucléaires 

de SREBP-1c (Kim et al., 1998, Foretz et al., 1999). 

 Dans les muscles squelettiques également, l’expression de SREBP-1c est activée par 

l’insuline. En effet, des myotubes en culture, issus de cellules musculaires humaines ou de 

rat, traités par l’insuline présentent une augmentation de l’expression de l’ARNm de SREBP-

1c. L’effet de l’insuline sur l’expression de SREBP-1c est dose-dépendant (Nadeau  et al. , 

2004). Une augmentation similaire de l’expression protéique est observée, aussi bien au 

niveau de la fraction membranaire, contenant le précurseur, qu’au niveau de la fraction 

nucléaire, contenant la forme mature (Guillet-Deniau et al., 2002, Gosmain et al., 2004). 

Chez l’homme, l’insuline induit également l’expression de SREBP-1c dans le muscle 

squelettique de sujets sains soumis à un clamp hyperinsulinémique-euglycémique de trois 

heures (Ducluzeau et al., 2001, Sewter  et al. , 2002).  



  71 

 Des études sur le promoteur du gène SREBF1 ont montré que l’effet de l’insuline est 

dû à la présence de deux motifs SRE conservés. Par immuno-précipitation de chromatine, ils 

ont montré que l’insuline augmente la fixation de SREBP-1 sur son propre promoteur et donc 

sa transcription (Dif et al., 2006). 

 L’insuline, en réponse notamment aux taux de glucose dans le sang, va moduler 

l’expression transcriptionnelle et le processus d’activation de SREBP-1c et par répercussion 

l’expression transcriptionnelle de SREBP-1a (Dif et al., 2006). 

 Les effets de l’insuline sur l’expression de SREBP-1c sont principalement médiés par 

Akt et mTORC1. Des études ont montré que lorsque mTORC1 est inhibé par la rapamycine 

l’expression de SREBP-1c en réponse à l’insuline est fortement diminuée (Li  et al. , 2010). 

Par ailleurs, Li et al. ont montré que cet effet sur l’expression de SREBP-1c ne passe pas par 

la S6K.  

 Cependant, l’activation transcriptionnelle de SREBP-1c par l’insuline apparaît faible 

par rapport à la très forte induction des gènes tels que la FAS. En fait, d’autres mécanismes 

d’activation de SREBP-1c par l’insuline sont mis en jeu.  

Voie Akt/mTOR  

 La voie de signalisation de l’insuline permet également de réguler la maturation de 

SREBP-1, en agissant sur différentes protéines.  

En effet, l’insuline diminue l’expression de INSIG-2 dans le foie de souris et les hépatocytes 

de rats, alors qu’elle tend à augmenter l’expression de INSIG-1 (Yabe et al., 2002, Yabe et 

al., 2003, Engelking  et al. , 2004). En diminuant la quantité d’INSIG-2, l’insuline favoriserait 

le passage des complexes SCAP-SREBP dans l’appareil de Golgi et ainsi la libération de 

SREBP mature (figure 15). 

 L’accumulation de SREBP-1 dans le noyau dépend également de la p70S6K qui est 

une cible de mTORC1. Une étude faite dans des hépatocytes de rat en culture primaire 

montre que la rapamycine bloque l’expression du gène SREBP-1c par l’insuline mais que les 

gènes cibles de SREBP-1c sont encore modulés. A l’inverse, l’inhibition de la p70S6K n’a 

pas d’effet sur l’induction de l’expression de SREBP-1c par l’insuline (Li et al., 2010). Ces 

résultats montrent que la PI3K régule l’expression et la maturation de SREBP-1c, avec un 

rôle spécifique de la p70S6K sur la régulation de la maturation de SREBP-1c. 
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 D’autre part, Akt inhibe l’activité de la GSK3 . La GSK3  phosphoryle SREBP-1 sur 

la Ser430 et Thr426 créant un site d’ubiquitinylation pour l’ubiquitine ligase E3, Fbw7 ; et 

donc sa dégradation par le système UPS (Sundqvist  et al. , 2005, Porstmann  et al. , 2008).  

 Par conséquent, l’activation d’Akt par l’insuline provoque une accumulation de 

SREBP mature dans le noyau, d’une part en stimulant sa maturation dans le RE, d’autre part, 

en inhibant sa dégradation dans le noyau. 

 Des études faites dans des modèles murins DT2 (Goto-Kakizaky) ou obèse (ob/ob) 

montrent que dans ces modèles la suractivation de la voie IRS-2/PI3K, induite par 

l’hyperinsulinémie, conduit à l’augmentation de l’expression et de la quantité nucléaire de 

SREBP-1c. Ces travaux montrent que l’activation de l’ atypical Protein Kinase C (aPKC) par 

la voie IRS-2/PI3K augmente l’expression et la quantité nucléaire de SREBP-1c hépatique, 

expliquant l’augmentation de l’expression de SREBP-1c dans le foie de souris diabétiques ou 

obèse responsable en partie de l’accumulation de lipide hépatique (Sajan  et al. , 2009a, Sajan  

et al. , 2009b) (figure 15).  
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 Nadeau et al. montrent que SREBP-1 peut être activé par l’insuline dans le muscle 

squelettique par la voie des MAPKinases (figure 15). Dans cette étude, le traitement de 

cellules musculaire de rats L6 par la Wortmannin ou le LY294002, inhibiteurs de la voie 

PI3Kinase, n’a pas d’effet significatif sur l’activation de SREBP-1 par l’insuline, ni au 

niveau de l’expression génique, ni au niveau de l’expression protéique membranaire et 

nucléaire. Par contre, lorsque ces mêmes cellules sont traitées par un inhibiteur de la voie des 

MAPKinases, PD98059, l’insuline échoue à augmenter la quantité d’ARNm codant pour 

SREBP-1c, la quantité de précurseurs membranaires et la quantité de protéines matures. 

L’activation de l’expression de SREBP-1 par l’insuline dans les myocytes répond donc 

toujours à l’insuline en présence d’inhibiteur de la voie PI3Kinase mais est complètement 

bloquée en présence d’inhibiteur de la voie des MAPKinases (Nadeau et al., 2004). L’effet 

de l’insuline sur SREBP-1c dans le muscle squelettique est donc dépendant de l’activation 

des MAPKinases. 

2.5.2. Impact de l’exercice physique sur l’expression des FT SREBP-1 

 SREBP-1c est l’isoforme de SREBP dont la régulation par l’exercice est la plus 

étudiée, car, contrairement à SREBP-1a exprimé de façon constitutive in vivo, l’expression 

de SREBP-1c est sensible aux variations métaboliques. 

 Les données sur l’impact de l’activité physique sur l’expression de SREBP-1 dans les 

muscles squelettiques sont variées et contradictoires. Les études sur l’expression de SREBP-

1 dans le muscle ont été notamment réalisées pour comprendre le lien entre l’activité 

physique et la quantité de lipides intra-musculaire.  

 L’accumulation de lipides intracellulaires pourrait être à l’origine de l’insulino-

résistance musculaire associée à l’obésité et au DT2. En effet, les muscles de patients obèses, 

DT2 ou insulino-résistants présentent des taux élevés d’IntraMuscular TriacylGlycerol 

(IMTG). De façon surprenante, un taux élevé d’IMTG est également retrouvé dans le muscle 

d’athlètes entraînés en endurance, marathoniens, coureurs de longues distances, alors que ces 

sujets présentent une insulino-sensibilité grandement améliorée par rapport à des sujets 

sédentaires (Kiens  et al. , 1993) 
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 L’augmentation des IMTG par l’exercice est reportée par plusieurs groupes (Morgan  

et al. , 1969, Hoppeler  et al. , 1985, Pruchnic  et al. , 2004, Nadeau  et al. , 2006). 

Cependant, le mécanisme par lequel l’exercice favorise l’accumulation lipidique 

intracellulaire est encore mal compris. 

 Une des possibilités avancées, est la stimulation de la lipogenèse de novo dans le 

muscle squelettique par SREBP-1c. Ainsi, deux équipes montrent un effet positif de 

l’exercice sur l’expression de SREBP-1c. D’abord, Ikeda et al. (Ikeda  et al. , 2002). 

montrent qu’un exercice prolongé, 6 heures de course sur tapis roulant réparties en 8 

séquences de 45 minutes, provoque une élévation de l’expression musculaire de SREBP-1c 

dans le muscle squelettique de rat. De plus, Ikeda et al. ainsi que Nadeau et al. (Nadeau et 

al., 2006), montrent qu’un entraînement en endurance sur plusieurs semaines, augmente la 

stimulation de l’expression de SREBP-1c dans le muscle squelettique en réponse à 

l’exercice, par rapport à des rongeurs non entraînés. L’expression de SREBP-1c dans le 

muscle des animaux entraînés reste plus élevée jusqu’à 22h après l’exercice. L’expression 

des gènes cibles de SREBP-1c, tels que FAS, ACC1, SCD1 ou DiGlyceride AcylTransferase-

1 (DGAT-1), est stimulée au cours de l’exercice, de façon parallèle à SREBP-1c. 

 L’insulinémie ne varie pas au cours de ces exercices. L’insuline ne participe donc pas 

aux effets de l’exercice sur l’activation de l’expression de SREBP-1c. Dans le muscle 

squelettique, l’expression de SREBP-1c peut être stimulée par la voie des MAPKinases. Or, 

cette voie est également activée au cours de l’exercice. En effet, la phosphorylation des 

protéines kinases ERK-1/2 augmente dans le muscle squelettique humain au cours 

d’exercices aigües et de courses de marathon (Widegren  et al. , 1998, Yu  et al. , 2001, Yu  

et al. , 2003). Il s’agit d’un effet local et non systémique de la contraction musculaire, se 

produisant uniquement dans le membre ayant subit l’exercice (Widegren et al., 1998). Cette 

observation est confirmée in vitro sur des muscles isolés de rat, soumis à une stimulation 

électrique (Ryder  et al. , 2000, Wretman  et al. , 2001). La contraction pourrait donc stimuler 

l’expression de SREBP-1c par la voie des MAPKinases. L’entraînement pourrait ainsi 

favoriser l’accumulation d’IMTG, via l’activité lipogénique de SREBP-1c. 

 Cette hypothèse est toutefois contestée par plusieurs études chez l’homme. Ainsi, 

chez des sujets sains non entraînés, un exercice à 50% de VO2 max pendant deux heures 

dans une première étude, ou une heure de vélo stationnaire dans une seconde étude, n’induit 

aucun changement dans l’expression musculaire de SREBP-1c (Tunstall  et al. , 2002, 

Russell  et al. , 2005). De façon concordante, un entraînement en endurance de 9 jours sur 
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des sujets sains, n’améliore pas l’expression de SREBP-1c en réponse à l’exercice (Tunstall

et al., 2002). 

 Toutes ces études sont néanmoins difficilement comparables, le type d’exercice, leur 

durée et l’entraînement subit par les sujets étant, à chaque fois, différents. Ikeda et al.

montrent que l’activation de l’expression de SREBP-1c en réponse à l’exercice dépend de la 

durée de celui-ci. Si 6 h de course sur tapis roulant permettent un doublement de l’expression 

musculaire de SREBP-1c, une heure seulement du même exercice n’a aucun effet (Ikeda et 

al., 2002). De plus, la réponse de SREBP-1c à l’exercice peut nécessiter un délai pour se 

mettre en place, et donc n’apparaître que bien après l’exercice. Ainsi, une étude soumet une 

seule jambe de sujets sains à un exercice de 90 minutes. Tout de suite après l’exercice, 

Boonsong et al. observent dans cette jambe une diminution de l’expression de SREBP-1c par 

rapport à la jambe au repos. Mais, 24h après l’exercice, la jambe entraînée présente une 

expression de SREBP-1c plus élevée que la jambe au repos (Boonsong  et al. , 2007). 

 Chez des sujets obèses les IMTG sont très élevés. Le mécanisme mis en cause est 

l’augmentation de l’expression de SREBP-1c en réponse à l’hyperinsulinémie provoquée par 

l’insulino-résistance périphérique. Quel est l’effet de l’exercice sur le métabolisme 

musculaire de ces sujets? C’est la question à laquelle répond une récente étude, dans laquelle 

des sujets obèses ou en surpoids, dyslipidémiques et sédentaires sont soumis à un 

entraînement en endurance. Comme attendu, l’expression de SREBP-1c dans le muscle 

squelettique des sujets obèses ou en surpoids est plus élevée que dans celui de sujets sains. 

L’entraînement en endurance améliore l’insulino-sensibilité de ces sujets. Le taux de IMTG 

ainsi que l’expression de SREBP-1c sont diminués dans le muscle squelettique des sujets 

obèses entraînés (Smith  et al. , 2009). Ainsi, chez des sujets obèses insulino-résistants, 

l’exercice diminue l’expression basale de SREBP-1c dans le muscle squelettique. 

2.5.3. Implication de SREBP-1 dans le maintien de la fonction musculaire 

 Les facteurs de transcription SREBP-1 apparaissent comme des régulateurs géniques 

puissants dans le muscle puisque la surexpression de SREBP-1 dans des myotubes humains 
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en culture primaire modifie significativement l’expression de 1315 gènes pour SREBP-1a et 

514 gènes pour SREBP-1c (Rome  et al. , 2008). L’analyse de ces gènes a mis en évidence 

deux classes de gènes régulés par SREBP-1 et significativement sur représentés parmi le 

listing de gènes régulés, les gènes dit « muscle contraction » et « muscle développement ». 

Ainsi SREBP-1 apparaît comme un régulateur non seulement du métabolisme lipidique 

musculaire mais également comme un régulateur de la fonction musculaire (Rome et al., 

2008). 

a) Différenciation musculaire 

 La différenciation des cellules musculaires est une étape cruciale au cours du 

développement du tissu musculaire mais également dans le muscle adulte. En effet dans le 

muscle adulte le recrutement de cellules satellites et leur différenciation en myotube permet 

la régénération du tissu musculaire (Relaix and Zammit, 2012). Des études faites au 

laboratoire dans des myoblastes humain en culture primaire montrent qu’au cours de la 

différenciation l’expression de SREBP-1 varie. L’expression de SREBP-1 augmente pour 

atteindre un pic d’expression lorsque les cellules arrivent à confluence, puis dès le premier 

stade de la différenciation l’expression de SREBP-1 chute brutalement et continue de 

diminuer tout au long de la différenciation (Lecomte  et al. , 2010). 

 Pour déterminer le rôle de la régulation de l’expression de SREBP-1 au cours de la 

différenciation musculaire, SREBP-1a et 1c ont été surexprimés dans des myotubes humains. 

La surexpression de SREBP-1 bloque la différenciation musculaire en diminuant fortement 

l’expression des facteurs de différenciation myogéniques, MEF2C, MYOD1 et MYOG. In-

vivo la surexpression de SREBP-1 dans le muscle tibial de souris diminue le diamètre moyen 

des fibres musculaire qui pourrait être la résultante d’une diminution des capacités 

régénératives induit par la diminution des MRFs par SREBP-1 (Lecomte et al., 2010). 

 D’autre part, ces mêmes travaux ont montré que la surexpression de SREBP-1 

augmente l’expression de deux répresseurs transcriptionnels bHLHB2 et bHLHB3 en 

augmentant l’activité de leurs promoteurs par fixation sur les sites SRE. La surexpression de 

ces répresseurs transcriptionnels reproduit les effets de SREBP-1 sur l’inhibition de 

l’expression des gènes musculaires ; et l’inhibition de bHLHB2 et bHLHB3 bloque en partie 

l’inhibition de la différenciation induite par SREBP-1 et lutte contre l’inhibition de 

l’expression des MRFs par SREBP-1 (Lecomte et al., 2010). 
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 Ainsi SREBP-1 inhibe la différenciation musculaire en inhibant l’expression des 

MRFs via l’augmentation de l’expression des bHLHB2/3. 

b) La régulation de la masse musculaire 

 Dans des myotubes humains en culture primaire la surexpression de SREBP-1 

module l’expression de nombreuses protéines impliquées directement dans le maintient de la 

masse musculaire, comme les MRFs, les atrogènes ou encore les protéines structurales de la 

fibre musculaire (troponine, titine, myosine) (Rome et al., 2008). Dans ce modèle cellulaire, 

la surexpression de SREBP-1 diminue fortement la surface moyenne des myotubes. Et dans 

le muscle tibial de souris, la surexpression de SREBP-1 diminue le poids total du muscle 

infecté et le diamètre moyen des fibres musculaire. Donc in vivo et in vitro la surexpression 

de SREBP-1 induit une atrophie musculaire en inhibant l’expression des protéines 

musculaires (Lecomte et al., 2010). 

 Lorsque SREBP-1 est surexprimé dans des myotubes humains en présence de siRNA 

bHLHB2 ou bHLHB3, les effets atrophiques de SREBP-1 sont en partie inhibés. De plus, la 

surexpression de bHLHB2 et bHLHB3 reproduit les effets sur l’inhibition des protéines 

contractiles et sur l’expression des MRFs mais pas les effets de SREBP-1 sur l’expression 

des atrogènes. Ainsi l’atrophie musculaire induite par SREBP-1 est en partie expliquée par 

l’augmentation de l’expression de bHLHB2 et bHLHB3 (Lecomte et al., 2010). 

 Paradoxalement, la surexpression de SREBP-1 a des effets contradictoires sur la voie 

atrogénique FOXO1. La surexpression de SREBP-1 diminue l’expression de FOXO1 et 

d’Atrogin-1 alors qu’il augmente fortement l’expression de MuRF1. Ainsi une partie des 

effets atrophiques de SREBP-1 pourrait être dû à l’augmentation de l’expression de MuRF1 

de façon bHLHB2 et bHLHB3 indépendante (Lecomte et al., 2010). 
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3. SIRT1 : RÉGULATEUR DU MÉTABOLISME ÉNERGÉTIQUE

3.1. Les sirtuins 

 Les sirtuins sont des protéines de la famille des Histones DésAcétylases de classe 3 

(HDAC3) (Haigis and Sinclair, 2010). Ces protéines régulent l’expression des gènes en 

désacétylant les résidus lysine acétylés des histones, des facteurs de transcription et d’autre 

protéines (Imai  et al. , 2000, Das  et al. , 2009, Haigis and Sinclair, 2010). A la différence 

des autres HDAC, la réaction de désacétylation par les sirtuins nécessite l’utilisation du 

cofacteur NAD+. Les sirtuins consomment une molécule de NAD+ pour chaque résidu lysine 

désacétylé, produisant une molécule de nicotinamide (NAM) et de 2’-O-acetyl-ribose 

(Grubisha  et al. , 2005) (figure 16). Ainsi, l’activité des sirtuins est directement dépendante 

de la quantité de NAD+ disponible. Chez la levure, les vers, la drosophile et les mammifères, 

les sirtuins sont régulées par le statut énergétique (Nemoto  et al. , 2004). 

Figure 16 : La réaction de désacétylation catalysée par les sirtuins. 

d’après Grubisha et al. 2005. 

 Originellement, les sirtuins ont été identifiées chez la levure qui présente cinq 

isoformes (Sir2 et Hst1 à 4). Sir2 est celle qui a suscité le plus d’intérêt, suite aux travaux de 

l’équipe de Guarente montrant que Sir2 influence la durée de vie des levures. Dans ces 

travaux, ils ont montré que la mutation délétère de Sir2 diminue la durée de vie moyenne des 

levures de 50%. A l’inverse l’intégration d’une deuxième copie du gène Sir2 dans ces 

cellules haploïdes augmentent la durée de vie de 30% (Kaeberlein  et al. , 1999). 
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 Chez les mammifères il existe 7 isoformes (SIRT1 à 7) dont SIRT1, l’isoforme la plus 

étudiée pour sa forte homologie de séquence avec Sir2. Hormis SIRT1, qui est exprimée dans 

le noyau et dans le cytoplasme, les sirtuins sont majoritairement exprimées dans le 

cytoplasme pour SIRT2, la mitochondrie pour SIRT3, 4 et 5 et dans le noyau pour SIRT6 et 

7 (Houtkooper  et al. , 2012). 

 Chez les mammifères, la désacétylation des protéines par les sirtuins permet de 

réguler l’expression de gènes impliqués dans la régulation de l’apoptose, la prolifération 

cellulaire, l’inflammation, la sénescence, la différenciation, le métabolisme lipidique, 

glucidique et musculaire (Vinciguerra  et al. , 2010, Pardo and Boriek, 2011, Houtkooper et 

al., 2012). 

3.2. Régulation de SIRT1 

 L’expression et l’activité de cette enzyme varient en réponse aux changements 

énergétiques cellulaires, tels que ceux induits par la restriction calorique, l’exercice physique 

ou encore le jeûne. Ces changements vont induire des réponses cellulaires permettant 

d’adapter le métabolisme énergétique aux nouvelles conditions. 

3.2.1. Régulation de l’activité de SIRT1 

a) Par le co-facteur NAD+ 

 SIRT1 est une désacétylase NAD+ dépendante, l’activité enzymatique de SIRT1 est 

donc dépendante de la disponibilité en NAD+. Son activité va dépendre du ratio 

NAD+/NADH et de la concentration en NAD+ (figure 17). 

 Le ratio NAD+/NADH cellulaire dépend en grande partie de l’utilisation de la forme 

réduite par la chaine respiratoire pour générer de l’ATP et de la réduction du cofacteur 

NAD+ en NADH par les voies cataboliques. 

 La modification du statut nutritionnel de la cellule module la synthèse de NAD+ et le 

ratio NAD+/NADH impactant sur l’activité enzymatique de SIRT1. 
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 Lors de phases de restriction calorique, de jeûne ou d’exercice, la quantité NAD+ 

disponible augmente entrainant une augmentation de l’activité de SIRT1. A l’inverse, chez 

des animaux soumis à un régime enrichi en lipides, le ratio NAD+/NADH diminue entrainant 

une baisse de l’activité SIRT1 (Houtkooper  et al. , 2010). 

b) L’AMPK 

 L’AMPK est également un senseur du niveau énergétique cellulaire, dont l’activité est 

régulée par le ratio AMP/ATP. SIRT1 et l’AMPK sont capables de s’activer mutuellement. 

D’une part SIRT1 désacétyle la Liver kinase B1 (LKB1) qui va phosphoryler et activer 

l’AMPK, et d’autre part, l’AMPK augmente l’activité de la Nicotinamide 

phosphoribosyltransferase (Nampt)  par phosphorylation induisant la synthèse de NAD+ et 

ainsi augmentant l’activité de SIRT1 (Fulco and Sartorelli, 2008, Lan  et al. , 2008) (figure 

17). 

 Ainsi, lors par exemple d’un exercice physique prolongé, le ratio ADP/ATP et 

NAD+/NADH augmentent permettant donc une augmentation forte de l’activité désacétylase 

de SIRT1. 
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Figure 17 : Cycle de régulation de SIRT1 par son co-facteur NAD+. 
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c) Par modifications post traductionnelles 

Phosphorylation 

 Sur SIRT1, 13 sites de phosphorylation ont été identifiés, qui sont activés en réponse 

à différentes kinases (Sasaki  et al. , 2008). 

 Lors d’un stress oxydatif (hypoxie) SIRT1 est phosphorylé sur les résidus Ser27, 

Ser47 et Thr530. Sous cette forme, la localisation nucléaire et l’activité enzymatique de 

SIRT1 sont stimulées, augmentant la désacétylation d’une de ses protéines cibles l’histone 

H3, mais pas du facteur pro apoptotique p53 (Nasrin  et al. , 2009). 

Alors que lors d’un stress génotoxique (utilisation d’étoposide inhibiteur de topoïsomerase 

2), SIRT1 est phosphorylé par deux kinases sur le résidu Thr522, cette phosphorylation 

promeut la désacétylation de p53 (Guo  et al. , 2010). 

 L’activité désacétylase de SIRT1 peut donc être augmentée spécifiquement pour une 

ou plusieurs protéines cibles en fonction du ou des sites phosphorylés. 

Sumoylation 

 La sumoylation est une modification post traductionnelle essentielle pour la stabilité 

protéique ou la régulation de la transcription. Le processus consiste à lier une molécule Small 

Ubiquitin-related MOdifiers (SUMO) sur un résidu lysine d’une protéine. Cette réaction est 

catalysé par trois enzymes : E1 activating enzyme, E2 conjugating enzyme et E3 ligases 

(Bettermann  et al. , 2012). La réaction inverse de désumoylation est catalysée par les 

désumoylases SENtrin-specific Protease (SENP) faisant partie d’une famille de cystéine-

protéases spécifique des SUMOs. 

 SIRT1 possède un site de sumoylation sur la lysine 734, in vitro la sumoylation de 

SIRT1 augmente son activité désacétylase (Yang  et al. , 2007). 

 En réponse à des stress pro-apoptotiques (H2O2 ou UV) SENP1 s’associe à SIRT1 

pour la désumoyler et ainsi l’inactiver. Sous cette forme inactive SIRT1 n’inhibe plus p53 et 

n’a donc plus d’effet anti apoptotique (Yang et al., 2007) (Figure 18). 
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Figure 18 : Régulation de l’activité de SIRT1 par sumoylation. 

d’après Yang et al. 2007. 

3.2.2. Régulation de l’expression 

 L’étude du promoteur du gène de SIRT1 a permis de mettre en évidence la présence 

et la fonctionnalité de plusieurs sites de fixation pour des facteurs de transcription dont p53, 

FOXO1, CRE-Binding protein (CREB), CarboHydrate Responsive Element-Binding Protein 

(CHREBP) et Peroxysomes Proliferator-Activated Receptors (PPARs) (Houtkooper et al., 

2012). 

a) Restriction calorique, exercice et jeûne 

 Chez la souris, la restriction calorique, le jeûne ou encore l’exercice augmente 

l’expression de SIRT1. Les modifications du statut énergétique vont moduler l’activité des 

facteurs de transcription p53, FOXO1, PPAR , PPAR  et CREB qui vont augmenter 

l’expression de SIRT1 en augmentant la transcription du gène SIRT1 (Houtkooper et al., 

2012) (figure 19). 

 Beaucoup de cibles directes de SIRT1 sont également des régulateurs de l’expression 

de SIRT1, créant ainsi des boucles de rétrocontrôle. Parmi ces cibles on retrouve p53, la 

mutation invalidante de p53 diminue l’augmentation de l’expression de SIRT1 lors de la 

restriction calorique (Nemoto et al., 2004). 
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b) Régime enrichi en lipides 

 Chez des souris soumis à un régime enrichi en lipide, l’expression de SIRT1 est 

réprimée notamment via PPAR  et CHREBP. Leur fixation sur le promoteur du gène de 

SIRT1 va inhiber son expression (Houtkooper et al., 2012). (figure 19). 

 L’expression de SIRT1 est également réprimée par des miRNA. Chez des souris 

soumis à un régime riche en lipides, l’expression de SIRT1 est réprimée par la fixation de 

mir34a (Lee  et al. , 2010). Plus de 16 miRNA sont capables de se fixer sur l’ARNm de 

SIRT1 (Yamakuchi, 2012). Dans des cellules de cerveau, de foie et endothéliales mir34a 

module l’expression de SIRT1 impactant respectivement sur la différenciation neurale, le 

métabolisme hépatique et la sénescence des cellules endothéliales (Yamakuchi, 2012) (figure 

19). 
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Figure 19 : Régulation de l’expression SIRT1 

3.2.3. Le resvératrol 

 Le resvératrol (3,5,4’-trihydroxy-trans-stilbene) est une molécule polyphénolique 

présente dans de nombreuses plantes et fruits. Cette molécule a connu un regain d’intérêt en 

1992 lorsqu’elle a été avancée comme la molécule responsable des effets cardioprotecteurs 

du vin rouge. Depuis ce jour de nombreuses études ont montré que le resvératrol permet de 

prévenir et de ralentir la progression de maladies tels que le cancer, les maladies 

cardiovasculaires et l’ischémie (Nakata  et al. , 2012). 
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 En 2003, basé sur l’idée que SIRT1 médie les effets bénéfiques de la restriction 

calorique notamment sur l’augmentation de la durée de vie chez la levure, l’équipe d’Howitz 

a recherché des molécules pouvant augmenter l’activité de SIRT1 (Howitz  et al. , 2003). Ces 

études ont montré que le resvératrol est capable d’augmenter l’activité désacétylase de SIRT1 

in vitro. 

 En 2006, l’analyse comparative des profils d’expression génique de souris en 

restriction calorique ou soumis à un régime enrichi en lipides avec administration de 

resvératrol, a révélé que plus de la moitié des voies régulées par la restriction calorique sont 

également régulées par le resvératrol (Baur  et al. , 2006). 

 Ainsi, ces études ont mis en évidence la possibilité d’un lien entre restriction 

calorique, resvératrol et SIRT1. Dans les années suivantes, plusieurs équipes ont montré que 

le resvératrol augmente la quantité de protéines SIRT1 dans tous les tissus (Hu  et al. , 2011). 

Confirmant l’hypothèse d’un lien entre SIRT1 et resvératrol. 

 Chez des souris soumis à un régime enrichi en lipides l’administration de resvératrol 

lutte contre l’accumulation de triglycérides dans le foie et l’insulino-résistance induite par ce 

régime (Lomb  et al. , 2010, Hu et al., 2011). Lorsque des souris déficientes en SIRT1 ou des 

souris mutées pour le site catalytique de SIRT1 sont soumis à ce régime enrichi en lipide, le 

resvératrol ne protège plus de l’insulino-résistance et de l’accumulation de triglycérides dans 

le foie (Hu et al., 2011). 

 Ainsi les effets bénéfiques du resvératrol sur le métabolisme sont dus en partie à 

l’augmentation de l’activité et de l’expression de SIRT1 permettant l’augmentation du 

catabolisme lipidique (figure 20). 

 Chez des souris déficientes en AMPK, l’administration de resvératrol n’a plus d’effet 

bénéfique sur le métabolisme cellulaire suggérant que le resvératrol augmente l’activité et 

l’expression de SIRT1 via l’AMPK. Au contraire, dans des HepG2 et des cellules 

musculaires en culture, l’inhibition de l’activité SIRT1 par la nicotinamide bloque 

l’activation de l’AMPK par le resvératrol, suggérant que le resvératrol active l’AMPK via 

SIRT1 (Hu et al., 2011). (figure 20). 

 Comme expliqué précédemment, l’AMPK et SIRT1 sont capables d’augmenter 

mutuellement leur activité enzymatique. Les études faites sur les effets du resvératrol et 

l’implication de SIRT1 et de l’AMPK sont contradictoires, mais attestent que l’invalidation 

de l’une ou l’autre de ces protéines bloque les effets bénéfiques du resvératrol. 



  85 

SIRT1SIRT1

Restriction 
calorique

Resvératrol

SIRT1

AMPK

Protéine
AcAc

Protéine

Ac

Resvératrol

SIRT1

In vitro

In vivo

Figure 20 : Le resvératrol régule l’expression et l’activité de SIRT1. 

3.3. Les principales cibles de SIRT1 

 En 1999, l’équipe de Guarente a montré que, chez la levure, Sir2 inhibe la 

transcription des gènes en désacétylant les histones H3 et H4 (Imai et al., 2000). Dans des 

cellules humaines les mêmes observations ont été faites, la surexpression de SIRT1 augmente 

la désacétylation des histones H3 (Das et al., 2009). 

 Plus récemment des études ont montré que SIRT1 module également l’acétylation et 

ainsi l’activité de nombreux facteurs de transcription et co-facteurs dont la liste ne cesse 

d’augmenter. Parmi ces facteurs on retrouve FOXO1, FOXO3, Peroxisome proliferator-

activated receptor Gamma Coactivator 1-  (PGC-1 ), p53, NF- B, Hypoxia Inducible 

Factors 2  (HIF2 ), HIF1 , LXRs, SREBP-1c (Feige  et al. , 2008, Haigis and Sinclair, 

2010). 

 Le nombre de facteurs de transcription régulés par SIRT1 ainsi que sa capacité à 

réprimer l’expression génique via la désacétylation des histones témoignent du rôle important 

de cette enzyme dans les processus d’adaptation aux changements métaboliques. 
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3.3.1. Les histones 

 Chez les eucaryotes, la transcription des gènes peut être régulée par la conformation 

de la chromatine. Dans le noyau, l’ADN est empacté dans une structure dont l’unité de base 

est le nucléosome. Le nucléosome est composé de quatre associations de dimères d’histones 

(H2A, H2B, H3 et H4) autour duquel l’ADN est enroulé. Sous cette forme empacté, l’ADN 

n’est pas accessible à la machinerie de transcription. Pour que l’ADN soit transcrit, la 

chromatine doit être sous forme « relâchée ». La structure de la chromatine est régulée par 

acétylation, phosphorylation, méthylation ou encore par ubiquitinylation des histones 

(Martinet and Bertrand, 2011, Rajendran  et al. , 2011). L’augmentation de l’acétylation des 

histones favorise une structure dite « relâchée » et donc la transcription des gènes. 

 La désacétylation des histones H3 et H4 par SIRT1, observée chez la levure, la 

drosophile et dans des cellules humaines, inhibe la transcription de régions génomiques (Imai

et al., 2000, Das et al., 2009). 

 Dans le noyau, SIRT1 est capable de se lier avec certains facteurs de transcription. 

Lorsque SIRT1 est recruté par un facteur de transcription sur une région promotrice, il peut 

désacétyler les histones de la région, et aussi inhiber la transcription des gènes cibles de ce 

facteur de transcription. SIRT1 est par exemple capable d’inhiber l’activité transcriptionnelle 

de MYOD1, en désacétylant les histones des régions ciblées par MYOD1 (Fulco  et al. , 

2003, Zhao  et al. , 2005) (Figure 21). 

FT
SIRT1SIRT1

Desacetylation par SIRT1

Chromatine relachée

Chromatine compactée

Figure 21 : Désacétylation des histones et recrutement de SIRT1. 



  87 

3.3.2. Les facteurs de transcription 

a) Peroxisome proliferator-activated receptor Gamma Coactivator 1-

(PGC-1 ) 

 PGC-1  est un co-activateur transcriptionnel impliqué dans le contrôle de 

l’homéostasie énergétique en modulant la transcription des gènes du métabolisme glucidique, 

lipidique, mitochondriale ou encore musculaire (Rodgers  et al. , 2008). Ce co-activateur est 

exprimé dans les tissus où la dépense énergétique est élevée comme le tissu adipeux brun, le 

cœur, le foie et les muscles squelettiques. La protéine PGC-1  possède de nombreux 

domaines fonctionnels, lui permettant de créer des interactions et des complexes avec de 

nombreux facteurs de transcription (Figure 21). 

Figure 22 : Architecture de la protéine PGC-1

D'après Rodgers et al. 2008. 

 La capacité de PGC-1  à réguler l’activité des facteurs de transcription en formant un 

complexe est modulée entre autre par son niveau d’acétylation (Rodgers et al., 2008). 

 Dans le foie, le muscle et le tissu adipeux, SIRT1 augmente l’activité de PGC-1

directement par désacétylation (Rodgers et al., 2008, Gurd, 2011). La désacétylation de 

PGC-1  par SIRT1 augmente ses capacités de fixation aux facteurs de transcription tels que 

FOXO1, HIF2 , PPARs, MEF2c ou encore Nuclear Respiratory Factor 1 (NRF1) (Rodgers

et al., 2008) (figure 23). 
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Figure 23 : Modulation de l’activité transcriptionnelle des facteurs de transcription par PGC-1 . 

 Dans les muscles squelettiques et dans des myotubes C2C12, SIRT1 active également 

l’expression de PGC-1  (Amat  et al. , 2009). Le MRF MYOD1 se fixe sur le promoteur 

PGC-1  permettant la fixation de SIRT1 sur ce même promoteur. En présence de MYOD1, 

SIRT1 interagit avec le promoteur PGC-1  et permet le recrutement de PGC-1  sur son 

propre promoteur (figure 24). Ainsi, SIRT1 active une boucle d’autorégulation positive de 

PGC-1  en présence de MYOD1 (Amat et al., 2009). 

Figure 24 : SIRT1 crée une boucle d’autorégulation positive de l’expression du gène PGC-1

d'après Amat et al. 2009 
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b) Les récepteurs nucléaires de classe 2 

 Les récepteurs nucléaires de classe 2 sont des facteurs de transcription actifs sous 

forme d’hétérodimères avec le récepteur de l’acide 9-cis rétinoïque (RXR). Cette classe de 

récepteur nucléaire comprend notamment les PPARs et les LXRs (Thoresen  et al. , 2011). 

Les PPARs  

 Il existe trois isoformes des PPARs : PPAR  (NR1C1), PPAR /  (NR1C2) et PPAR

(NR1C3) 

 Ces facteurs de transcriptions contrôlent l’expression des gènes du métabolisme 

lipidique. Ils sont présents dans la plupart des tissus, cependant PPAR  est principalement 

retrouvé dans le foie, PPAR  dans le tissu adipeux alors que PPAR  est abondamment 

exprimé dans tous les tissus et notamment dans le muscle squelettique (Evans  et al. , 2004). 

 PPAR  et  active le catabolisme lipidique en augmentant l’oxydation lipidique dans 

le foie, le muscle et/ou dans le tissu adipeux. 

 Les effets de SIRT1 sur la régulation de l’activité des PPARs sont principalement 

médiés par l’activation de PGC-1  (Rodgers et al., 2008, Houtkooper et al., 2012). La 

fixation de PGC-1  avec les PPAR  et  augmente les effets transcriptionnels de PPAR  et 

 (Evans et al., 2004, Picard  et al. , 2004, Purushotham  et al. , 2009, Houtkooper et al., 

2012) (figure 25). 

 Il existe cependant des effets directs de SIRT1 sur les PPARs, une équipe a montré 

que SIRT1 est capable d’interagir directement avec PPAR  par fixation. Et que cette 

interaction augmente la transcription des gènes cibles de PPAR  (Purushotham et al., 2009). 

 A l’opposé de PPAR  et , PPAR  active l’anabolisme lipidique. Dans le foie, il 

active la lipogenèse et le stockage de lipides, dans le tissu adipeux il active l’adipogenèse, la 

lipogenèse et le stockage lipidique (Evans et al., 2004) (figure 25). 

 Comme pour les autres PPARs, PGC-1  est capable de se fixer à PPAR , mais cette 

fixation inhibe l’activité transcriptionnelle de PPAR  (Evans et al., 2004, Picard et al., 2004, 

Purushotham et al., 2009, Houtkooper et al., 2012). Dans des cellules adipocytaires, SIRT1 

permet la formation d’un complexe répresseur impliquant le nuclear receptor co-repressor 

(NCoR) et le silencing mediator of retinoid and thyroid hormone receptors (SMRT). Ce 
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complexe se fixe au récepteur nucléaire PPAR  et bloque l’activation de la transcription des 

gènes cibles de PPAR  (Picard et al., 2004) (figure 25). 
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Figure 25 : SIRT1 régule l’activité transcriptionnelle des PPARs et module le métabolisme lipidique. 

 SIRT1, en modulant l’activité transcriptionnelle de PPAR /  et , adapte l’utilisation 

et le stockage des lipides aux conditions énergétiques. En réponse à l’exercice physique, le 

jeûne et la restriction calorique, SIRT1 favorise l’oxydation lipidique. A l’inverse, un régime 

enrichi en lipides inhibe l’activité et l’expression de SIRT1 favorisant ainsi le stockage 

lipidique et la lipogenèse (Evans et al., 2004, Picard et al., 2004, Purushotham et al., 2009, 

Houtkooper et al., 2012). 
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LXRs (Liver X Receptors) 

 Il existe deux isoformes des LXR, LXR  et LXR . LXR  est fortement exprimé dans 

le foie et le tissu adipeux alors que LXR  a une expression constitutive et ubiquitaire (Peet  

et al. , 1998). Les LXRs sont des facteurs clés du contrôle de l’anabolisme lipidique en 

activant l’expression d’enzymes lipogéniques (Ducheix  et al. , 2011). Dans le foie, les LXRs 

activent la synthèse des acides gras et des triglycérides en augmentant la transcription des 

gènes SREBP1c, ACC, SCD1, FAS, GPAT, DGAT. Ils sont également impliqués dans le 

métabolisme glucidique en augmentant l’expression de la Liver-Pyruvate Kinase (L-PK), de 

la GK et du transporteur de glucose GLUT4 en réponse à l’insuline (Ducheix et al., 2011). 

Dans des myotubes humains en culture, l’activation des LXRs régule le métabolisme 

glucidique en augmentant la captation et l’oxydation du glucose, et régule le métabolisme 

lipidique en augmentant la lipogénèse, la captation d’acides gras et l’accumulation de 

triglycérides (Thoresen et al., 2011) (figure 26). 

 Les protéines LXR  et  sont des cibles de SIRT1. Des études faites dans des 

HEK293 et des hépatocytes de souris déficientes en SIRT1 montrent que SIRT1 désacétyle 

les LXRs et augmente l’expression de leurs gènes cibles (Li et al., 2007). La désacétylation 

des LXRs permet leur ubiquitinylation au niveau de la lysine (auparavant acétylé) et la prise 

en charge par le protéasome pour sa dégradation. Paradoxalement, l’augmentation de la 

dégradation des LXRs augmente la transcription des gènes cibles des LXRs, en augmentant 

le recrutement de nouvelles protéines LXRs sur les promoteurs de ses gènes cibles (Li et al., 

2007) (figure 26). 
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Figure 26 : Régulation de l’activité transcriptionnelle des LXRs par SIRT1 dans le foie. 

D’après Li et al. 2007. 

c) FOXOs 

 Les facteurs de transcriptions FOXOs sont impliqués notamment dans l’atrophie 

musculaire et le métabolisme glucidique, leur activité est régulée par modification post 

traductionnelles. Sous forme phosphorylée, les facteurs de transcription FOXOs sont 

localisés dans le cytoplasme où ils sont inactifs. Lorsqu’ils ne sont pas phosphorylés ils sont 

localisés dans le noyau où ils vont activer l’expression de gènes cibles (Nakae et al., 2008). 

L’activité des facteurs FOXOs est également régulée par leurs niveaux d’acétylation. Les 

effets de la désacétylation des facteurs de transcription FOXOs sur leur activité sont encore 

débattus. 

 Dans des hépatocytes, la surexpression de SIRT1 augmente la localisation nucléaire 

de FOXO1 permettant la transcription des gènes cibles de FOXO1 (Frescas  et al. , 2005). 

 D’autres études montrent que la désacétylation de PGC-1  par SIRT1, permet la 

formation d’un complexe PGC-1 -FOXO1 (Puigserver  et al. , 2003). Sous cette forme de 

complexe, la phosphorylation de FOXO1 par Akt est inhibée (Matsuzaki  et al. , 2005). Donc 

via PGC-1 , SIRT1 augmente l’activité transcriptionnelle de FOXO1 en bloquant sa 

phosphorylation (Puigserver et al., 2003). 
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 Dans des cellules Hela, la surexpression de SIRT1 inhibe l’activité de FOXO3 

directement par désacétylation (Motta  et al. , 2004). L’équipe de Wang a montré dans ce 

même modèle que la désacétylation de FOXO3 par SIRT1 induit l’ubiquitinylation de 

FOXO3 et sa dégradation par le système UPS (Wang  et al. , 2012). Ainsi l’activité et la 

quantité de protéines FOXO3 sont diminuées par SIRT1. 

 Dans le muscle squelettique de souris, l’électroporation de plasmides codant pour 

l’acetyl transférase p300 augmente l’acétylation de FOXO1 et 3. Cette étude montre que 

l’acétylation de FOXO3 par p300 diminue son activité alors que l’acétylation de FOXO1 

augmente son activité (Senf  et al. , 2011). 

 Dans des myotubes de rat, l’atrophie induite par la dexaméthasone s’explique en 

partie par une augmentation de l’acétylation et de l’activité transcriptionnelle de FOXO1. 

L’ajout de resvératrol à des cellules traitées à la déxamethasone diminue l’atrophie 

musculaire en désacétylant FOXO1 (Alamdari  et al. , 2012). De plus si l’expression de 

SIRT1 est inhibée par des siRNA les effets bénéfiques du resvératrol sur l’atrophie 

musculaire sont annulés. Donc, dans des myotubes murins, SIRT1 inhibe l’atrophie en 

inhibant par désacétylation FOXO1 (Alamdari et al., 2012). 

 Chez des souris transgéniques surexprimant PGC-1  spécifiquement dans le muscle 

l’activation de FOXO3 par la dénervation est abolie (Sandri  et al. , 2006). Ainsi, en activant 

l’expression de PGC-1  SIRT1 inhibe l’activité FOXO3. 

 D’après ces études, SIRT1 diminue l’activité des facteurs de transcription FOXO3 

dans le muscle et le foie, alors qu’il augmente l’activité FOXO1 dans le foie et diminue 

l’activité FOXO1 dans le muscle squelettique (figure 27). 
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Figure 27 : Régulation des facteurs de transcription FOXOs par SIRT1. 

d) Les Hypoxia Inducible Factors (HIF)  

 La famille HIF comprend 3 isoformes HIF  (HIF1  HIF2  et HIF3 ) et trois 

isoformes HIF  (HIF1 , HIF2  et HIF3 ). Les HIFs sont des facteurs de transcription 

permettant une réponse transcriptionnelle aux situations de stress hypoxique. 

 Les HIFs possèdent un domaine permettant l’hétérodimérisation entre une sous unité 

HIF  O2-labile et une sous unité HIF  stable (Semenza, 2012). Sous cette forme 

d’hétérodimère, ils modulent l’expression de leurs gènes cibles en se fixant sur les motifs 

Hypoxia Response Element des séquences promotrices (Keith  et al. , 2012). 

 Le principal rôle chez les vertébrés d’HIF1  est d’activer la transition du métabolisme 

oxydatif vers un métabolisme glycolytique en régulant l’expression de la pyruvate 

dehydrogenase kinase 1 (PDK1), la lactate dehydrogenase A (LDHA), l’HK, la phospho 

fructo kinase (PFK), la BCL2/adenovirus E1B 19kDa interacting protein 3 (BNIP3) et la 
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BNIP3 like (BNIP3L). Au contraire, HIF2  réprime le métabolisme glycolytique en régulant 

l’expression de ces mêmes gènes (Semenza, 2012). 

 Dans des hépatocytes, SIRT1 réprime l’expression des gènes de la glycolyse en 

réprimant l’activité d’HIF1  par désacétylation. (Kim  et al. , 2006, Keith et al., 2012). 

 Dans des myotubes humains et dans des hépatocytes, la surexpression de SIRT1 

augmente l’activité de HIF2  par désacétylation. Au contraire, l’utilisation de siRNA SIRT1 

diminue l’activité d’HIF2  (Rasbach  et al. , 2010, Chen  et al. , 2012a). 

 De plus, dans des myotubes, SIRT1 active l’expression d’HIF2  via l’activation de 

PGC-1  (Rasbach et al., 2010). 

 Dans des conditions de stress hypoxique, l’expression et l’activité de SIRT1 sont 

diminuées ainsi dans ces conditions HIF1  est actif et HIF2  inactif permettant l’activation 

du métabolisme glycolytique. A l’inverse, dans des conditions non-hypoxiques, l’activité de 

SIRT1 bloque l’activation du métabolisme glycolytique en inactivant et activant 

respectivement HIF1  et HIF2  (Lim  et al. , 2010) (figure 28). 

HIF2HIF2HIF1HIF1

HIF2HIF2HIF1HIF1

SIRT1SIRT1

AcAc AcAc

actifinactif

Métabolisme 
glycolytique

Métabolisme 
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Figure 28 : Régulation de l’activité transcriptionnelle de la voie HIF par SIRT1. 
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3.4. Les rôles de SIRT1 dans le muscle squelettique 

3.4.1. SIRT1 inhibe la différenciation musculaire 

 In vitro lors de la différenciation de myoblastes en myotubes, le ratio NAD+/NADH 

et l’expression de SIRT1 diminue suggérant que la diminution de l’activité SIRT1 est 

nécessaire pour permettre la différenciation musculaire (Fulco et al., 2003). En effet la 

surexpression de SIRT1 dans des myoblastes inhibe leur différenciation en myotube en 

inhibant l’expression des gènes de la contraction, de la structure et du métabolisme 

musculaire (tableau 4). Ces résultats mettent également en avant l’inhibition de facteurs de la 

régulation de la différenciation comme MEF2C et MYOG (tableau 4). A l’inverse, 

l’inhibition de SIRT1 par des siRNA active le programme de différenciation musculaire de 

myoblastes de souris et de myoblastes humain en culture primaire (Fulco  et al. , 2008). 

 La différenciation musculaire est initiée par un programme génique dont l’un des 

principaux acteurs est MYOD1. Pour être pleinement actif, MYOD1 est acétylé par l’acetyl 

transférase P300/CBP-Associated Factor (PCAF) et SIRT1 régule l’activité transcriptionnelle 

de MYOD1 en modulant son niveau d’acétylation (Sartorelli  et al. , 1999). Pour ces raisons, 

l’équipe de Fulco a étudié l’impact de la surexpression de SIRT1 sur l’activité 

transcriptionnelle de MYOD1. Par des méthodes de cosurexpression et d’immuno 

précipitation de chromatine (CHIP) dans des cellules musculaires, ils ont montré que SIRT1 

inhibe l’activité transcriptionnelle de MYOD1 par la formation d’un complexe 

PCAF/MYOD1/SIRT1 (Fulco et al., 2003). Le complexe MYOD1/SIRT1/PCAF se fixe sur 

les régions promotrices des gènes cibles de MYOD1 dont la myogénine et la myosine, et agit 

en désacétylant les histones de ces régions, et ainsi l’inhibition de l’expression de ces gènes 

(Fulco et al., 2003). 
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SIRT1 overexpression

* Average fold change at 12 and 36 hours in differentiation medium relative to control cells.

12hr* 36hr*

Tableau 4 : Protéines sarcomériques réprimés par SIRT1 

D’après Fulco et al. 2003. 

 L’activité transcriptionnelle de MEF2C est également réprimée par SIRT1 (Zhao et 

al., 2005). La désacétylation de la lysine en position 424 de MEF2C par SIRT1 permet la 

sumoylation de MEF2C sur la lysine 424 par un complexe Ubc9 (SUMO E2 conjugating 

enzyme) / HDAC4. Cette sumoylation inhibe l’activité transcriptionnelle de MEF2 (Zhao et 

al., 2005). 

 La restriction glucidique inhibe également la différenciation musculaire. En 2008, des 

études in vitro ont montré que l’inhibition de la différenciation de myoblastes par la 

restriction glucidique est due à l’activation de SIRT1 par l’AMPK (Fulco et al., 2008, Suwa  

et al. , 2011). En effet, lorsque l’activité de l’AMPK est inhibée, les cellules C2C12 en 

restriction calorique se différencient normalement. De même, lorsque l’activité de SIRT1 est 

inhibé par la nicotinamide les cellules en restriction glucidique se différencient normalement 

malgré l’activation de l’AMPK (Fulco et al., 2008). De plus, la restriction calorique sur des 

myoblastes primaires dérivés de souris hétérozygotes SIRT1 sont résistants à l’inhibition de 

la différenciation induite par la restriction glucidique (Fulco et al., 2008) (figure 29). 

 Dans des cellules musculaires en réponse à la restriction calorique, SIRT1 inhibe le 

programme de différenciation des myoblastes en inhibant l’activité transcriptionnelle de 

MYOD1 et probablement en inhibant l’expression de MEF2C et MYOG (Fulco et al., 2003).  
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Figure 29 : Régulation de la différenciation musculaire par SIRT1. 

3.4.2. SIRT1 module la masse musculaire 

 Dans le muscle squelettique, l’augmentation de l’expression et de l’activité de SIRT1 

par le resvératrol inhibe l’activité transcriptionnelle de FOXO1 par désacétylation (Alamdari

et al., 2012). Le traitement à la dexaméthasone de myotubes de rat induit une forte atrophie 

musculaire via en partie l’augmentation de l’activité transcriptionnelle par acétylation de 

FOXO1. Le traitement de ces cellules avec du resvératrol diminue l’atrophie musculaire et 

l’acétylation de FOXO1. Et lorsque ces cellules sont traitées préalablement avec des siRNA, 

inhibant spécifiquement l’expression de SIRT1, l’atrophie musculaire observée ainsi que 

l’acétylation de FOXO1 n’est plus réprimée (Alamdari et al., 2012). 

 Donc SIRT1 permet de lutter contre l’atrophie musculaire en réprimant l’activité 

transcriptionnelle de FOXO1. 

 Chez des souris transgéniques surexprimant PGC-1  spécifiquement dans le muscle 

l’activation de FOXO3 par la dénervation est abolie (Sandri et al., 2006). Ainsi, SIRT1 en 

activant l’expression de PGC-1 , lutte contre l’atrophie musculaire en inhibant FOXO3. 
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 Dans le muscle, la voie NF B est une des voies impliquées dans la perte de masse 

musculaire dans des conditions physiologiques et physiopathologiques (Bakkar and 

Guttridge, 2010). L’activation de la voie NF B active la dégradation des protéines 

musculaires, l’inflammation et bloque la régénération des myofibres (Li  et al. , 2008). La 

voie de signalisation classique de NF B est activée par le TNF  permettant l’activation des 

facteurs de transcription p50 et p65, formant un dimère capable de moduler l’expression des 

gènes impliqués dans l’atrophie musculaire. De nombreuses études ont mis en évidence 

l’implication de la voie NF B dans le dévelopement de la dystrophie de Duchenne. Par 

exemple il a été montré que l’inhibition de la voie NF B chez des souris muscular dystophy 

X linked (mdx) permet de lutter contre la perte de masse musculaire (Li et al., 2008, Bakkar 

and Guttridge, 2010).  

 Des études faites dans des cellules rénales et épithéliales ont montré que SIRT1 

désactyle p65 diminuant ainsi son activité transcriptionnelle (Yeung  et al. , 2004). Dans 

cette même étude, ils ont montré que SIRT1 est retrouvée au niveau du promoteur du gène 

cellular Inhibitor of Apoptosis 2 (cIAP2) qui est une cible de NF B. Ainsi SIRT1 inhibe 

l’activité transcriptionnelle de p65 en le désacétylant et en désacétylant les histones H3 des 

promoteurs de ses gènes cibles comme cIAP2 (Yeung et al., 2004, Salminen and 

Kaarniranta, 2009). D’autres travaux montrent que l’administration de resvératrol chez des 

souris mdx permet de lutter contre la perte de muscle (Hori  et al. , 2011).  

 Par conséquent, ces différentes études suggèrent que l’augmentation de l’activité et de 

l’expression de SIRT1, par exemple par le resvératrol, pourrait lutter contre la perte de masse 

musculaire observée chez des patients atteints de dystrophie de Duchenne. Ce qui envisage 

un nouveau rôle de SIRT1 dans la régulation de la masse musculaire via l’inhibition de la 

voie NF B. 

 A ce jour aucune étude n’a montré l’impact direct de l’activation de SIRT1 sur 

l’atrophie musculaire. Les résultats actuels ont essentiellement démontré les effets de 

l’activation de SIRT1 sur l’adaptation du métabolisme musculaire en modifiant le type de 

fibre plutôt que sur la régulation de la masse musculaire elle-même. Cependant étant donné 

les effets de SIRT1 sur la voie NF B, sur les FOXOs et sur les MRFs, il semble très probable 

que SIRT1 a un effet sur la régulation de la masse musculaire, et malgré l’inhibition des 

MRFs, il semblerait que SIRT1 ai plutôt un rôle anti atrophique. 
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3.4.3. Régulation du métabolisme énergétique musculaire 

a) Métabolisme lipidique 

 Le muscle squelettique participe au métabolisme lipidique global en utilisant les 

acides gras comme substrat énergétique et en stockant les acides gras sous forme de 

triglycérides. L’utilisation des acides gras comme substrat énergétique est particulièrement 

importante lorsque les substrats préférentiels du muscle (glycogène et glucose) diminuent, au 

cours d’un jeûne, de la restriction calorique ou d’exercice en endurance (sans apports 

calorique), ceci afin de maintenir les fonctions musculaires sans impacter le taux de glucose 

sanguin (Lomb et al., 2010, Watt and Hoy, 2012). En réponse à la disponibilité en substrats 

énergétiques le métabolisme lipidique musculaire va être régulé, cette régulation passe 

essentiellement par la modulation de l’expression et/ou de l’activité des enzymes impliquées 

dans le transport lipidique, l’oxydation lipidique, le stockage d’acides gras sous forme 

d’IMTG ou encore la synthèse de novo d’acides gras.  

 SIRT1, de part sa fonction de senseur énergétique, joue un rôle important dans la 

régulation du métabolisme lipidique en réponse aux modifications des réserves énergétiques.  

 Dans des myotubes C2C12 l’administration d’acide  lipoïque (ALA) augmente le 

ratio NAD+/NADH et donc augmente l’activité SIRT1 (Chen  et al. , 2012b). Dans cette 

étude les auteurs ont montré que l’ALA augmente l’activité de SIRT1, la phosphorylation de 

l’AMPK et la désacétylation de LKB1, formant une boucle d’activation de SIRT1 (Fulco et 

al., 2008, Lan et al., 2008, Chen et al., 2012b). Dans des myotubes C2C12, l’accumulation 

d’IMTG, provoquée par l’incubation en milieu enrichi en glucose, est diminuée par 

l’activation de SIRT1 par l’ALA. Cette étude montre que SIRT1 lutte contre l’accumulation 

de triglycérides en augmentant l’oxydation lipidique et en inhibant la synthèse de novo (Chen

et al., 2012b). In vivo, chez des souris soumises à un régime enrichi en lipides, l’activation de 

SIRT1 par le resvératrol diminue l’accumulation d’IMTG en augmentant la -oxydation et la 

captation de lipides (Chen  et al. , 2011, Chen et al., 2012b). 

 L’activation de l’expression et de l’activité de SIRT1 par des exercices physiques 

prolongés, le jeûne, la restriction calorique ou encore par le traitement au resvératrol ou à 

l’ALA, augmente l’utilisation des acides gras comme substrats énergétiques, permettant de 
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lutter contre l’accumulation de lipides et l’appartition de désordres métaboliques 

(Purushotham et al., 2009, Gurd, 2011, Houtkooper et al., 2012). 

 SIRT1 va agir à plusieurs niveaux pour augmenter l’utilisation des lipides. SIRT1 

augmente la captation des acides gras et la lipolyse des triglycérides en augmentant 

l’expression de la lipase Adipose Triglyceride Lipase (ATGL) et de Cluster of Differentiation 

36 (CD36) appelé également Fatty Acid Transporter (FAT) (Chen et al., 2011, Chen et al., 

2012b). 

 Dans le muscle squelettique, l’activation de PGC-1  par SIRT1 favorise l’entrée des 

acides gras dans le sarcoplasme et la  oxydation en augmentant l’expression et/ou l’activité 

de la Carnitine palmitoyltransferase I (CPT1), de la Medium Chain Acyl-CoA 

Dehydrogenase (MCAD) et de la Long Chain Acyl-CoA Dehydrogenase (LCAD) (Wu  et al. 

, 1999, Gerhart-Hines  et al. , 2007, Chen et al., 2011, Chen et al., 2012b) 

 La  oxydation permet d’obtenir des acetyl-CoA qui vont être utilisés par le cycle de 

Krebs. Pour entrer dans le cycle de Krebs, la citrate synthase (CS), dont l’activité est 

également augmentée par l’activation de PGC-1  par SIRT1, va catalyser la formation de 

citrate à partir d’une molécule d’oxaloacétate et d’acetyl-CoA (Gerhart-Hines et al., 2007, 

Chen et al., 2011). 

 Outre l’augmentation de la captation et de l’oxydation des lipides, SIRT1 augmente 

également les capacités oxydatives de la mitochondrie. Il augmente l’utilisation des co-

facteurs réduits en activant l’expression du cytochrome C, des cytochromes oxydase II et IV, 

Cox5b de la chaine respiratoire mitochondriale (Chen et al., 2011). SIRT1 active également 

la biogénèse mitochondriale en augmentant l’activité du facteur NRF1, NRF2 et 

mitochondrial Transcription Factor A (mtTFA), permettant la réplication de l’ADN 

mitochondriale (Wu et al., 1999, Chen et al., 2011, Chen et al., 2012b, Price  et al. , 2012). 

Des études dans des myotubes C2C12 montrent que SIRT1 active PGC-1  augmentant 

l’activité transcriptionnelle mais pas l’expression de NRF1/2, ainsi SIRT1 active l’expression 

des gènes de la biogenèse mitochondriale en activant PGC-1  (Wu et al., 1999, Gerhart-

Hines et al., 2007). 

 A l’inverse NCoR1 est un co répresseur de l’expression des gènes mitochondriaux. 

(Houtkooper et al., 2012). Son activité est augmentée par un régime enrichi en lipides et est 

diminuée par la surexpression de PGC-1  ou de SIRT1 (Yamamoto  et al. , 2011). 
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Ainsi, dans des conditions de restriction calorique et de jeûne, SIRT1 active PGC-1  et 

PPAR  favorisant l’oxydation lipidique en augmentant la quantité et les capacités oxydatives 

des mitochondries (Gurd, 2011) (figure 30). 

 Dans le muscle squelettique, SIRT1 agit sur le métabolisme lipidique à plusieurs 

niveaux, il augmente la captation lipidique, l’oxydation lipidique, les capacités oxydatives 

des mitochondries, et diminue également l’anabolisme lipidique. En effet, dans des myotubes 

en culture il est admis que l’augmentation du milieu en glucose provoque une accumulation 

de triglycérides provenant de la synthèse de novo des acides gras. Ainsi, il n’est pas étonnant 

d’observer une inhibition de la synthèse d’acides gras par SIRT1 qui est activée au cours de 

la restriction calorique. Dans des myotubes en culture, SIRT1 inhibe également la synthèse 

des acides gras en réprimant l’expression de la FAS et via l’activation de l’AMPK inhibe 

l’activité de l’ACC par phosphorylation. SREBP-1 est un inducteur fort de la synthèse 

lipidique, à ce titre, il a été montré que chez des souris soumis à un régime enrichi en lipides 

l’augmentation de l’expression de SREBP-1c est en partie responsable de l’accumulation de 

lipides dans le foie (Shimano  et al. , 1997a, Shimomura  et al. , 1999a, Leavens  et al. , 

2009). Etant donné que l’augmentation de l’activité de SIRT1 lutte contre l’accumulation de 

lipides dans le foie et dans les muscles squelettiques et que dans le foie SIRT1 inhibe 

l’activité transcriptionnelle de SREBP-1c, il est envisageable que SIRT1 inhibe l’anabolisme 

lipidique en inhibant SREBP-1c et que ce même mécanisme soit retrouvé dans le muscle 

squelettique. 

b) Métabolisme glucidique 

 Dans le muscle, en réponse à l’exercice et à la restriction calorique, SIRT1 augmente 

l’expression et l’activité de PGC-1 , participant à l’augmentation de l’expression et de la 

translocation membranaire du transporteur Glut4 (Michael  et al. , 2001, Suwa et al., 2011). 

 L’exercice physique augmente l’activité d’HKII parallèlement à l’expression de PGC-

1  et à l’expression et l’activité de SIRT1 (Suwa  et al. , 2008). Les mêmes auteurs montrent 

que l’injection 5-aminoimidazole-4-carboxamide-1- -D-ribofuranoside (AICAR) (activateur 

de l’activité de l’AMPK) dans l’EDL de rat augmente l’expression de SIRT1, de PGC-1

ainsi que l’activité de l’héxokinase II (Suwa et al., 2011). Ils posent donc l’hypothèse que 
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SIRT1 via PGC-1  augmente l’activité d’HKII. Une fois dans la cellule musculaire, le 

glucose sera stocké ou oxydé. Les travaux de Gehart-Hines montre que SIRT1 diminue 

l’oxydation du glucose, d’une part en inhibant la Phospho-Fructo Kinase (PFK) et Pyruvate 

Kinase (PK) ; et d’autre part en activant PGC-1  qui augmente l’expression de la Pyruvate 

Dehydrogenase lipoamide Kinase 4 (PDK4) enzyme inhibitrice de l’activité de la Pyruvate 

Dehydrogenase (PDH) et donc inhibe l’entrée du pyruvate dans le cycle de Krebs (Wende  et 

al. , 2005, Gerhart-Hines et al., 2007) (figure 30). 

 Ainsi, parallèlement à l’augmentation de l’oxydation lipidique, SIRT1 inhibe la 

glycolyse tout en augmentant la captation de glucose et donc probablement le stockage du 

glucose sous forme de glycogène. 

Glucose Acides gras

Pyruvate

Acetyl-CoA

Cycle de 
Krebs

Glycolyse

oxydation

NADH/FADH

ATP

Chaine 
respiratoire

glucose

Glucose-6-P

Glut4 CD36

PDK4
CPT1

Cytochrome C
COX II
COX IV
ATP-synthase

LCADMCADCS

PFK

Acyl-CoA

Pyruvate

Cytoplasme 

Mitochondrie 

Acyl-CoA

Glycogène

Expression augmentée par SIRT1 Expression diminuée par SIRT1

Figure 30 : Régulation du métabolisme lipidique et glucidique par SIRT1dans le muscle. 
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3.4.4. Action sur le type de fibre 

 En réponse à l’activité physique, les muscles squelettiques s’adaptent en modifiant 

leur composition fibrillaire. Le type de fibre va évoluer d’un type II, dite fibre rapide 

glycolytique, vers un type I, dite fibres lentes oxydatives (Suwa et al., 2011). Les fibres 

musculaires sont classées en quatre type chez les mammifères en fonction de leur 

composition en myosine et de leurs capacités oxydatives (Gundersen, 2011).  

 Comme expliqué précédemment, l’augmentation de l’activité et de l’expression de 

SIRT1 dans le muscle va augmenter les capacités oxydatives du muscle en augmentant la 

quantité de mitochondries. SIRT1 via PGC-1  augmente les capacités oxydatives des 

myotubes, caractéristiques des fibres de type I (Wu et al., 1999, Suwa et al., 2011). 

 In vivo dans le muscle squelettique, l’expression de PGC-1  et de SIRT1 est plus 

élevée dans les muscles composés majoritairement de fibres de type I (Holloszy, 2008, 

Gibala, 2009, Gurd, 2011, Gurd  et al. , 2011) 

 La génération de souris transgéniques exprimant PGC-1  spécifiquement dans les 

fibres musculaires de type II a permis d’identifier le rôle de PGC-1  dans la conversion des 

fibres de type II en type I (figure 31). Les souris transgéniques ont intégré une séquence 

d’ADN permettant l’expression de PGC-1  sous le contrôle du promoteur de la créatine 

kinase qui est essentiellement exprimé dans les fibres de type II. Ainsi ces souris 

transgéniques expriment fortement PGC-1  dans le plantaris, riche en fibre de type II, alors 

qu’il n’est pas détectable dans le soleus riche en fibre I (Lin  et al. , 2002). Cette étude 

montre que PGC-1  augmente l’expression des enzymes mitochondriales augmentant les 

capacités oxydatives du muscle et augmente l’expression des protéines sarcomériques 

spécifiques des fibres de type I, comme la myoglobine et la troponine de type I (Lin et al., 

2002). 

 A l’inverse, des souris déficientes en PGC-1  spécifiquement dans le muscle 

squelettique ont une composition plus importante en fibre de type II. Suite à des exercices 

d’endurance ces souris présentent une inflammation accompagnée de dommages musculaire 

(Handschin  et al. , 2007). Dans des conditions d’exercice en endurance PGC-1  est 

primordiale dans le processus d’adaptation du muscle squelettique. 

 HIF2a dont l’expression est augmentée par PGC-1  a été identifié comme un facteur 

clé pour la transition des fibres « rapides » de type II vers des fibres « lentes » de type I 
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(figure 31). La surexpression de HIF2  dans des myotubes en culture primaire augmente 

l’expression de la MHCI, de la myoglobine et de la troponine I et inhibe l’expression de 

MHCIIa et MHCIIb (Rasbach et al., 2010). Le traitement de myotubes avec un inhibiteur de 

l’activité SIRT1 comme la nicotinamide diminue l’expression de HIF2  par PGC-1

(Rasbach et al., 2010). SIRT1 est également capable d’augmenter l’activité de HIF2a 

directement par désacétylation (Chen et al., 2012a). 

 Ainsi en réponse à l’exercice, l’augmentation de l’expression de SIRT1 dans le 

muscle squelettique induit une transition des fibres de type II glycolytiques vers des fibres de 

types I oxydatives en augmentant notamment l’activité d’HIF2 via l’activation de PGC-1 . 
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Figure 31 : SIRT1 induit une transition des fibres musculaires. 
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PRÉSENTATION DU TRAVAIL DE THÈSE

 Les facteurs de transcription SREBP-1 ont été identifiés en 1993, dans le foie en tant 

que facteurs induisant la réponse génique aux stérols, et dans le tissu adipeux en tant que 

facteurs de différenciation adipocytaire (Briggs et al., 1993, Tontonoz et al., 1993). Les 

facteurs de transcription SREBP-1 ont été depuis bien décrits dans ces deux tissus pour leur 

implication dans la régulation du métabolisme lipidique et glucidique. L’expression de 

SREBP-1 est régulée par l’insuline et participe aux effets géniques de l’insuline en modulant 

la captation du glucose, la glycolyse, la synthèse des acides gras et la synthèse des 

triglycérides. Le muscle squelettique, de part ses besoins en substrats et ses capacités de 

stockage, joue un rôle prépondérant dans la régulation du métabolisme glucolipidique. Il a 

été montré que chez des personnes insulino-résistantes et obèses les variations d’expression 

de SREBP-1 en réponse à l’insuline dans le muscle sont altérées, participant à l’installation et 

au développement de maladies métaboliques comme le diabète de type II. 

 Afin de déterminer l’impact de la régulation de l’expression musculaire de SREBP-1 

dans le muscle squelettique, nous avons généré au laboratoire des modèles expérimentaux de 

surexpression des formes actives de SREBP-1 in vivo et in vitro. Les résultats ont démontré 

que dans le muscle squelettique, en plus de son action sur le métabolisme glucolipidique, 

SREBP-1 régule l’expression de nombreux gènes spécifiquement musculaires, et notamment 

les MRFs. Ces travaux ont montré que d’une part, la surexpression de SREBP-1 inhibe la 

différenciation musculaire de myoblastes humains en culture primaire, via l’inhibition des 

MRFs ; et d’autre part, elle induit une atrophie musculaire in vivo (dans le muscle 

squelettique de souris) et in vitro (Lecomte et al., 2010) . 

 Les travaux présentés ici ont eu pour but de déterminer le mécanisme d’induction de 

l’atrophie musculaire par SREBP-1, en mesurant la synthèse et la dégradation protéique ainsi 

qu’en déterminant l’implication de la régulation des MRFs et des atrogènes par SREBP-1. 

Ces travaux ont été resoumis après révision dans PLoSOne. 

 Les protéines SIRT1 sont des senseurs énergétiques. Ces protéines permettent de 

réguler la synthèse des acides gras, l’oxydation des lipides, la captation du glucose ou encore 

la glycolyse dans le muscle squelettique. De plus, dans le muscle squelettique, SIRT1 régule 
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le phénotype musculaire et potentiellement la masse musculaire. Au contraire de SREBP-1c, 

l’activité et l’expression de SIRT1 sont augmentées par des conditions de jeûne ou encore de 

restriction calorique.  

 Étant donné les rôles connexes de SREBP-1 et SIRT1 sur le métabolisme musculaire 

et leurs régulations opposées, nous avons étudié la régulation de l’expression de SREBP-1c 

par SIRT1 par des approches in vivo et in vitro. Ces travaux ont fait l’objet d’une publication 

en deuxième auteur dans PLoSOne (Defour  et al. , 2012). 

 Enfin, nous avons étudié le rôle de la régulation de la synthèse des céramides par le 

TNF  dans l’atrophie musculaire. En démontrant le rôle des sphingolipides et plus 

particulièrement des céramides dans la régulation de la masse musculaire, nous renforçons 

les liens entre la régulation du métabolisme lipidique et la régulation de la masse musculaire. 

Cette étude a fait l’objet d’une publication dans Skelet Muscle (De Larichaudy  et al. , 2012). 
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MATÉRIEL ET MÉTHODES

1. MODÈLES CELLULAIRES

1.1. Cellules musculaires humaines en culture primaire 

 Nous disposons au laboratoire d’une banque de cellules musculaires humaines 

conservées dans l’azote liquide. Ce sont en fait des cellules satellites isolées à partir de 

prélèvements musculaires réalisés par biopsies lors d’interventions chirurgicales. Une fois 

mises en culture, ces cellules satellites prolifèrent puis se différencient en myotubes, recréant 

ainsi in vitro les étapes de la différenciation musculaire. 

1.1.1. Matériel  

 Deux types de milieu sont utilisés pour la culture des cellules musculaires humaines : 

- un milieu de prolifération composé d’Ham-F10 (Invitrogen) supplémenté de 2% d’Ultroser 

G (Biosepra), 2% de sérum de veau fœtal décomplémenté (SVFd) et 1% d’antibiotique, 

pénicilline, streptomycine et antimycotique, fungizone (Invitrogen),  

- un milieu de différenciation, composé de Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM, 

Invitrogen) contenant 1g/L de glucose, supplémenté de 2% de SVFd et 1% d’antibiotique-

antimycotique. 

 Les cellules sont cultivées dans des flasques F25 de type Primaria™ (le traitement 

Primaria™ consiste à donner au plastique une charge opposée à celle des membranes 

cellulaires afin d’augmenter l’adhérence des cellules), puis ensemencées dans des plaques de 

culture dont les puits sont recouverts de collagène I (Becton-Dikinson Bioscience). 
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1.1.2. Mise en culture et sélection des cellules musculaires 

 Des prélèvements musculaires sont effectués lors d’interventions chirurgicales 

(traumatismes d’origine non musculaire), sur des déchets opératoires obtenus chez des 

patients volontaires, conformément à l’accord du Comité d’Ethique des Hospices Civils de 

Lyon. 

 Les cellules sanguines sont éliminées par lavage avec du milieu de prolifération. Les 

tissus non musculaires sont éliminés par dissection. Le prélèvement est fragmenté puis digéré 

à 37°C en présence de trypsine. La suspension cellulaire ainsi obtenue est lavée dans du PBS 

pour éliminer les résidus de la biopsie, puis culottées par centrifugation. Le culot cellulaire 

est repris dans du milieu de prolifération et les cellules ensemencées dans des flasques F25 

Primaria. 

 La sélection des cellules musculaires est réalisée au moyen de l’anticorps 5.1H11 

décrit par Walsh et Ritter (Walsh and Ritter, 1981). Cet anticorps est dirigé contre un 

antigène de surface spécifique des cellules musculaires. Il a été obtenu par immunisation de 

souris avec des cellules satellites humaines. 

 Après prolifération de la population cellulaire totale, les cellules trypsinées sont mises 

en contact de l’anticorps 5.1H11 dans 15 mL de milieu de culture de l’hybridome 

(Developmental Studies Hybridoma Bank, n° 93208) pendant 45 minutes. 

 La sélection des cellules liées à l’anticorps 5.1H11 est réalisée à l’aide de billes 

magnétiques couplées à des anticorps IgG de souris (Milteny). Au cours d’une incubation de 

15 minutes, les billes se fixent à l’anticorps 5.1H11 lui-même lié aux cellules musculaires. La 

purification des cellules est ensuite réalisée par sélection magnétique.  

 Les cellules sélectionnées sont ensemencées dans des F25 Primaria™ et incubées à 

37°C, 5% CO2 en présence de milieu de prolifération. 
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1.1.3. Obtention de myotubes polynucléés 

 Après isolement et sélection, les cellules sont ensemencées dans des plaques dont les 

puits sont recouverts de collagène de type I. L’état de confluence est contrôlé par observation 

microscopique. L’état de confluence ainsi qu’une diminution de la concentration en sérum du 

milieu de culture (1% de SVFd) va induire la différenciation des myoblastes. 

 Cette étape se caractérise par un allongement et un alignement des cellules puis par la 

fusion des myoblastes formant ainsi des myotubes polynucléés contractiles. Le processus de 

différenciation débute dès la confluence et l’obtention de fibres polynucléées est effective 

48h après induction de la différenciation. Les différentes études sont menées 5 à 7 jours après 

induction de la différenciation. 

 Au cours de la différenciation, des études par immunocytofluorescence ont montré 

une expression significative de la myosine ainsi que la présence de l’antigène de surface 

spécifique des cellules musculaires (5.1H11) utilisé pour la sélection. 

 D’autres part, des travaux réalisés au laboratoire ont montré que les myotubes 

différenciés exprimaient les ARNm de plusieurs gènes du métabolisme à des niveaux 

similaires à ceux observés dans le muscle squelettique (HKII, glycogène synthase, 

transporteur d’acides gras, UCP-2, récepteurs nucléaires PPARα,β,γ, LXRα, β, et le facteur 

de transcription SREBP-1c) (Roques and Vidal, 1999, Chevillotte  et al. , 2001, Gosmain et 

al., 2004).  

1.2. Lignées cellulaires  

1.2.1. Lignée HEK 293 

 Les cellules HEK 293 (Human Embryo Kidney 293) dérivent de cellules 

embryonnaires humaines de rein, issues d’un fœtus sain avorté. Ces cellules ont été 

immortalisées par transformation avec de l’ADN fragmenté d’adénovirus de type 5 (Graham  

et al. , 1977). Leur origine cellulaire étant mal définie, ces cellules ne représentent pas un 

modèle d’étude physiologique particulier (c’est-à-dire qu’elles ne sont pas un bon modèle 

d’étude de la physiologie rénale ou de tout autre processus physiologique). Par contre, leur 
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grande capacité à proliférer et leur facilité à être transfectées en font un outil très intéressant 

en biologie moléculaire.  

 Elles sont également utilisées pour l’amplification d’adénovirus. Les adénovirus que 

nous utilisons comme vecteurs d’expression sont rendus inoffensifs par délétion de plusieurs 

gènes clés de la réplication. Les HEK293 expriment un certain nombre de ces gènes 

adénoviraux, notamment E1 et E3, et permettent la réplication des adénovirus incomplets. 

Elles sont dites complémentantes.  

 Les HEK 293T sont une sous-lignée de HEK exprimant l’antigène SV40 Large T 

(Simian Vacuolating Virus 40), nécessaire à l’amplification des plasmides transfectés 

contenant l’origine de réplication du SV40 (ex : PCDNA3). 

 Les HEK sont cultivées dans du milieu DMEM contenant 4,5 g/L de glucose, 

supplémenté de 5% de SVFd et de 1% d’antibiotique-antimycotique, à 37°C dans une 

atmosphère de 5% de CO2.  

1.2.2. Lignée C2C12 

 Les C2C12 isolées par Yaffe sont aussi une lignée myogénique bien connue établie à 

partir de cellules satellites extraites de la patte de souris C3H après stimulation de la 

régénération musculaire par écrasement (Yaffe and Saxel, 1977). Elles sont amplifiées dans 

du DMEM contenant 4,5 g/L de glucose, supplémenté de 10% de SVFd et de 1% 

d’antibiotique-antimycotique, à 37°C dans une atmosphère de 5% de CO2. Une fois à 80-

90% de confluence, le milieu est changé par un milieu appauvri en sérum (2% de sérum de 

cheval) pour leur différenciation (Tollefsen  et al. , 1989). Après 5 à 7 jours, on obtient des 

myotubes différenciés matures.  

1.2.3. Lignée L6 

 Les cellules utilisées sont des myoblastes L6 (sous-clone C5) isolés en 1968 par Yaffe 

(Yaffe, 1968). Il s'agit d'une lignée myogénique établie à partir de cellules de rats nouveaux-

nés, aux propriétés de différenciation in-vitro bien connues qui a conservé sa capacité à 

fusionner pour former des myotubes différenciés. Les cellules L6 constituent un modèle 
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privilégié pour l’étude de la différenciation des cellules musculaires. Elles présentent les 

mêmes caractéristiques biochimiques et différenciatives que des cellules embryonnaires 

fraichement prélevées et mises en culture (Shainberg  et al. , 1971).  

 Ce sont des cellules adhérentes. On les ensemence à une concentration d’environ 2 à 

3 millions de cellules par flacon de 150 cm2 où elles vont former un tapis jointif à confluence. 

Elles sont mises en culture dans un milieu nutritif DMEM riche en glucose (4,5g/l, 

supplémenté en L-Glutamine (200mM), en pénicilline (100U/ml) / streptomycine (100μg/ml) 

donnant le milieu complet, auquel on ajoute 10% de sérum de veau fœtal (SVFd) 

décomplémenté en conditions prolifératives, et 1% de SVFd en conditions de différenciation.  

 Pour induire leur différenciation, les cellules sont ensemencées à raison de 5.104 

cellules par cm2 dans des boîtes 6 puits, en milieu DMEM 1% SVFd plus de l’Arginine-8-

Vasopressine (AVP) 10-7 M (l'AVP est une hormone neurohypophysaire stimulatrice de la 

différenciation myogénique in vitro), (Nervi  et al. , 1995) et cultivées pendant 5 à 6 jours. Le 

milieu est renouvelé tous les 2 jours ; on obtient des myotubes matures stables durant 

quelques semaines aux caractéristiques proches de fibres musculaires matures. 

2. MODULATION DE L’EXPRESSION DE PROTÉINES D’INTÉRÊT 

IN VITRO

2.1. Mise au point d’adénovirus recombinants 

 Les adénovirus sauvages sont responsables d’affections légères chez l’homme, 

comme des infections respiratoires chez les personnes âgées ou chez les enfants. 

 Ces virus, découverts en 1953 par W.P. Rowe, avaient été initialement isolés à partir 

des tissus adénoïdiens (amygdales), d’où le nom adénovirus.  

 Les adénovirus sont des virus non enveloppés à capside icosaédrique d’un diamètre 

d’environ 80 nanomètres. La capside comporte 252 capsomères : 12 pentons aux sommets de 

l'icosaèdre et 240 hexons situés sur les arêtes et les faces. Chaque penton porte un spicule 
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glycoprotéique, appelée fibre, terminée par une sphère de 4 nm de diamètre qui possède une 

activité hémagglutinante. Cette fibre permet la liaison du virus à la surface de la cellule hôte 

via un récepteur. 

 Le principal récepteur humain pour les adénovirus est le Coxsackie/Adenovirus 

Receptor (CAR). La fixation du virus à ce récepteur et à une molécule d’intégrine entraîne 

son endocytose dans la cellule. Une fois entré dans la cellule, le virus se fixe aux 

microtubules cellulaires pour migrer vers les pores nucléaires, via lesquels l’ADN viral est 

relargué dans le noyau, après désintégration de la capside. 

 Le génome est un ADN bicaténaire d’environ 36 Kb. On distingue au sein du génome 

des régions codant pour des protéines précoces dites E et des protéines tardives dites L, 

suivant qu’elles sont exprimées en début ou fin de réplication du virus.  

 Il existe 4 régions codant pour les protéines E : les produits du gène E1 (E1A et E1B) 

sont impliqués dans la réplication du virus. La région E2 contient des gènes de la réplication 

de l’ADN et de l’expression des régions tardives. Les protéines de la région E3 sont 

impliquées dans la réponse immunitaire, et celles de E4 dans le métabolisme de l’ARNm 

viral.  

2.1.1. Construction d’adénovirus recombinants (ΔE1/E3) 

 En biologie moléculaire, les adénovirus sont utilisés comme vecteur de gène d’intérêt, 

permettant la surexpression de protéines, notamment dans des cellules difficilement 

transfectables par les méthodes classiques. Les adénovirus les plus couramment utilisés sont 

les adénovirus humains de classe 5.  

 Afin d’éviter leur propagation, les adénovirus utilisés en laboratoire sont rendus 

incapables de réplication par la délétion de la région E1. La région E3, non essentielle lors de 

la culture in vitro de l’adénovirus, est également délétée afin de permettre l’insertion de 

transgènes comprenant jusqu’à 8Kb.  

 L’adénovirus utilisé au laboratoire, VmAdcDNA3, a été mis au point par l’équipe du 

Dr S. Rusconi (Chaussade  et al. , 2003) à l’université de Fribourg en Suisse. Il est issu d’un 

adénovirus humain de type 5 recombinant ΔE1/E3. Une région de recombinaison homologue 
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avec le plasmide pCDNA3.1 a été ajoutée au niveau de la région E1 délétée. Il s’agit de deux 

éléments correspondant à une portion de 363bp en 5’du promoteur CMV (cytomégalovirus) 

et un segment de la région 3’comprenant le signal de polyadénylation du plasmide PCDNA3. 

Ces deux éléments sont séparés par une séquence contenant un site de restriction SwaI. Ainsi 

la recombinaison doit, d’une part, supprimer le site de restriction SwaI mais également 

entraîner la reformation du promoteur CMV, ce qui peut être vérifié par PCR. 

 Les gènes d’intérêts doivent donc d’abord être clonés dans le pCDNA3 avant d’être 

transférés par recombinaison homologue dans le VmAdcDNA3. 

  

2.1.2. Clonage des gènes humains codant pour MYOG et MEF2C

 Nous possédions déjà au labo des adénovirus codant pour les formes nucléaires de 

SREBP-1a et SREBP-1c (Rome et al., 2008), codant pour SIRT1 (Frojdo  et al. , 2011) et de 

l’adénovirus surexprimant MYOD1 qui nous a été donné par l’équipe du Dr Miike Teruhisa 

(Fujii  et al. , 2006) 

 Le gène humain de MEF2C a été généré par Invitrogen (Invitrogen, Cergy Pontoise, 

France). Nous l’avons ensuite transféré par restriction-ligation dans le pCDNA3.1 

(Invitrogen, Cergy Pontoise, France). 

 Le vecteur d’expression de pCMV- MYOG a été réalisé en clonant l’amplicon du 

gène généré par PCR à partir d’ADN génomique humain.  

 Les produits de PCR ont été ensuite clonés dans un plasmide pGEMT (Promega, 

Charbonnière, France), puis transférés par restriction-ligation dans le pCDNA3.1 (Invitrogen, 

Cergy Pontoise, France).  

2.1.3. Génération des adénovirus recombinant codant pour MYOG et MEF2C 

 Une fois le gène d’intérêt cloné dans le pCDNA3, celui-ci est transféré dans le 

génome adénoviral par recombinaison homologue. Pour cela, 200ng de VmAdcDNA3 est 

linéarisé par l’enzyme de restriction SwaI. 600ng des clones pCDNA3+ gène d’intérêt sont 

également linéarisés par une enzyme de restriction ne coupant pas dans la cassette 

« promoteur CMV-Gène-polyA ß-Globine » du plasmide.  
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 Des bactéries compétentes Rec+ (exprimant la recombinase), Escherichia coli 

BJ5183, sont co-transformées par le VmAdcDNA3 linéarisé et le pCDNA3+insert linéarisé, 

puis étalées sur des boîtes de pétri recouvertes de milieu LB traité à l’ampicilline.  

 Une PCR est réalisée sur les clones sélectionnés afin de vérifier la recombinaison, 

devant permettre la reformation du promoteur CMV. Les amorces utilisées sont :  

- primer A : 5’- GACGGATGTGGCAAAAGTGA- 3’, s’hybridant à l’extrémité 5’ de 

l’adénovirus, 

- primer B : 5’-ATGGGGTGGAGACTTGGAAATC-3’, s’hybridant à la région du 

promoteur CMV complétée par recombinaison. 

Un fragment de 700bp est généré à partir des clones positifs. Un clone positif est ensuite 

amplifié dans des bactéries Escherichia coli XL1-Blue. 

 Le plasmide ainsi obtenu est digéré par l’enzyme de restriction PacI, ce qui permet 

l’exclusion de la cassette bactérienne de la construction, et la transfection des cellules 

HEK293.  

 La production in vitro du virus recombinant n’est possible que dans les cellules HEK 

293, qui sont des cellules modifiées génétiquement pour pouvoir complémenter les génomes 

viraux par la production des protéines E1 et permettre ainsi la multiplication des adénovirus. 

Ces cellules sont donc transfectées, par méthode au phosphate de calcium, avec le plasmide 

coupé PacI. Les effets cytopathiques, provoqués par la production adénovirale au sein des 

cellules, sont observés pour évaluer le degré d’infection cellulaire.  

 Lorsque les cellules sont sur le point d’être lysées, environ 36 à 40h après l’infection, 

elles sont récoltées par trypsination et centrifugation, puis lysées par cycles de congélation-

décongélation successifs, afin de récupérer la solution adénovirale. La capacité de 

l’adénovirus ainsi produit à induire une surexpression de la protéine d’intérêt (ici, MYOG, 

MEF2C, SIRT1 ou MYOD1) est vérifiée par Western Blot, après 48h d’infection cellulaire 

au -80°C. 

2.1.4. Titration  

 La titration de la solution adénovirale consiste à déterminer le titre infectieux de la 

solution, c’est-à-dire, la concentration de la solution en adénovirus viables (capables 
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d’infecter une cellule). Des dilutions en cascade croissantes de la solution mère de 

l’adénovirus à titrer sont réalisés dans du milieu DMEM sans sérum. Les dilutions sont 

réalisées au 10ème de 10-4 à 10-13. 100μl de chaque dilution est mis en contact de HEK 293 

ensemencées en plaque 96 puits. Le principe est qu’avec les dilutions croissantes, on arrive à 

un point où le milieu ajouté ne contient plus de particules adenovirales. Ainsi nous pouvons, 

par observation des plages de lyse (marqueurs de la présence de particules adénovirales) 

déterminer le titre infectieux.  

 Chaque colonne de la plaque 96 puits reçoit 100μl de la même solution adénovirale 

diluée dans le DMEM permettant d’obtenir 8 répétitions. Chaque ligne reçoit une solution 

DMEM de plus en plus diluée en particules adénovirales et la première et la dernière colonne 

reçoivent du milieu DMEM sans dilution adénovirale servant de contrôle.  

 Les cellules sont suivies sur 10 jours afin de déterminer s’il y a des plages de lyse, 

signes de la présence d’au moins une particule adénovirale. En déterminant les puits 

contenants au moins une particule adénovirale et les puits sans particule adénovirale on 

détermine grâce à la formule suivante le titre infectieux de la solution mère adénovirale. 

Titre (pfu/ml) = 10 1 + Z (X - 0.5) 

Avec )_log( dilutionfacteurZ = , pour des dilutions successives au 10ème, Z=1. 

 Et avec 
=

=
dilutionsnombre

d

dpositifspuitsnombre
X

_

1 8
__

  

 Une fois infecté, chaque puits de chaque plaque 96 puits est observé au microscope 

pour juger de la présence de plage de lyse. Cette technique est utilisée pour titrer les 

adénovirus suivants : Ad-SREBP-1a, Ad-SREBP-1c, Ad-MYOD1, Ad-MYOG, Ad-MEF2C 

et Ad-SIRT1. 
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Figure 32 : exemple de titration adénovirale après 10 jours d’infection. 

Dans cet exemple X= (1 + 1 + 1 + 1 + 1 + 1 + 0.875 + 0.375 + 0 + 0) = 7.25 

et )10log(=Z = 1  

Titre = 101 + 1 (7.25 - 0.5) = 101 + 1 (6.75) = 101 + 6.75 = 10 7.75= 5.6 x 107pfu/ml. 

2.1.5. Infection de cellules musculaires humaines par adénovirus recombinants 

 Les myotubes humains et les C2C12 différenciés sont infectés par adénovirus 

recombinants. En plaque 6 puits, les cellules sont infectées avec 5.107 UI d’adénovirus par 

puits et en 12 puits avec 2.107 UI d’adénovirus. Une infection par un adénovirus 

surexprimant la GFP est réalisée comme contrôle négatif de l’infection. Les différentes 

études sont réalisées après 48h d’infection. 

2.2. Les siRNA  

 Les small interfering RNA sont des ARNs qui interagissent avec les ARNm pour 

empêcher la synthèse de la protéine correspondante. Ils sont codés naturellement par le 

génome des mammifères afin de réguler l’expression d’autres gènes, ils sont alors appelés 

micro-ARN. Le mécanisme implique deux grandes étapes, les molécules d'ARN sont d'abord 

transformées en petits fragments d'ARN double brin d'une vingtaine de nucléotides par une 

enzyme de la famille des RNase III, Dicer, puis l'un de ces brins est incorporé dans un 

Dilution
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complexe protéique RISC (RNA Induced Silencing Complex) dans lequel il sert de guide 

pour la reconnaissance des séquences cibles. Si la complémentarité entre le siRNA et 

l'ARNm cible est parfaite, le complexe RISC clive l'ARNm cible qui est alors dégradé et 

n'est donc plus traduit en protéine. 

 L'introduction, dans une cellule, de petits ARNs double brin synthétiques, ou siRNA, 

permet d'inhiber l'expression de n'importe quel gène, du moment que l'on connaisse sa 

séquence. 

 Cette méthode est ici utilisée pour inhiber l’expression des protéines SREBP-1a et 1c 

dans les cellules musculaires humaines en culture primaire. 

 Des siRNAs dirigés contre les ARNm codant pour SREBP-1 ont été synthétisés par la 

société Qiagen (Courtaboeuf, France). Un siRNA allstars négatif, également commercialisé 

par Qiagen, est utilisé comme contrôle.  

 L’utilisation de ces siRNA a pour but de déterminer l’impact de l’inhibition de 

l’expression de SREBP-1 sur la dégradation et la synthèse des protéines.  

Des cellules musculaires humaines sont donc, en parallèle, transfectées par les si-RNAs 

décrits ci-dessus et infectées par les adénovirus recombinants surexprimant MEF2C, 

MYOD1, MYOG ou la GFP. Les cellules musculaires humaines sont ensemencées dans des 

plaques 6 puits recouverts de collagène I, et traitées sous forme de myotubes. Les cellules 

sont tout d’abord transfectées à l’aide de Hiperfect transféction reagent (Qiagen), mélange de 

lipides neutres et de lipides cationiques, selon le protocole fourni par le fabricant. 

Brièvement, une solution de siRNA à 5nM dans du milieu de culture DMEM est incubée en 

présence de transfectant Hiperfect pendant 10 minutes à température ambiante, afin de 

permettre la formation de micelles contenant les siRNAs.  

 Ce mélange est ensuite ajouté au milieu de culture des cellules à 15nM. Les cellules 

sont mises à incuber à 37°C, 5% CO2. 24h plus tard, le milieu de culture des cellules est 

changé et l’infection par les adénovirus recombinants est réalisée comme indiqué ci-avant. 

Le degré d’inhibition de l’expression SREBP-1 est déterminé par Western-blot. 
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2.3. Mesure de l’expression génique 

2.3.1. Extraction 

 L’extraction des ARN totaux à partir de cellules musculaires humaines en culture 

primaire, de C2C12 ou de L6, est réalisée à l’aide de TRIzol® reagent (Invitrogen), selon les 

recommandations du fournisseur. 

Les ARN sont ensuite dosés par spectrophotométrie à 260nm. 

2.3.2. Reverse transcription 

 La RT est réalisée sur 1μg d’ARN totaux, de manière non spécifique, en présence de 

SuperScript II® RNase H- Reverse Transcriptase (Invitrogen), d’un mélange d’oligodT et 

d’hexamères oligonucléotidiques non spécifiques. 

2.4. Dosage des ARNm cibles 

 Les ARN messagers sont quantifiés par PCR quantitative en temps réel, en utilisant 

des amorces spécifiques des ADNc étudiés.  

 La PCR quantitative est réalisée sur 5μL du produit de RT dilué au 1/60ème mélangé 

à 15 μL de milieu réactionel ABsolute™ QPCR SYBR® Green Mix (ABgene, Courtaboeuf, 

France), à l’aide d’un Rotor-Gene 6000™ (Corbett Research, Mortlake, Australia). 

2.5. Mesure de l’expression protéique 

2.5.1. Quantification par Western-blot 

a) Préparation des extraits protéiques 

 Les cellules sont directement lysées à 4°C, dans un tampon de lyse de composition 

suivante : PBS, SDS 0,1%, sodium déoxycholate 0,5%, Nonidet NP40 1%, EDTA 5mM, 
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Na3VO4 1mM, NaF 20mM, DTT 1mM auquel est ajouté un cocktail d’inhibiteurs de 

protéases (Sigma Aldrich, St-Quentin-Fallavier, France). 

 Les protéines sont quantifiées par la méthode de Bradford, à l’aide du kit BioRad 

Protein Assay (Bio-Rad laboratory, Marne-la-Coquette, France). 

  

b) Western Blot 

 Les échantillons protéiques sont dénaturés à 100°C pendant 5 minutes en présence de 

tampon Laemli 1X : Tris-HCL 50 mM, Glycérol 12%, SDS 1%, βmercaptoéthanol 4%, Bleu 

de BromoPhénol 0,01%, pH 6,8. 

 Les protéines sont ensuite séparées selon leur masse moléculaire sur un gel 

d’acrylamide-bis-acrylamide de type SDS-PAGE puis transférées sur membrane PVDF 

(Fluorure de polyvinylidène). 

 La membrane est incubée une nuit à 4°C en présence de l’anticorps primaire dirigé 

contre la protéine d’intérêt, puis en présence d’un anticorps secondaire couplé à la 

Horseradish Peroxidase pendant 1h à température ambiante. 

 La présence de protéines est révélée par chimiluminescence liée à l’activité 

Peroxydase grâce au kit Enhanced Chemiluminescence System (Pierce, Rockford, IL, USA). 

Le signal est détecté par autoradiographie et quantifié grâce au logiciel Image J distribué par 

le NIH. La quantité de protéine totale est normalisée par rapport à l’intensité de la coloration 

au bleu de Coomassie.  

2.6. Analyse morphologique des myotubes  

2.6.1. Mesure de surface par immunomarquage à la myosine 

 Pour tester l’effet de différents traitements sur la taille des myotubes, on effectue un 

marquage par immunofluorescence de la myosine, qui est exprimée sélectivement par les 

myotubes différenciés, permettant un marquage homogène de la totalité de la surface des 

myotubes et non des myoblastes. Les cellules sont examinées grâce à un microscope à 

fluorescence ZEISS Axiovert 200 muni d’un objectif LD-A plan 20x/0.30 PHI /40 couplé à 

une camera axiocam MRm fonctionnant sous le logiciel Axiovision 4.1 image acquisition 
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software (Carl Zeiss). On mesure ensuite leur surface d’après la méthode de Sultan, grâce au 

logiciel d’imagerie Image J. La moyenne des mesures de 10 champs pris au hasard pour 

chaque condition est calculée. 

 Les cellules sont lavées au PBS, puis fixées au paraformaldéhyde (PFA) 3,7% 

pendant 20 minutes. Les cellules sont lavées 3 fois au PBS puis perméabilisées avec une 

solution de triton 0,1% dans du PBS durant 10 minutes à 4°C. Après un nouveau cycle de 

lavages, les cellules sont mises en présence d’une solution de saturation BSA 1% pendant 20 

minutes à température ambiante pour bloquer le marquage aspécifique. Ensuite, on incube 1 

heure avec l'anticorps primaire MF-20 anti-myosine dilué au 1/50e à température ambiante. 

Après lavage avec une solution BSA 1% dans du PBS, les cellules sont incubées avec 

l’anticorps secondaire anti-IgG de souris couplé à l'AlexaFluor 555, dilué au 1/500e dans une 

solution de PBS contenant 0,1% BSA. Suivi d’un dernier cycle de lavage. Les noyaux sont 

révélés par un marquage au DAPI (4.5-diamidino-2-phenylindole) contenu dans le milieu de 

montage Vectashield. Ce montage sous lamelle de verre permet de conserver les échantillons 

jusqu'à l'examen par microscopie de fluorescence. 

2.6.2. Mesure de l’indice de fusion  

 Pour déterminer l’impact de la surexpression de SREBP-1a, SREBP-1c, et/ou 

MEF2C, MYOD1 et MYOG sur la différenciation des myotubes, nous avons mesuré l’indice 

de fusion.  

 L’indice de fusion est calculé en divisant le nombre de noyaux présents dans les 

myotubes par le nombre de noyaux totaux dans le champ observé. Grâce au marquage des 

myotubes à la myosine et au marquage des noyaux par le DAPI, on détermine la quantité de 

noyaux présents dans les myotubes divisé par le nombre de noyaux totaux.  

Pour chaque condition expérimentale, en moyenne 1000 noyaux sont comptés. 
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3. ÉTUDE DE PROMOTEURS 

3.1. Mesure de l’activité promotrice par système gène rapporteur 

 Un gène rapporteur ou gène marqueur est un gène codant pour une protéine dont 

l’activité est bien caractérisée et facilement détectable. Ce gène est ajouté à une construction 

génomique afin d’en révéler les modifications. Dans le cadre d’une étude de l’activité 

promotrice d’un gène, une portion du promoteur de ce gène est clonée en amont du gène 

rapporteur. L’activité de la protéine codée par le gène rapporteur est donc directement 

proportionnelle à l’activité promotrice du gène d’intérêt.  

 Dans notre étude, le promoteur du gène MuRF1 est cloné en amont du gène de la 

luciférase. La luciférase de type Firefly est exprimée par la luciole Photinus pyralis et 

catalyse l’oxydation de la luciférine en produisant de la lumière, dont l’intensité peut-être 

mesurée.  

3.2. Clonage du promoteur MuRF1 

 Deux fragments chevauchants de la séquence du promoteur du gène codant pour 

MuRF1 ont été générés par PCR, à partir d’ADN génomique humain grâce aux amorces 

suivantes :  

 5’- CTCATCCATCTGTCACGTTG – 3’  

 5’- GGATGAGTGATCTGTTTCCC -3’ 

Ce couple d’amorce nous a permit d’obtenir le fragment -445pb/-1337pb.  

 5’-TTGCAGTGAGCAGAGATCGTG-3’ 

 5’-AAGCTTTGCTCTAAGTAGACCTGG-3’ 

Ce couple d’amorce nous a permit d’obtenir le fragment -539pb/+90pb.  

 Les produits de PCR ont été ensuite clonés dans un plasmide pGEMT (Promega, 

Charbonnière, France). Puis à l’aide d’enzymes de restriction, ces deux fragments ont été 

sous-clonés dans le plasmide rapporteur pGL3-Enhancer (Promega), en amont du gène de la 

luciférase, formant ainsi le plasmide rapporteur. Nous permettant d’obtenir la construction 
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pMuRF1 -1337/+90 pGL3e et par délétions successives les constructions plasmidiques 

pMuRF1-540/+90pGL3e et pMuRF1-237/+90 pGL3e. 

3.3. Transfection transitoire dans les cellules musculaires humaines  

 Les cellules musculaires humaines en culture primaire sont ensemencées dans des 

plaques 12 puits recouverts de collagène I, et transfectées sous forme de myotubes après en 

moyenne 5 jours de différenciation. 

 La transfection transitoire est réalisée grâce au transfectant commercial ExGen 500 

(Euromedex, Souffelweyersheim, France), selon les recommandations du fournisseur. 

 Chaque puits de culture cellulaire reçoit 1μg de la construction promotrice. Afin de 

tester la stimulation de leur activité promotrice par SREBP-1a ou 1c, chaque puits reçoit 

également 5.107 UI d’adénovirus SREBP-1a ou SERBP-1c. Enfin, pour normaliser le signal 

luminescent en fonction de la quantité de cellule, les cellules sont cotransfectées avec 5 ng de 

pRL-CMV (Promega), vecteur d’expression de la luciferase Renilla, sous contrôle du 

promoteur CMV.  

3.4. Mesure des activités promotrices 

 Le promoteur du gène MuRF1 a été cloné en amont du rapporteur de la luciférase 

Firefly, alors que le vecteur de co-transfection exprime la luciférase Renilla, issue de la 

pansée de mer Renilla reniformis, catalysant l’oxydation de la coelenterazine, en émettant 

une lumière de longueur d’onde différente de celle produite par la luciférase Firefly. Ces 

deux luciférases ont donc des propriétés enzymatiques et des substrats différents, ce qui 

permet de mesurer séparément l’abondance relative de chacune.  

 Les deux activités Luciférase sont mesurées 48h après transfection à l’aide du kit 

Dual-Luciferase® Reporter Assay system (Promega) sur un luminomètre à plaque Centro LB 

960 (Berthold Technology, Thoiry, France). 

Pour chaque transfection, l’activité Luciférase issue des constructions promotrices MuRF1 

est rapportée à la valeur de l’activité Renilla correspondante.  



  127 

4. DOSAGE DU MÉTABOLISME 

4.1. Mesure de la synthèse protéique 

 La mesure du taux de synthèse protéique dans les myotubes infectés 48h par 

différents adénovirus est inspirée de la méthode de Gulve (Gulve and Dice, 1989). Les 

myotubes humains en culture primaire sont différenciés, puis infectés avec un ou plusieurs 

adénovirus. Au temps défini précédemment, on remplace le milieu de traitement par le milieu 

de marquage supplémenté par 2 μCi/ml de [3H]-L-Tyrosine qui sera incorporée par les 

cellules pour la synthèse protéique, et par 2mM de tyrosine froide, ce qui optimise 

l'incorporation. Après 2h de marquage, les cellules sont lavées 5 fois au PBS puis grattées 

dans de l’acide tri-chloro-acétique (TCA) 10% sur glace. L’homogénat obtenu est vortexé, 

centrifugé 10 minutes à 12 000g pour séparer le culot contenant les protéines néosynthétisées 

précipitées, et le surnageant, contenant la tyrosine marquée non incorporée dans les 

protéines. Le culot est alors ressolubilisé dans du tampon de lyse et neutralisé avec 1M 

NaOH. Un aliquot est prélevé à ce moment pour le dosage de protéines selon Bradford. La 

mesure de la radioactivité se fait dans des pots à scintillation avec 200μl d’échantillon pour 3 

ml de liquide scintillant Ultima Gold AB dans un compteur à scintillation Packard. La 

synthèse protéique est exprimée en radioactivité intégrée (dpm) par μg de protéines. 

4.2. Mesure de la dégradation protéique 

 Le taux de dégradation protéique est évalué, après marquage des cellules par la 

tyrosine tritiée, par le rapport entre la radioactivité TCA-soluble dans le milieu (tyrosine libre 

issue des protéines dégradées) à un temps défini, et la radioactivité incorporée initiale 

(regroupant la radioactivité de la fraction cellulaire, et celle des fractions TCA-soluble et 

insoluble du milieu). Pour cela, les myotubes humains différenciés sont incubés avec une 

solution de [3H]-L-Tyrosine 2μCi/ml dans DMEM contenant 1 g/L de glucose, supplémenté 

de 2% de SVFd et 1% d’antibiotique-antimycotique, à 37°C dans une atmosphère de 5% de 

CO2. La radioactivité non-incorporée est ensuite rincée par 3 lavages au PBS. Les cellules 

sont ensuite placées en milieu de chasse (DMEM 1g/L de glucose 1% SVFd avec 2mM de 

tyrosine non-radioactive pour prévenir la réincorporation de tyrosine tritiée issue de la 
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dégradation protéique) pendant 2 heures pour permettre la dégradation des protéines de 

courte durée de vie. Les cellules sont alors lavées, et après 48 h d'incubation des échantillons 

de 0,2 ml de milieu sont prélevés et additionnés de TCA (10%). Après 1 h à 4°C, ils sont 

centrifugés à 12 000g 10 minutes. Les culots sont dissous dans 0,5 ml de tampon de lyse et 

neutralisés avec NaOH. Les cellules sont lavées et homogénéisées dans le tampon de lyse. La 

radioactivité des trois fractions (homogénat cellulaire, culot TCA et surnageant TCA) est 

mesurée comme ci-dessus. 

4.3. Mesure de captation du glucose 

 Des cellules C2C12 sont ensemencées dans des plaques 12 puits avec du DMEM 

contenant 4,5 g/L de glucose, supplémenté de 10% de SVFd et 1% d’antibiotique-

antimycotique, à 37°C dans une atmosphère de 5% de CO2. Une fois à 80-90% de 

confluence, le milieu est changé par un milieu appauvri en sérum (2% de sérum de cheval) 

pour leur différenciation (Tollefsen et al., 1989). Après 5 à 7 jours, on obtient des myotubes 

différenciés matures. Les cellules sont infectées avec les adénovirus SIRT1 ou en contrôle 

GFP. Après 48h d’infection, le milieu est aspiré et les cellules sont stimulées à l'insuline ou 

non. La stimulation à l’insuline se fait pendant 20min à 37°C 5% CO2 par l’ajout d’1ml par 

puits de milieu X-DPBS (PBS sans CaMg contenant 0,5mM de MgCl2, 0,9mM de CaCl2, 

0,2% de BSA) contenant 10-7M d’insuline. La stimulation à l’insuline permet d’augmenter la 

captation du glucose qui est très faible en basal. 

 Puis les cellules sont incubées 10min à 37°C 5% CO2 avec 500μl de milieu de 

marquage X-DPBS contenant 285nM (1μCi) de 3H-2DG et de 1mM de 2-Déoxyglucose 

froid. 

 Le milieu de marquage est ensuite retiré et les cellules sont lavées deux fois au PBS et 

lysées avec 500μl d’une solution de NaOH 0,05N. 

 La mesure de la radioactivité se fait dans des pots à scintillation sur 400μl 

d’échantillon auxquels on ajoute 4 ml de liquide scintillant Ultima Gold AB dans un 

compteur à scintillation Packard. Les 100μl de lysat cellulaire restant sont utilisés pour le 

dosage protéique selon la méthode Bradford. 

La captation du glucose s’exprime en μmol de glucose par mg de protéines. 

Pour les calculs, la radioactivité de 20μl de solution de marquage est comptée, permettant de 

déterminer la quantité de radioactivité par mole de glucose (marqué et froid).  
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Puis, grâce aux équations ci-dessous, on détermine la quantité de glucose incorporé par mg 

de protéine. 

Calcul de la concentration en protéines totale (μg/ml) (A) (selon le dosage Bradford). 

Calcul de la quantité de protéines totale dans 500μl de lyse : 

(B) = (A) / 2  

Calcul du comptage total TC1 pour 1μl de Glucose radioactif 1mM : 
 (TC1) = TC20 / 20 

Calcul de la quantité de glucose marqué dans 400μl (en cpm/pts) (C): 

(C) = mesure du glucose marqué / Comptage total (TC1) 

Calcul de la quantité de glucose marqué dans 500μl (D) : 

(D) = ((C) /400) x 500  

Calcul de la quantité de glucose marqué par rapport à la quantité de protéines (en μmol 

glucose/mg protéines) : 

( E ) = (D) x1000 / (B)  

5. ANALYSE STATISTIQUE

Pour comparer les différences obtenues, nous avons utilisé des analyses de variance à un 

critère de classification (anova). Les comparaisons multiples a posteriori ont été réalisées 

avec la correction PLSD de Fischer avec un niveau de significativité global de 0,05. Les 

données ont été analysées à l’aide du logiciel Statview (v5.0, SAS institute inc., Cary NC, 

USA). 
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Les facteurs de transcription SREBP-1 régulent la synthèse des 
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Vidal, H., Nemoz, G., Simon, C., and Lefai, E.
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Introduction 

 Les facteurs de transcription SREBP-1 ont été très étudiés pour leur rôle dans le 

métabolisme lipidique. Récemment, des études conduites au laboratoire ont montré que la 

surexpression in vivo et in vitro des formes matures de SREBP-1 induit une atrophie 

musculaire en régulant l’expression de nombreux gènes impliqués dans la fonction et dans le 

développement musculaire. Cette étude a mis en évidence l’implication des répresseurs 

transcriptionnels bHLHB2 et bHLHB3 dans les effets atrophiques de SREBP-1 (Lecomte et 

al., 2010). Les répresseurs transcriptionnels bHLHB2 et bHLHB3 régulent divers processus 

biologiques notamment en réprimant l’expression des MRFs (Yamada and Miyamoto, 2005).  

 La différenciation musculaire est sous le contrôle de deux familles de facteurs de 

transcription : les MRFs, MYOD1, Myf5, MRF4 et MYOG, et les protéines MEF2 

appartenant à la famille des protéines MADS (Molkentin and Olson, 1996). Les MRFs 

interagissent avec les protéines MEF2, notamment MEF2C, pour induire l’expression des 

gènes muscle-spécifiques.  

 Les MRFs sont exprimés dans le muscle adulte. Suite à une activité physique intense, 

la masse musculaire augmente notamment par la régulation de la différenciation et de la 

fusion des cellules satellites aux fibres existantes. Ce phénomène de régénération musculaire 

en réponse à l’exercice physique implique l’activation du programme de différenciation des 

cellules satellites, contrôlé par l’expression des MRFs (Carson and Booth, 1998, Adams et al., 

1999, Yang et al., 2005, Legerlotz and Smith, 2008).  

 Outre leur rôle dans la régénération musculaire, l’expression des MRFs dans les 

noyaux sarcomériques suggère un rôle dans la fibre différenciée elle-même.  

 Chez la souris, des études ont montré que lorsque les cellules satellites sont 

supprimées par irradiation , l’expression des MRFs en réponse à l’exercice est maintenue 

ainsi que la prise de masse musculaire (Lowe and Alway, 1999). Par conséquent, l’expression 

des MRFs dans la fibre différenciée peut réguler la masse musculaire en agissant sur 

l’expression des protéines musculaires. 
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 Dans les modèles expérimentaux du laboratoire, l’accumulation nucléaire de SREBP-1 

conduit à l’inhibition coordonnée des MRFs et de MEF2C dans les myoblastes et les 

myotubes (Rome et al., 2008, Lecomte et al., 2010). La répression de l’expression des MRFs 

et de MEF2C explique l’inhibition de la différenciation des myoblastes par SREBP-1. Dans 

les myotubes humains, cet effet sur les MRFs pourrait également expliquer les effets 

atrophiques de SREBP-1 sur les fibres différenciées. 

 Le maintien de la masse musculaire adulte résulte d’un équilibre finement régulé entre 

synthèse et dégradation protéique (Sandri, 2008). Le système UPS a été décrit comme le 

principal acteur de la dégradation des protéines musculaires. La modulation de l’expression 

des atrogènes, Atrogin-1 et MuRF1, qui sont des E3-ubiquitines ligase, permet de réguler le 

marquage des protéines à dégrader par le protéasome.  

 Indépendamment des répresseurs transcriptionnels bHLHB2 et bHLHB3, la 

surexpression de SREBP-1 module l’expression des atrogènes MuRF1 et Atrogin-1 (Lecomte

et al., 2010). Dans la plupart des modèles d’atrophie, l’expression des atrogènes est 

augmentée de façon concertée. Étonnamment, dans notre modèle d’atrophie, MuRF1 est 

fortement induit par SREBP-1, au contraire d’Atrogin-1 qui est fortement inhibé (Lecomte et 

al., 2010). 

 SREBP-1 pourrait donc agir à plusieurs niveaux pour réguler la masse musculaire, à la 

fois sur la synthèse protéique en régulant l’expression des MRFs et sur la dégradation 

protéique en régulant l’expression des atrogènes.  

  

 Afin de décrypter le mécanisme par lequel SREBP-1 régule la masse musculaire, nous 

avons étudié les effets de la modulation de l’expression de SREBP-1 dans des myotubes 

humains sur les vitesses de synthèse et de dégradation protéique, sur l’expression de plusieurs 

protéines sarcomériques, et nous avons caractérisé les mécanismes moléculaires de la 

régulation des atrogènes par SREBP-1. Nous avons de plus étudié le rôle des MRFs dans 

l’action de SREBP-1 et mis en évidence leur rôle central dans ces mécanismes.  
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Discussion 

 Dans cette étude, nous avons montré que la surexpression de SREBP-1a ou SREBP-1c 

dans des myotubes humains en culture primaire diminue la synthèse protéique de 30% et la 

dégradation protéique de 10%. A l’opposé, l’inhibition de l’expression endogène de SREBP-1 

augmente la synthèse et la dégradation protéique. 

 Il apparaît ainsi clairement que l’atrophie musculaire induite par SREBP-1 est due à la 

diminution de la synthèse protéique. 

 Dans notre modèle, la diminution de la synthèse protéique est due à l’inhibition de 

l’expression des MRFs. Le maintien de l’expression de MYOD1, MYOG ou MEF2C dans les 

myotubes humains surexprimant SREBP-1 lutte contre la diminution de la synthèse protéique, 

contre la diminution de l’expression de la troponine et de la myosine, et donc contre l’atrophie 

des myotubes. 

 Afin de déterminer l’impact de la surexpression des MRFs et de MEF2C sur l’état de 

différenciation de notre modèle cellulaire, nous avons réalisé des mesures d’index de fusion. 

Ces mesures montrent que la surexpression des MRFs ou de MEF2C n’augmente pas cet 

indice de fusion, attestant de l’incapacité des myoblastes résiduels à se différencier. Ces 

mesures montrent donc que les effets bénéfiques des MRFs et de MEF2C, sur ce modèle 

d’atrophie musculaire, ne sont pas dus au recrutement et à la fusion des myoblastes restants 

aux myotubes. 

 Nos résultats prouvent que le maintien de l’expression des MRFs ou de MEF2C lutte 

contre l’atrophie induite par SREBP-1 en permettant l’expression des protéines sarcomériques 

et non en augmentant la fusion des myoblastes aux myotubes.  

 Comme l’ont démontré Lowe et Alway, les MRFs permettent de maintenir 

l’expression de protéines sarcomériques et une partie des effets hypertrophiques de l’exercice 

s’explique par l’augmentation de l’expression des MRFs par les noyaux des fibres 

musculaires (Lowe and Alway, 1999). 

 Il est probable que ce soit l’absence de l’un ou plusieurs MRFs qui soit à l’origine de 

l’atrophie induite par SREBP-1 et qu’une augmentation du niveau endogène d’expression 

d’un seul MRF ne soit pas suffisante pour induire une hypertrophie. Il est probable également 
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qu’une expression combinée de MYOG, MYOD1 et MEF2C puisse engendrer une 

hypertrophie musculaire. 

  

 Les mesures d’index de fusion montrent que la surexpression de SREBP-1a ou 

SREBP-1c diminue le nombre de noyaux présents dans les myotubes. Par contre, la 

surexpression de SREBP-1 et MYOD1, MYOG ou MEF2C ne diminue pas le nombre de 

noyaux par myotubes. La diminution du nombre de noyaux par myotube n’est pas engendrée 

par une action directe de SREBP-1. Au cours de l’hypertrophie musculaire, la quantité de 

noyaux par fibre peut augmenter via le recrutement et la fusion des cellules satellites. L’effet 

opposé a également été montré : au cours de l’atrophie musculaire, le nombre de noyaux 

diminue par apoptose. Mais récemment, la diminution du nombre de noyaux au cours de 

l’atrophie musculaire a été remise en question. Des études de suspension de souris ont montré 

qu’au cours de ce type d’atrophie, le nombre de noyaux ne varie pas et que lorsque les souris 

reprennent une activité normale, la masse des muscle postérieurs réaugmente sans toutefois 

augmenter le nombre de noyaux par fibre. Les données actuelles attestent plutôt le fait que le 

nombre de noyaux ne varie pas au cours de l’atrophie musculaire. Dans notre modèle 

expérimental d’atrophie in vitro, la diminution du nombre de noyaux est probablement due à 

une diminution trop importante du cytoplasme conduisant à la mort cellulaire.  

 Dans notre modèle d’atrophie induite par SREBP-1, la dégradation protéique est 

diminuée. A l’inverse, elle est augmentée lors de l’inhibition de l’expression endogène de 

SREBP-1. Nous montrons que l’expression d’Atrogin-1 est fortement inhibée par SREBP-1 

au contraire de l’expression de MuRF1 et que ces régulations ne sont pas dépendantes des 

MRFs ni des bHLHB. 

 De plus, la surexpression de SREBP-1 augmente la phosphorylation de FOXO1 et 

FOXO3, inhibant ainsi les capacités de ces facteurs de transcription à activer l’expression des 

gènes Atrogin-1 et MuRF1. En plus du niveau de phosphorylation déterminé par Western-

blot, nous avons confirmé la diminution des ratios FOXO3 nucléaire / FOXO3 cytoplasmique 

en réponse à la surexpression de SREBP-1 par immunomarquage des protéines FOXO3 

(figure 33). La voie Akt augmente la phosphorylation de FOXO et en parallèle augmente la 

maturation et la synthèse de SREBP-1. Dans la cellule, l’augmentation de la maturation et de 

l’expression de SREBP-1 par la voie mTOR est corrélée avec l’augmentation de la 
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phosphorylation de FOXO. Dans notre étude nous montrons que la surexpression de SREBP-

1 augmente la phosphorylation de FOXO. 
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Figure 33 : Effet de SREBP-1 sur la localisation de FOXO3. 

 Bien que SREBP-1 soit capable d’inhiber l’expression de MuRF1 en inhibant 

l’activité transcriptionnelle de FOXO, l’étude du promoteur du gène codant pour MuRF1 

montre que SREBP-1 augmente l’activité du promoteur de MuRF1 dans des myotubes 

humains. Nos résultats ont mis en évidence la région promotrice impliquée dans l’activation 

du promoteur par SREBP1. Cette région comprend notamment des sites Ebox et un site de 

fixation SRE (Amemiya-Kudo et al., 2002).  

 Dans notre modèle d’atrophie, l’augmentation de l’expression de MuRF1 n’est pas 

suffisante pour augmenter la dégradation protéique. La régulation de l’expression des 

atrogènes est un bon marqueur de l’activation du système UPS dans la plupart des systèmes 

d’atrophie musculaire, mais ce système peut également être régulé par l’expression des 

composants du protéasome. De plus, bien que le système UPS soit le plus impliqué dans la 

régulation de la dégradation des protéines musculaires, il n’est pas le seul système de 

dégradation protéique au sein du muscle.  

 Pour mieux définir le mécanisme de régulation de la dégradation protéique par 

SREBP-1, il semble important d’envisager une régulation des autres systèmes de dégradation 

et également une régulation du système UPS autre que via la régulation des atrogènes.  

 L’activation de SREBP-1 implique plusieurs niveaux de régulation, incluant 

l’expression génique, le clivage protéique du précurseur, le transport nucléaire de la forme 

mature et le contrôle de son activité transcriptionnelle (Nadeau et al., 2004, Gosmain et al., 

2005, Dif et al., 2006, Nadeau et al., 2006). Les facteurs de croissance comme l’insuline et 
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l’IGF1 ont été décrits comme des activateurs de SREBP-1 dans différents types cellulaires. 

Dans le muscle, la maturation de SREBP-1 est fortement stimulée par l’insuline, via 

l’activation de la voie PI3K/PKB et la voie des MAPK. SREBP-1 lui-même participe à 

l’activation de la voie PI3K/PKB en activant l’expression de la sous-unité p55 (Kallin  et al. , 

2007). Le rôle de l’insuline et des facteurs de croissance dans le développement de 

l’hypertrophie musculaire a été clairement démontré. Ainsi, l’effet atrophique de SREBP-1 

pourrait participer à un contrôle négatif régulant l’hypertrophie induite par les facteurs de 

croissance. 
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Sirtuine 1 régule l’expression de SREBP-1c de façon LXR-
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Introduction 

 SIRT1, comme SREBP-1c, est impliqué dans la régulation du métabolisme gluco-

lipidique, dans la différenciation musculaire et dans la régulation de la masse musculaire.  

 Dans le muscle squelettique, l’augmentation de l’expression de SIRT1 ou de SREBP-

1c inhibe la différenciation musculaire en inhibant respectivement l’activité tanscriptionnelle 

de MEF2C et MYOD1 et en inhibant l’expression de MYOG, MYOD1 et MEF2C (Fulco et 

al., 2003, Zhao et al., 2005). SREBP-1c est également impliqué dans l’atrophie musculaire. 

En effet, nous avons montré dans l’article n°1 que SREBP-1 induit une atrophie en inhibant 

l’expression des MRFs résultant en une diminution de l’expression des protéines 

sarcomériques.  

 Concernant SIRT1, de nombreux travaux montrent que l’augmentation de son activité 

permet de réorienter le métabolisme en augmentant l’utilisation des lipides comme substrats 

énergétiques. SIRT1 augmente la transition des fibres musculaires de type II vers un type I et 

régule la masse musculaire en réprimant l’activité transcriptionnelle des facteurs de 

transcription FOXO1/3, en inhibant la voie du TNF  et en modulant l’activité 

transcriptionnelle et l’expression des MRFs. 

 Ces résultats attestent plutôt d’un effet bénéfique de SIRT1 sur le métabolisme 

musculaire et sur le maintien de la masse musculaire, bien que SIRT1 soit potentiellement 

capable d’induire l’atrophie musculaire en inhibant l’activité transcriptionnelle de MYOD1 et 

MEF2C. 

 L’expression de SREBP-1c et de SIRT1 sont respectivement dépendantes du statut 

nutritionnel et énergétique. Lors de périodes de jeûne ou de restriction calorique, l’expression 

de SIRT1 augmente au contraire de l’expression de SREBP-1c qui diminue. À l’opposé, lors 

d’une augmentation de l’apport calorique, l’activité de SIRT1 est inhibée et l’expression de 

SREBP-1c est augmentée. Ces deux protéines ont des effets globalement opposés sur la 

régulation du métabolisme musculaire et sur la régulation de la masse musculaire.  

 Dans le foie, le rôle de SIRT1 sur l’expression et l’activité transcriptionnelle de 

SREBP-1c est bien défini. Par contre, dans le muscle squelettique, qui est un organe majeur 
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de la régulation du métabolisme général, peu de choses sont connues sur la régulation de 

SREBP-1c par SIRT1. 

 Ainsi, nos travaux ont eu pour but de déterminer le rôle de SIRT1 sur l’expression de 

SREBP1c dans le muscle. Ces travaux ont été menés afin de comprendre comment ces deux 

protéines sont capables d’intégrer les stimuli des statuts énergétique et nutritionnel pour 

permettre l’adaptation du tissu musculaire aux conditions énergétiques et nutritionnelles. 
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Discussion 

 La mutation délétère de SIRT1 chez des souris augmente l’expression de SREBP1c 

dans les muscles squelettiques en comparaison avec des souris hétérozygotes pour cette 

mutation. D’autre part, notre étude montre que la surexpression de SIRT1 augmente 

l’expression de SREBP-1c dans des myotubes C2C12. De plus, nous avons montré que dans 

le muscle gastrocnémien des souris KO SIRT1, l’acétylation des récepteurs nucléaires LXR 

est plus élevée. Or, il est connu que l’acétylation des LXR module leur activité 

transcriptionnelle. Ainsi nous avons déterminé, par l’utilisation de constructions rapportrices 

de l’activité du promoteur du gène SREBP-1c, que SIRT1 augmente l’expression de SREBP-

1c en augmentant l’activité transcriptionnelle des LXRs. En effet, nous avons montré dans des 

myotubes C2C12 que la mutation des sites LXRE de fixation à l’ADN bloque l’augmentation 

de l’activité du promoteur de SREBP-1c. SIRT1 régule l’activité transcriptionnelle des LXRs, 

permettant ainsi de réguler la transcription des gènes codant pour SREBP-1c via la fixation 

des LXRs sur les motifs conservés LXRE du promoteur du gène SREBP-1c.  

 L’activation de SREBP-1c augmente l’expression des gènes de la synthèse lipidique, 

de la captation du glucose et de la glycolyse. Ainsi, en augmentant l’expression de SREBP-1c, 

SIRT1 est capable d’activer la synthèse lipidique et la glycolyse. Ce qui est contradictoire 

avec les effets de SIRT1 sur le métabolisme lipidique, puisqu’il est admis que l’augmentation 

de l’activité de SIRT1 induit une augmentation de l’oxydation lipidique et une diminution de 

la synthèse lipidique. 

 Cependant, dans notre étude, nous avons étudié la régulation transcriptionnelle de 

SREBP-1c. Or, nos derniers résultats montrent que la surexpression de SIRT1 dans des 

myotubes humains en culture primaire diminue l’expression d’HKII qui est une cible directe 

de SREBP-1c (figure 34).  
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Figure 34 : SIRT1 régule l’expression des ARNm d’HKII et de SREBP-1c 
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 Comme reporté dans l’étude de Ponugoti et al., SREBP-1c est également une cible 

directe de SIRT1. Le jeûne chez la souris induit une augmentation de l’expression de SIRT1 

associée à une diminution de l’acétylation de SREBP-1c et à une diminution de l’expression 

des gènes cibles de SREBP-1c dans le foie de souris. Dans cette même étude, les auteurs ont 

montré que l’inhibition de SIRT1 dans le foie de souris à jeun augmente le niveau 

d’acétylation de SREBP-1c, résultant en une augmentation de l’expression des gènes cibles de 

SREBP-1c. (Ponugoti et al., 2010). Les études faites chez des vers et dans le foie de souris 

montrent que SIRT1 diminue la stabilité des protéines SREBP-1c par désacétylation 

(Ponugoti et al., 2010, Walker et al., 2010). La délétion de SIRT1 spécifiquement dans le foie 

de souris augmente fortement la synthèse lipidique induisant une stéatose hépatique. Cette 

déplétion conduit donc à un niveau élevé de SREBP-1c actif, expliquant l’activation de la 

lipogenèse.  

 Au regard de ces données dans le foie de souris, il est probable que SIRT1 soit capable 

de réguler le niveau d’acétylation et donc l’activité transcriptionnelle de SREBP-1c dans le 

muscle squelettique. Cette hypothèse semble se vérifier étant donné nos résultats 

complémentaires sur l’expression d’HKII et selon les rôles respectifs de SIRT1 et SREBP-1c 

dans le muscle squelettique. 

 En accord avec la littérature, nous avons montré que la surexpression de SIRT1 

augmente la captation du glucose dans des myotubes C2C12 (figure 35). Suite à l’exercice 

physique et à la restriction calorique, l’augmentation de l’expression et de l’activité de SIRT1 

et de PGC-1  pourrait participer à l’augmentation du recrutement et de l’expression du 

transporteur Glut4 (Michael et al., 2001, Suwa et al., 2011). Cependant, nous montrons 

également que dans des myotubes humains, SIRT1 diminue l’expression d’HKII (figure 35), 

participant aussi à la réorientation du métabolisme, inhibant l’utilisation du glucose et 

stimulant l’oxydation lipidique. Par conséquent, SIRT1 augmente la captation du glucose 

mais diminue l’expression d’HKII, diminuant ainsi l’utilisation du glucose par la cellule. En 

effet, si le glucose n’est pas phosphorylé par HKII, il ressort de la cellule. Toutefois, nous 

n’avons mesuré que la quantité d’ARNm d’HKII en réponse à SIRT1. Il est possible que 

SIRT1 agisse sur la régulation de la stabilité de la protéine ou encore sur l’activité d’HKII. 
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Figure 35 : Effet de la surexpression de SIRT1 sur la captation du glucose. 

 Dans le muscle squelettique, les effets bénéfiques de SIRT1 sur le métabolisme 

lipidique sont avérés. Il a été démontré que l’activation de SIRT1 permet d’inhiber 

l’accumulation de lipides intramusculaires induites in vivo par un régime enrichi en lipides 

ou in vitro par un milieu enrichi en glucose. Les facteurs de transcription SREBP-1 sont eux 

impliqués dans la synthèse lipidique. Il a été montré que chez des personnes obèses ou 

insulino-résistantes, l’expression basale de SREBP-1c est plus élevée et que leurs muscles 

squelettiques accumulent des lipides. Par conséquent, il est probable que dans les muscles 

squelettiques SIRT1 puisse inhiber l’accumulation de lipides en inhibant l’activité 

transcriptionnelle de SREBP-1c et ainsi lutter contre l’installation de l’insulino-résistance 

musculaire induite en partie par l’accumulation de lipides. 
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Introduction 

 Notre équipe s’intéresse également au rôle des céramides dans des modèles 

expérimentaux d’atrophie musculaire induite par le TNF .  

 Le TNF  est une molécule pléïotrope qui a de multiples effets sur le muscle 

conduisant à une forte atrophie musculaire. Dans le muscle, le TNF  inhibe la différenciation 

et la prolifération cellulaire, bloquant ainsi dans le muscle adulte la régénération musculaire 

en inhibant notamment l’expression des MRFs (Ji  et al. , 1998, Argiles  et al. , 2000). Il 

interfère également avec le métabolisme protéique, il active fortement la dégradation 

protéique et inhibe la synthèse protéique en agissant sur le transport des acides aminés 

(Argiles et al., 2000).  

 Le TNF  permet également d’activer la voie de synthèse des céramides qui est un 

messager sphingolipidique impliqué dans la réponse au stress. Les sphingolipides sont connus 

pour leur rôle dans l’inflammation et l’apoptose. Dans le muscle, la plupart des travaux ont 

porté sur l’impact de l’accumulation de céramides dans le développement de la résistance à 

l’insuline notamment en inhibant la voie de signalisation à l’insuline (Summers, 2006). 

Cependant, d’autres travaux ont récemment mis en avant l’effet inhibiteur des céramides sur 

la myogenèse en régulant l’activité de l’un des effecteurs de la PKB, mTOR. 

 Ainsi, l’objectif de ces travaux a été de démontrer le rôle des céramides dans l’atrophie 

musculaire, et de caractériser la voie de signalisation par laquelle l’augmentation 

intramusculaire de céramides aboutit à une atrophie musculaire en déséquilibrant la balance 

de synthèse/dégradation protéique.  
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Discussion 

Dans ces travaux, le traitement de myotubes des lignées L6 et C2C12 durant trois 

jours successifs avec des concentrations de TNF  voisines de celles observées dans le sang de 

patients cachectiques, s'est avéré un modèle pertinent pour mimer les effets 

physiopathologiques du TNF  (Michalaki  et al. , 2004). En effet, dans ce modèle d’atrophie 

musculaire, la surface des myotubes murins est diminuée par l’augmentation de la dégradation 

protéique via l’augmentation de l’activation de FOXO3 ; et par la diminution de la synthèse 

protéique via l’inhibition de l’activation de la S6K. De plus, nous montrons dans ce modèle 

une diminution de l’activité créatine kinase (de 20% en moyenne). 

 Afin de déterminer le rôle des céramides dans ce modèle d’atrophie musculaire, nous 

avons étudié les effets d’inhibiteurs de la synthèse des céramides (myriocine, GW4869 et/ou 

OMS). Nos résultats montrent que l’inhibition de la synthèse des céramides protège des effets 

atrophiques du TNF  en maintenant la taille, la fonction (activité créatine kinase), et le 

potentiel contractile (contenu en myosine) des myotubes L6. La formation de céramides 

participe donc à l’atrophie provoquée par le TNF , et les céramides peuvent être considérés 

comme des seconds messagers atrophiques formés en réponse à la fixation du TNF  sur son 

récepteur. Comme attendu, nous montrons que le TNF  augmente la quantité totale de 

céramides dans des myotubes L6 et que le traitement des myotubes avec des céramides 

reproduit les effets atrophiques du TNF . 

 Dans le muscle squelettique, l’accumulation de céramides est connue pour participer à 

l’insulino-résistance en réprimant la voie de signalisation à l’insuline notamment en activant 

la PKC (Summers, 2006). Dans notre modèle d’atrophie musculaire, nous montrons que 

l’inhibition de la synthèse des céramides augmente l’expression et l’activité de la S6K, 

l’expression d’eIF3F, l’activité d’Akt et inhibe l’expression d’Atrogin-1 et l’activité de 

4EBP1. En accord avec la littérature, nous montrons que l’augmentation de la synthèse des 

céramides par le TNF , en réprimant la voie anabolique Akt/mTOR, induit une diminution de 

la synthèse protéique et une augmentation de la dégradation protéique.  

Les céramides sont également connus pour leur capacités à réprimer l’activité et 

l’expression de la PLD, qui est un activateur de mTOR (Venable and Obeid, 1999, Sun and 
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Chen, 2008). L'influence négative des céramides produits dans notre modèle d’atrophie sur

tous les effecteurs de la voie mTOR pourrait donc passer par une inhibition de la PLD. Nos 

résultats montrent que d’une part, le TNF  réprime l’expression de la PLD via la synthèse des 

céramides et que d’autre part, l’ajout d'acide phosphatidique, qui mime une activation de 

PLD, supprime l'effet atrophique du TNF . Par conséquent, les effets atrophiques des 

céramides peuvent s'expliquer par une diminution de l’expression de la PLD.  

In vivo, l'implantation d’un carcinome C26 chez la souris induit une forte cachexie. 

Nous avons observé dans ce modèle une forte augmentation de l'expression des atrogènes 

dans le tissu musculaire et de leurs cibles directes, les ubiquitines ligases MurF1 et Atrogine-1 

(Lecker  et al. , 2004, Murton et al., 2008) (figure 36). Nous avons de plus observé que, outre 

ces caractéristiques classiques, le développement de la tumeur induit une augmentation de 

plus de 50% du contenu du tissu musculaire en céramides, confirmant les résultats obtenus in 

vitro, et établissant pour la première fois un lien entre la cachexie et un remaniement du 

métabolisme sphingolipidique dans le muscle. 

Figure 36 : Implication de la synthèse des céramides dans l’atrophie induite par le TNF . 

 L’ensemble de ces résultats nous permet d’affirmer que les sphingolipides, et en 

particulier les céramides, ont un rôle important dans le contrôle de l’homéostasie protéique du 

muscle. Ainsi, le métabolisme sphingolipidique apparaît comme une nouvelle cible 

thérapeutique dans le traitement de l’atrophie musculaire.  
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DISCUSSION

1. SREBP-1 RÉGULATEUR DE LA BALANCE PROTÉIQUE

 La masse musculaire résulte de l’équilibre de la balance entre synthèse et dégradation 

protéique. Dans les situations d’atrophie, l’augmentation de la dégradation peut 

s’accompagner d’une baisse de la synthèse protéique. Dans les situations d’hypertrophie, 

l’augmentation de la synthèse protéique peut être accompagnée par l’activation de la 

myogénèse, avec la prolifération de myoblastes à partir des cellules satellites résidentes, 

myoblastes qui vont alors fusionner aux myotubes existants.  

 Les travaux de cette thèse ont porté notamment sur la modulation de l’expression du 

facteur de transcription SREBP-1 dans le muscle, afin d’étudier son rôle sur l’équilibre de la 

balance protéique musculaire, et les mécanismes moléculaires en jeu dans la régulation de la 

masse musculaire et du métabolisme associé. 

1.1. SREBP-1 régule la dégradation protéique 

 Les deux principaux acteurs de la protéolyse au cours de l’atrophie musculaire sont les 

ubiquitine-ligases Atrogin-1 et MuRF-1, dont l’expression est principalement régulée par les 

facteurs de transcription FOXOs (Sandri, 2004). L’expression de ces deux facteurs 

atrogéniques est en effet fortement activée au cours de situations d’atrophie comme la 

décharge, la dénervation, l’administration de glucocorticoïdes ou la cachexie associée au 

cancer ou au diabète. Parmi les cibles directes décrites d’Atrogin-1 et MuRF-1, on trouve la 

troponine I, la titine, les chaînes lourdes de myosine (MyHC), les chaines légères de myosine 

(MyLC-1 and MyLC-2), et les protéines de (MyBP-C) ou encore la nébuline, ainsi que 

MYOD1 (Tintignac et al., 2005, Witt et al., 2005, Csibi et al., 2009, Eddins et al., 2011).  

 Les travaux réalisés au cours de cette étude ont montré que la surexpression de 

SREBP-1 dans des myotubes humains diminue l’activité transcriptionnelle de FOXO1 et de 

FOXO3 avec une augmentation de leur niveau de phosphorylation qui conduit à leur 
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exclusion du noyau. De façon concordante, l’expression d’Atrogin-1 est fortement inhibée 

dans ce contexte. A l’inverse, l’expression de MuRF1 est fortement augmentée, suggérant un 

mécanisme d’activation indépendant des facteurs de transcription FOXOs. 

 L’activation de la voie NF B est connue pour activer spécifiquement l’expression de 

MuRF1 indépendamment d’Atrogin-1(Cai et al., 2004), mais n’est pas responsable de 

l’induction de MuRF1 observée en réponse à SREBP-1. En effet, nous avons montré que cette 

activation est directe et résulte d’une fixation des protéines SREBP-1 sur le promoteur de 

MuRF1.  

 La voie de signalisation Akt / mTOR régule positivement l’expression et la maturation 

de SREBP-1, et négativement l’activité transcriptionnelle des FOXOs (Yabe et al., 2002, 

Yabe et al., 2003, Engelking et al., 2004, Sandri et al., 2004, Sundqvist et al., 2005, 

Porstmann et al., 2008, Li et al., 2010). Lorsque cette voie est activée, SREBP-1 augmente 

dans le noyau alors que les protéines FOXOs en sont exclues. Inversement, une absence 

d’activation de cette voie ralentit l’accumulation de SREBP-1 dans le noyau et permet en 

parallèle l’augmentation du contenu nucléaire en FOXOs. Le niveau d’activation de la voie 

Akt/mTOR conditionne donc les proportions relatives de ces deux facteurs de transcription 

dans le noyau.  

 Dans le modèle d’atrophie induite par SREBP-1, l’inhibition de l’activité FOXO 

pourrait s’expliquer par l’activation de la voie Akt/mTOR. En effet, parmi les cibles de 

SREBP-1, le gène de la sous-unité p55 de la PI3K est très fortement induit (Rome et al., 

2008). Cette augmentation provoque un déséquilibre stœchiométrique entre les différentes 

sous-unités régulatrices (p85, p55, et p50) qui pourrait modifier l’activité de cette enzyme et 

entraîner une activation significative d’Akt. Les travaux engagés au laboratoire sur cet aspect 

méritent donc d’être poursuivis afin de déterminer si la quantité nucléaire de SREBP-1 peut 

modifier l’activité de cette voie de signalisation, créant ainsi une boucle de régulation. 
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1.2. SREBP-1 régule la synthèse protéique 

 Dans le muscle squelettique, l’activation de la voie Akt/mTOR permet d’augmenter la 

synthèse protéique en régulant l’activité et l’expression des facteurs de l’initiation de la 

traduction (eIF2B, eIF4E, eIF3F) ou encore la kinase p70S6K (Welsh et al., 1998, Bodine et 

al., 2001, Rommel et al., 2001, Cohen and Goedert, 2004, Weigl, 2012). 

 Dans la fibre musculaire différenciée, l’expression des gènes muscle-spécifiques est 

sous le contrôle des MRFs, en coopération avec les facteurs MEF2. Ainsi l’expression, entre 

autres, des protéines sarcomériques Troponine, Myosine, Créatine kinase et Desmine 

nécessite la liaison à leur promoteur des MRFs (Lassar  et al. , 1989, Lin et al., 1991, 

Wentworth et al., 1991, Edmondson and Olson, 1993, Li and Capetanaki, 1993). Une étude 

récente montre que l’expression de MEF2C est nécessaire au maintien de l’intégrité du 

sarcomère dans le muscle adulte (Potthoff  et al. , 2007). De plus, une étude chez la souris 

montre que les effets hypertrophiques de l’exercice sont en partie médiés par l’expression des 

MRFs au sein de la fibre différenciée (Lowe and Alway, 1999). 

 Si leur rôle dans la fibre différenciée est encore discuté, il semble cependant établi que 

la persistance de leur expression est nécessaire à la synthèse des protéines sarcomériques. 

 La surexpression de SREBP-1 dans le muscle inhibe l’expression des MRFs via 

l’induction des répresseurs transcriptionnels bHLHB2 et B3 (Lecomte et al., 2010). Nos 

travaux montrent que le maintien de l’expression de MYOD, MYOG ou MEF2C dans des 

myotubes surexprimant SREBP-1 est suffisant à prévenir l’atrophie en préservant la synthèse 

protéique. Même si nous n’avons pas réalisé d’expériences en restaurant de façon conjointe 

l’expression des différents MRFs dont l’expression est diminuée par SREBP-1, nous pouvons 

cependant suggérer que les MRFs ont un rôle déterminant dans la fibre musculaire 

différenciée pour l’activation de la régulation de la synthèse protéique.  

 Dans des situations d’atrophie musculaire où l’expression des MRFs est inhibée, il 

serait donc intéressant de déterminer quels sont les niveaux d’expression de SREBP-1. En 

effet, il est possible que l’augmentation de l’expression et/ou de l’activité de SREBP-1 puisse 

participer à l’inhibition de l’expression des MRFs et ainsi à l’atrophie musculaire observée.  
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Figure 37 : Régulation de la balance protéique par SREBP-1. Résultats et hypothèses. 

1.3. SREBP-1 module la quantité de noyaux sarcoplasmiques 

 A partir de 1960, de nombreux travaux ont porté sur la relation entre la taille des fibres 

musculaires et le nombre de noyaux. Ces différents travaux ont abouti au concept de domaine 

myonucléaire, selon lequel la taille de la cellule musculaire dépend du nombre de noyaux. 

Chaque noyau sarcoplasmique a un « volume territorial » c’est-à-dire un domaine de 

juridiction correspondant au volume cytoplasmique par noyau (Van der Meer  et al. , 2011).  

 En accord avec ce concept, de nombreuses études montrent qu’au cours de 

l’hypertrophie le nombre de noyaux augmente par l’activation et la fusion des cellules 
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satellites (Winchester and Gonyea, 1992, Allen  et al. , 1995, Allen  et al. , 1999). Au cours de 

l’atrophie, les effets inverses sont observés, avec une diminution du nombre de noyaux par 

apoptose (Tews  et al. , 1997, Viguie  et al. , 1997, Yoshimura and Harii, 1999). 

 Plus récemment, ces travaux ont été remis en question puisque dans plusieurs cas 

d’atrophie musculaire le domaine myonucléaire n’est pas constant. Les données actuelles 

attestent plutôt d’un nombre de noyaux constant au cours de l’atrophie induite par exemple 

par la décharge ou par la dénervation (Gundersen and Bruusgaard, 2008, Bruusgaard  et al. , 

2012). 

 En fait, la conservation du nombre de noyaux au cours de l’atrophie ou de 

l’hypertrophie va dépendre du type d’intervention : un exercice induisant une destruction-

régénération des fibres ou un exercice en endurance, une activation de la voie IGF-1, ou les 

effets de la myostatine ayant des effets sélectifs sur l’activation des cellules satellites (Van der 

Meer et al., 2011).  

 La régulation de la masse musculaire passe essentiellement par la modulation de la 

synthèse et/ou de la dégradation protéique. Toutefois, suite à une activité physique, 

l’augmentation de l’expression des MRFs au sein des cellules satellites permet d’activer la 

différenciation et la fusion de ces cellules aux fibres existantes. Ce processus de régénération 

entraîne une augmentation du volume fibrillaire mais aussi une augmentation du nombre de 

noyaux apportés par la fusion des myoblastes. 

 Les mesures d’indice de fusion montrent que dans notre modèle expérimental 

d’atrophie induite par SREBP-1, le nombre de noyaux par myotube est diminué. Une des 

hypothèses est que l’atrophie induite par la surexpression de SREBP-1 s’accompagne 

d’apoptose conduisant à la disparition de noyaux dans les cellules.  

 Le maintien de l’expression des MRFs prévient cette diminution de l’index de fusion 

induite par SREBP-1, alors que la surexpression seule des MRFs ne l’augmente pas, excluant 

ainsi une augmentation de la fusion et de la différenciation des myoblastes persistants en 

culture. 

 Nous pouvons donc émettre l’hypothèse que le maintien de l’expression des MRFs 

dans la fibre musculaire différenciée est également indispensable à la préservation du nombre 

de noyaux dans chaque cellule. 
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2. SREBP-1 ET SIRT1 DEUX RÉGULATEURS DU 

MÉTABOLISME ÉNERGÉTIQUE MUSCULAIRE

2.1. Métabolisme lipidique 

 Le muscle squelettique utilise principalement comme substrats énergétiques du 

glucose et des lipides. Les substrats lipidiques utilisés par le muscle squelettique sont les 

acides gras apportés par la circulation sanguine ou stockés dans le muscle sous forme de 

triglycérides et contenus dans des gouttelettes lipidiques (triglycérides intramyocitaires ou 

IMTG). Pour être utilisés par le muscle, les lipides circulants sont hydrolysés par la LPL, 

libérant des acides gras libres qui sont captés par le muscle grâce à des transporteurs 

spécifiques (FATP, CD36), puis activés par l’acyl-CoA synthase. Sous la forme d’AG-CoA, 

les acides gras vont être soit oxydés pour donner de l’énergie, soit estérifiés pour être stockés 

sous forme d’IMTG (Watt and Hoy, 2012).  

 Lorsque les substrats énergétiques préférentiels du muscle (glucose et glycogène) 

diminuent au cours d’un jeûne, d’une restriction calorique ou d’un exercice en endurance 

(sans apports caloriques), l’intégration des signaux extracellulaires de cette diminution permet 

d’augmenter l’expression et l’activité des enzymes impliquées dans la captation des lipides, la 

lipolyse des triglycérides et l’oxydation lipidique (Watt and Hoy, 2012). Par conséquent, le 

catabolisme lipidique est activé, permettant d’alimenter le muscle en énergie à partir des 

réserves lipidiques intracellulaires, mais également des acides gras circulants provenant du 

tissu adipeux ou du foie. À l’inverse, dans des conditions énergétiques favorables, par 

exemple suite à une prise alimentaire, le muscle squelettique, comme le foie et le tissu 

adipeux, est dans une phase d’anabolisme lipidique. Ces organes intègrent les signaux 

extracellulaires permettant d’augmenter l’activité et/ou l’expression des principales enzymes 

de la captation des acides gras et de la synthèse des triglycérides. 

 Dans les tissus insulino-sensibles, l’expression et la maturation des facteurs de 

transcription SREBP-1c sont augmentées en réponse à l’insuline (Ducluzeau et al., 2001, 

Sewter et al., 2002, Dif et al., 2006). En modulant l’expression de nombreuses enzymes, les 

facteurs de transcription SREBP-1 vont réorienter le métabolisme vers la synthèse et le 

stockage des lipides : ils activent la synthèse des acides gras saturés et mono-insaturés, la 

formation de monoacyl glycerol 3 phosphate et ainsi favorisent la synthèse de triglycérides et 
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de phospholipides. En parallèle, ils favorisent la glycolyse et la captation du glucose (Horton, 

2002, Horton et al., 2002b, a, Horton et al., 2003a). 

 L’augmentation de l’expression et de la maturation de SREBP-1 suite à une prise 

alimentaire va permettre d’augmenter le stockage d’énergie dans le foie, le tissu adipeux et le 

muscle squelettique.  

L’insulino-résistance se caractérise par une hypertriglycéridémie, avec une augmentation de la 

quantité de triglycérides et d’acides gras circulants, et par une augmentation de la quantité de 

lipides intra myocitaires liée à l’augmentation du recrutement, de la quantité de transporteurs 

CD36 présents à la membrane du myotube et à une diminution de l’oxydation lipidique 

(Aguer  et al. , 2011, Samuel and Shulman, 2012). 

 En situation d’insulino-résistance, l’augmentation de l’expression et de la maturation 

de SREBP-1c est altérée, et la réponse sur l’anabolisme lipidique est donc déficiente 

(Ducluzeau et al., 2001, Sewter et al., 2002). Cependant, les données de la littérature 

divergent quant au niveau d’expression basal de SREBP-1c. Si Sewter et al. montrent une 

diminution de l’expression de SREBP-1c dans le muscle squelettique de patients DT2, une 

autre équipe montre que chez des personnes obèses, sédentaires et dyslipidémiques, un 

entraînement physique en endurance de deux semaines diminue fortement l’expression basale 

de SREBP-1c ainsi que l’insulino-résistance. Ces travaux suggèrent donc que l’expression 

basale de SREBP-1c est corrélée positivement avec l’insulino-résistance (Smith et al., 2009). 

En fait, chez le sujet sain, l’expression musculaire de SREBP-1 est cyclique et subit des 

variations de grandes amplitudes suivant l’insulinémie, évoluant en fonction du statut 

nutritionnel de l’individu. Chez les sujets DT2 et obèses, l’insulino-résistance abolit les 

variations d’expression de SREBP-1 en fonction du statut nutritionnel. L’expression de 

SREBP-1 devient chronique.  

 SREBP-1c est activé par l’insuline dans le muscle squelettique soit par la voie IRS-

1/PI3Kinase/AKT, soit par la voie IRS-2/MAPKinases (Nadeau et al., 2004, Gosmain et al., 

2005, Dif et al., 2006, Nadeau et al., 2006). L’insulino-résistance résulte d’un défaut de 

phosphorylation d’IRS-1 entraînant l’inhibition de la voie PI3Kinase/AKT en réponse à 

l’insuline. L’absence de réponse de l’expression de SREBP-1c aux variations de l’insulinémie 

serait due à ce défaut d’activation de la voie PI3Kinase/AKT. En revanche, la voie 
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MAPKinases, via IRS-2, continue d’être régulée par l’insuline, dans le muscle squelettique 

des sujets insulino-résistants. En conséquence, l’élévation de l’expression basale de SREBP-

1c, chez les sujets obèses et DT2 serait liée à l’activation de la voie MAPKinases provoquée 

par l’hyperinsulinémie chronique observée chez ces sujets. Ainsi, les patients DT2 et obèses 

sont soumis à une surexpression chronique de SREBP-1c. 

 Chez des personnes obèses, la quantité de lipides stockée sous forme d’IMTG est 

d’environ 3,5% du volume musculaire, contre environ 0,5% chez le sujet sain (Amati  et al. , 

2011). Cette augmentation de IMTG a été reportée comme impliquée dans l’installation de 

l’insulino-résistance par l’induction de la lipotoxicité. Cependant, il a été montré que chez des 

athlètes entraînés en endurance, la quantité de IMTG est également augmentée alors que ces 

sportifs ont une très grande sensibilité à l’insuline (Kiens et al., 1993, Amati et al., 2011) . 

 Des études réalisées chez des sujets insulino-résistants, et également dans des modèles 

murins, ont montré que ce n’est pas la quantité d’IMTG qui participe à l’installation de 

l’insulino-résistance mais l’accumulation d’intermédiaires du métabolisme lipidique. En effet, 

contrairement aux personnes entraînées en endurance, les personnes insulino-résistantes 

accumulent des céramides ou encore des DAG (Liu  et al. , 2007, Schenk and Horowitz, 2007, 

Perreault  et al. , 2010) Chez ces personnes insulino-résistantes, la régulation de la lipogénèse 

et les capacités d’oxydation lipidique du muscle sont altérées, résultant en une accumulation 

d’intermédiaires du métabolisme lipidique (DAG, céramides) qui sont capables d’activer des 

protéines kinases (PKC, CAPK) qui vont ensuite phosphoryler IRS1 sur les résidus sérine et 

ainsi perturber la voie de signalisation de l’insuline (Muoio, 2010, Amati et al., 2011, Watt 

and Hoy, 2012).  

 Les protéines SIRT1 sont des désacétylases dont l’expression et l’activité sont 

augmentées lors de la diminution de l’énergie disponible (restriction calorique, jeûne, exercice 

prolongé) et à l’inverse sont inhibées lors de l’augmentation de l’énergie disponible (prise 

alimentaire). L’augmentation de l’activité de SIRT1 va permettre d’augmenter les capacités 

oxydatives du muscle, la captation de glucose, et va inhiber la synthèse des lipides. 

Globalement, les protéines SIRT1 et SREBP-1 ont des actions opposées sur la régulation du 

métabolisme énergétique musculaire : SIRT1 favorise le catabolisme lipidique afin de générer 

de l’énergie alors que SREBP-1 favorise l’anabolisme lipidique afin de stocker les excédants 

caloriques. Les protéines SIRT1 ont été bien étudiées pour leur rôle bénéfique dans le cas de 
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désordres métaboliques. Dans le foie, il a été montré que chez des souris soumises à un 

régime enrichi en lipides, l’administration de resvératrol lutte contre la survenue de stéatose 

hépatique en partie en augmentant l’activité et l’expression de SIRT1. Lorsque l’expression 

de SIRT1 est inhibée dans le foie, l’administration de resvératrol ne prévient plus la stéatose 

hépatique induite par un régime enrichi en lipides (Wang  et al. , 2009). Un mécanisme 

impliqué dans l’installation de stéatose hépatique est l’activation de la lipogenèse par SREBP-

1c (Shimano et al., 1997a, Shimomura et al., 1999a, Leavens et al., 2009). Dans le foie, 

SIRT1 est capable d’inhiber l’activité de SREBP-1c, et donc de prévenir l’accumulation de 

lipides (Ponugoti et al., 2010).  

 Dans le deuxième article, nous avons étudié les effets de SIRT1 sur l’expression de 

SREBP-1c dans le muscle squelettique. Nous avons montré que SIRT1 augmente l’expression 

de SREBP-1c dans le muscle squelettique via l’augmentation de l’activité transcriptionnelle 

des LXRs.  

 Nous posons l’hypothèse, appuyée par des résultats complémentaires (diminution de 

l’expression HKII par la surexpression de SIRT1) et les études faites par Ponugoti et Walker 

dans le foie de souris, que SIRT1, même s’il augmente l’expression de SREBP-1c, diminue 

l’activité transcriptionnelle de SREBP-1c dans le muscle squelettique en le désacétylant 

(Ponugoti et al., 2010, Walker et al., 2010). Lors d’une activité physique prolongée, d’un 

jeûne ou encore d’une restriction calorique, SIRT1 pourrait réprimer l’activité 

transcriptionnelle de SREBP-1c dans le muscle squelettique (et également de SREBP-1a, qui 

est constitutivement exprimé) permettant ainsi d’inhiber la synthèse lipidique, la synthèse de 

triglycérides et également l’atrophie musculaire.  

 Par conséquent, l’augmentation de l’activité de SIRT1 est une piste intéressante pour 

lutter contre la perte de flexibilité du métabolisme lipidique observée chez les patients 

diabétiques de type II. En effet, l’augmentation de l’activité de SIRT1 par exemple par le 

resvératrol pourrait permettre d’augmenter l’oxydation lipidique, de diminuer la lipogenèse en 

inhibant SREBP-1c. Cette diminution de l’activité transcriptionnelle de SREBP-1 dans le 

muscle squelettique permettrait de lutter contre l’accumulation de lipides intramyocitaires, et 

contre la génération d’intermédiaires lipidiques délétères luttant ainsi contre l’insulino-

résistance. 
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2.2. Métabolisme glucidique  

Nous avons montré dans les résultats complémentaires du deuxième article que la 

surexpression de SIRT1 augmente la captation du glucose dans des myotubes C2C12.  

 De plus, nous montrons que la surexpression de SIRT1 dans des myotubes humains 

diminue l’expression d’HKII. Ainsi SIRT1 d’un coté augmente la captation du glucose dans 

la cellule musculaire, et d’un autre coté pourrait diminuer l’utilisation du glucose en réprimant 

la phosphorylation du glucose par l’HK II. L’enzyme HKII est également une cible de 

SREBP-1. Ainsi il est possible que SIRT1 inhibe l’expression d’HKII via l’inhibition de 

l’activité transcriptionnelle de SREBP-1 (Gosmain et al., 2004).  

 Cependant, Suwa et al. montrent que SIRT1 pourrait augmenter l’activité d’HKII via

PGC-1  (Suwa et al., 2008, 2011).  

 Il paraît donc important de déterminer l’impact de SIRT1 sur l’activité d’HKII afin de 

mieux comprendre comment SIRT1 régule la captation du glucose et de déterminer le 

possible rôle de SREBP-1 dans la régulation d’HKII.

2.3. Masse musculaire 

 À ce jour, les études faites sur SIRT1 ont essentiellement démontré les effets de 

l’activation de SIRT1 sur l’adaptation du métabolisme musculaire en modifiant le type de 

fibre plutôt que sur la régulation de la masse musculaire en elle-même. Aucune étude n’a 

mesuré l’impact de SIRT1 sur la régulation de la masse musculaire. Cependant, comme 

SIRT1 inhibe l’activité transcriptionnelle de FOXO dans le muscle et bloque l’activation de la 

voie NF B, il semblerait que SIRT1 puisse avoir une action anti-atrophique sur le muscle 

squelettique (Yeung et al., 2004, Li et al., 2008, Salminen and Kaarniranta, 2009, Bakkar and 

Guttridge, 2010, Hori et al., 2011, Alamdari et al., 2012). 

 De plus, nous pensons que SIRT1 est capable d’inhiber l’activité transcriptionnelle de 

SREBP-1. Ainsi, un des mécanismes anti-atrophiques de SIRT1 pourrait être l’inhibition de 

l’activité de SREBP-1.  
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Les effets de SIRT1 sur la régulation de la masse musculaire sont encore largement inconnus, 

il serait donc intéressant de déterminer l’impact de SIRT1 sur la régulation de la masse 

musculaire.  

3. SREBP-1 ET LES CÉRAMIDES

 Dans le muscle squelettique, les acides gras libres vont être stockés sous la forme 

d’IMTG. Il a été montré que chez des personnes insulino-résistantes, ce n’est pas 

l’accumulation d’IMTG qui favorise le maintien de désordres métaboliques, mais la présence 

de métabolites lipidiques tels que les céramides (Kiens, 2006, Moro  et al. , 2009). Chez les 

athlètes, la quantité d’IMTG est très élevée, mais les muscles squelettiques n’accumulent pas 

de céramides (Kiens et al., 1993, Amati et al., 2011).  

 Les céramides sont des sphingolipides très étudiés pour leur rôle dans l’insulino-

résistance et l’inflammation. Plusieurs études montrent que les céramides sont directement 

responsables de l’insulino-résistance musculaire. Il a été montré que l’augmentation de la 

quantité de céramides bloque la signalisation à l’insuline, notamment en activant PKC qui va 

alors inhiber la phosphorylation d’Akt. (Muoio, 2010). 

 L’inflammation chronique de bas grade associée au développement de l’obésité est 

due à la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires par les adipocytes subissant une surcharge 

lipidique. Ainsi, une importante élévation de l’expression de TNF  est observée chez les 

patients obèses et dans tous les modèles animaux d’obésité (Hotamisligil, 1999, Pedersen  et 

al. , 2003, Dirks and Leeuwenburgh, 2006). Or les effets atrophiques du TNF  sont connus de 

longue date. Il provoque une perte musculaire sévère sur de nombreux modèles animaux, son 

expression est également associée au développement de cachexie au cours d’un cancer, et il 

inhibe également la myogenèse. Son action passe par l’activation de la voie NF B et 

l’expression du facteur atrogénique MuRF-1 (Hunter et al., 2002, Cai et al., 2004, Coletti  et 

al. , 2005, Dirks and Leeuwenburgh, 2006, Tisdale, 2008). 

 Dans un modèle expérimental d’atrophie induite par le TNF , nous avons montré que 

l’atrophie résulte en partie de l’augmentation de la synthèse des céramides (article n°3). Nous 

avons montré que l’augmentation de la quantité de céramides conduit à l’inhibition de la voie 
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Akt/mTOR, induisant une augmentation de la dégradation protéique et une diminution de la 

synthèse protéique. Ces travaux montrent que les céramides, en plus de participer à l’insulino-

résistance, induisent également une atrophie musculaire.  

 Plusieurs études montrent que le TNF  peut activer l’expression de SREBP-1c en 

favorisant son clivage dans le foie, les adipocytes ou les cellules endothéliales (Chatterjee, 

1999, Inadera  et al. , 2002, Endo  et al. , 2007). L’élévation du taux de TNF  chez les 

patients obèses pourrait conduire à l’élévation de l’expression de SREBP-1 dans le muscle de 

ces patients, pouvant participer au développement de la sarcopénie et à l’insulino-résistance 

associées.  

 Un régime enrichi en lipides induit une augmentation de l’expression de SREBP-1c, 

une accumulation de triglycérides et également une accumulation de céramides impliquée 

dans l’installation de l’insulino-résistance. Au contraire, lorsque l’expression de SREBP-1 est 

diminuée, l’accumulation de triglycérides et de céramides est diminuée (Tovar and Torres, 

2010).  

 Dans des cas d’insulino-résistance, l’expression chronique de SREBP-1 conduit à une 

accumulation d’IMTG, et donc favorise la synthèse des céramides (Watt and Hoy, 2012).  

 De plus, la maturation des facteurs de transcription SREBP-1 est régulée par les 

céramides. Dans des cellules CHO, la synthèse des céramides augmente l’expression et 

l’activité de SREBP-1. Inversement, lorsque la voie de synthèse des céramides est inhibée, 

l’expression des gènes cibles de SREBP-1 est diminuée (Worgall  et al. , 2004). 

 Ainsi, il serait intéressant de déterminer l’impact des modulations de SREBP-1 sur la 

synthèse des céramides dans le muscle squelettique, ceci afin d’identifier un lien éventuel 

avec l’insulino-résistance. 

 Comme expliqué précédemment, le TNF  est capable d’augmenter l’expression de 

SREBP-1. Il est donc envisageable qu’au cours d’une inflammation de bas grade, l’expression 

de TNF  stimule la synthèse des céramides augmentant l’expression et l’activité de SREBP-1. 

Ce système formerait une boucle d’auto-entretien du système inflammatoire en augmentant 

l’anabolisme lipidique via SREBP-1 conduisant sur une amplification des désordres 

métaboliques chez l’obèse. 
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4. PERSPECTIVES

 Les travaux réalisés au cours de ma thèse ont permis de décrypter les mécanismes 

d’induction de l’atrophie par SREBP-1, et de démontrer leur régulation par les protéines 

SIRT1. Au regard de mes travaux et de la littérature, il paraît important de mieux caractériser 

les anomalies de régulation de SREBP-1 (maturation, activité, expression) dans des cas de 

pathologies métaboliques (surnutrition, dyslipidémie, obésité). Dans ce cadre, l’exploration de 

modèles animaux avec des niveaux musculaires de SREBP-1 variables apparaît comme 

pertinente pour comprendre comment SREBP-1 est capable d’induire des dysfonctionnements 

musculaires (insulino-résistance, inflammation, atrophie musculaire).  

 Il convient également de replacer l’impact de SREBP-1 sur le contrôle de la fonction 

musculaire dans un contexte physiopathologique. SREBP-1 agit au carrefour de la régulation 

métabolique et de la régulation du phénotype musculaire. Plusieurs travaux montrent 

l’implication de SREBP-1 dans les mécanismes de l’insulino-résistance liée aux maladies 

métaboliques, telles que le diabète et l’obésité. Des altérations de la fonction musculaire 

peuvent survenir au cours de ces maladies, de l’apparition d’une fatigabilité musculaire accrue 

au développement d’une sarcopénie sévère. L’effet atrophique de SREBP-1 pourrait être 

impliqué dans l’apparition des dysfonctions musculaires au cours de ces maladies 

métaboliques.  

 Il serait intéressant d’étudier, dans des modèles animaux, ainsi que chez des patients 

insulino-résistants, quels seraient les effets de la restauration de l’expression cyclique de 

SREBP-1, de l’augmentation de l’activité de SIRT1 ou encore de l’utilisation d’inhibiteurs de 

la synthèse des céramides sur le métabolisme musculaire, sur le contenu lipidique et sur 

l’insulino-résistance. 

Une augmentation de la fatigabilité musculaire est observée chez les patients obèses et DT2 

(Merrill  et al. , 1997, Halvatsiotis  et al. , 2002, Ljubisavljevic  et al. , 2010). Cette 

fatigabilité musculaire accrue s’accompagne d’une réduction des capacités oxydatives du 

muscle. Elle est due à une transition de phénotype des fibres musculaires d’un type lent 

oxydatif à un type rapide glycolytique (Gaster  et al. , 2001, Oberbach  et al. , 2006). La 

transition s’accompagne d’un changement de l’expression des MRFs, principaux régulateurs 
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du phénotype des fibres musculaires (Harridge, 2007). Dans ce type de modèle, il serait 

intéressant de déterminer comment SREBP-1 est impliqué dans la transition métabolique des 

fibres musculaires et quel pourrait être l’impact de l’augmentation de l’activité de SIRT1.  

Enfin, nous avons montré que l’augmentation de la synthèse des céramides induit une 

atrophie musculaire. Comprendre comment les céramides et SREBP-1 se régulent 

mutuellement apporterait des éléments importants pour comprendre le développement de 

l’inflammation, du diabète ou encore de l’atrophie musculaire dans les situations d’insulino-

résistance et/ou d’obésité. 
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