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Résumé

Le glucose est une source d’énergie importante pour le coeur. Il est essentiel au

maintien des fonctions cardiaques et il a été suggéré qu’une altération de son transport

participerait au développement des maladies cardiaques dont le risque est augmenté par le

diabète. Les patients diabétiques mal contrôlés présentent souvent des niveaux élevés de

corps cétoniques. Puisqu’il existe une corrélation entre les maladies cardiovasculaires et

la présence des corps cétoniques, nous avons donc étudié l’effet du -hydroxybutyrate

sur la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline et au stress métabolique

induit par le 2,4-dinitrophénol (DNP) dans des cultures primaires de cardiocytes de rats

adultes.

Tout d’abord, nous avons caractérisé l’effet des corps cétoniques sur la

stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline. Nos résultats démontrent que

seule une exposition chronique au f3-hydroxybutyrate crée une résistance à l’insuline dans

les cardiocytes. De plus, ce traitement inhibe le transport de glucose en réponse à une

stimulation aigu au pervanadate. Cette diminution du transport de glucose en réponse à

l’insuline et au pervanadate pourrait être due à une inhibition de l’activation de la

protéine kinase B (PKB).

Nous avons ensuite examiné par quel mécanisme le 3-hydroxybutyrate altère

l’action de l’insuline. Nos résultats démontrent que le 3-hydroxybutyrate inhibe la

stimulation de la voie de signalisation PI3KIPKB dans les cardiocytes. Par la suite, nous

avons déterminé si le vanadate, un inhibiteur des protéines tyrosines phosphatases,

pouvait contrecarrer l’effet des corps cétoniques. Le vanadate peut outrepasser la
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résistance à l’insuline induite par le f3-hydroxybutyrate en stimulant la voie de

signalisation PI3KIPKB et le transport de glucose.

Après avoir étudié l’effet des corps cétoniques sur l’action de l’insuline, nous

avons voulu déterminer s’ils avaient un impact sur la stimulation du transport de glucose

en réponse au DNP. Puisque la contribution des enzymes impliquées dans

l’augmentation du transport de glucose en réponse au DNP est controversée, nous avons

tout d’abord caractérisé les voies de signalisation activées par le DNP. Nos résultats

démontrent que le DNP active l’AMPK et la p38MAPK. De plus, l’inhibition de cette

voie AMPKIp38MAPK entraîne une réduction partielle du transport de glucose en

réponse au DNP. Cela suggère que le DNP active également une voie de signalisation

AMPK-indépendante pour stimuler de façon maximale le transport de glucose dans les

cardiocytes adultes.

Par la suite, nous avons étudié l’effet des corps cétoniques sur l’action du DNP.

Comme pour l’insuline, seule une exposition chronique au 3-hydroxybutyrate altère la

stimulation du transport de glucose en réponse au DNP. Le f3-hydroxybutyrate régule le

transport de glucose en réponse au DNP via l’inhibition de la voie AMPK!p38MAPK et

la surproduction d’espèces réactives d’oxygène.

En conclusion, une exposition chronique au -hydroxybutyrate inhibe la

stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline et au DNP. Puisque le glucose

joue un rôle primordial dans le maintien des fonctions cardiaques, l’hypercétonémie

pourrait avoir un impact majeur sur le développement des maladies cardiovasculaires, en

particulier chez les patients atteints de diabète.

Mots-clés : coeur, transport de glucose, insuline, hypoxie, stress oxydatif, hypercétonémie
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Abstract

Glucose is a major source of energy for the heart and it is essential to maintain

cardiac functions. It has been suggested that alteration of cardiac glucose uptake

contributes to the development of cardiovascular disease, which the risk is increased in

diabetes. Poorly-controlled diabetics often have elevated concentrations of ketone

bodies. Because there is a strong correlation between cardiovascular disease and

hyperketonemia, we have studied the effect of 3-hydroxybutyrate on the stimulation of

glucose uptake in response to insulin and metabolic stress induced by 2,4-dinitrophenol

(DNP) in primary cultures ofadult rat cardiomyocytes.

Firstly, we have examined the effect of ketone bodies on insulin-stimulated

glucose uptake. Our results demonstrate that only chronic exposure to 3-hydroxybutyrate

induces insulin resistance in cardiomyocytes. Furthermore, this treatment inhibits

glucose uptake in response to acute stimulation with pervanadate. This reduction of

glucose uptake in response to both insulin and pervanadate may be due to decreased

protein kinase B (PKB) activation obseiwed in ketone body-treated ceils.

Next, we have examined by which mechanism ketone bodies alter insulin’s action

and demonstrated that 3-hydroxybutyrate reduces insulin-stimulated glucose uptake by

inhibiting the activation of the PI3KIPKB signaling pathway in cardiomyocytes. Then,

we have determined whether vanadate, a protein tyrosine phosphatase inhibitor, could

counteract ketone body’s effect. Our resuits show that vanadate can bypass f3-

hydroxybutyrate-induced insulin resistance probably by stimulating the PI3KIPKB

signaling cascade and glucose uptake.



vi

Because insulin and metabolic stress stimulate glucose uptake through activation

of distinct mechanism, we were interested to determine whether ketone bodies also alter

DNP’s action. However, the exact contribution of the enzymes implicated in metabolic

stress-induced glucose uptake was not well charaterised in cardiomyocytes. Thus, we

examined the signaling cascade activated in response to DNP. Our resuits demonstrate

that DNP activates AMPK and p3$MAPK. Furthermore, inhibition of the

AMPKJp38MAPK signaling pathway leads to partial reduction of glucose uptake in

response to DNP. Our data suggest that, in addition to the AMPK!p38MAPK signaling

pathway, DNP also activates an AMPK-independent signaling cascade to fully stimulate

glucose uptake in cardiomyocytes.

Subsequently, we have studied the effect of ketone bodies on DNP’s action.

Similar to insulin, only chronic exposure to 3-hydroxybutyrate alters DNP-induced

glucose uptake. This effect is mediated, at least in part, through inhibition of the

AMPKIp38MAPK signaling pathway and overproduction ofreactive oxygen species.

In conclusion, chronic exposure to 3-hydroxybutyrate inhibits insulin- and DNP

stimulated glucose uptake in cardiomyocytes. Because glucose plays an important role in

maintaining cardiac functions, alteration of glucose uptake in hyperketonemic states may

participate in cardiovascular disease development, especially in diabetic heart.

Keywords: heart, glucose uptake, insulin, hypoxia, oxidative stress, hyperketonemia
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I. LE DIABÈTE ET LES MALADIES CARDIOVASCULAIRES

A. Les généralités

Le diabète est une maladie en progression constante qui prend des proportions

épidémiques à travers le monde, et plus particulièrement dans les pays en voie de

développement situés en Afrique, Asie et Amérique du Sud (Stumvoll et col!., 2005).

Présentement, au-delà de 170 millions d’individus sont atteints du diabète et ce chiffre

pourrait grimper jusqu’à 300 millions d’ici 2025 (King et col!., 1998). Cette montée

remarquée du diabète est principalement due à la mauvaise alimentation (riche en

énergie) et au mode de vie sédentaire adoptés par la population. Ceci se traduit par une

obésité précoce et généralisée qui favorise le développement du diabète chez des

populations de plus en plus jeunes. Le diabète est une maladie très inquiétante

puisqu’elle est la première cause d’insuffisance rénale terminale et d’amputation non

traumatique et la deuxième cause de cécité (Klein et cou., 1996; Caputo et col!., 1994).

Mais, surtout, le diabète représente une cause majeure du développement des maladies

cardiovasculaires (MCV). Les patients diabétiques ont deux à cinq fois plus de risque

de développer des MCV que les personnes non-diabétiques (Zimmet et col!., 2001;

Kannel et cou., 1974). Leur risque d’avoir un épisode cardiovasculaire est similaire à

celui d’un patient ayant un antécédent d’infarctus du myocarde (Hafffier et col!., 1998;

Malmberg et col!., 2000). Finalement, les MCV sont responsables de 65 % à 75 % des

mortalités enregistrées chez les patients atteints du diabète de type 2 (Libby et coll.,

2005) et ce pourcentage semblerait même quelque peu supérieur chez les patients

diabétiques de type 1 (Krolewski et colI., 1987; Laing et col!., 2003). Ainsi, il est
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primordial de comprendre quels facteurs reliés à la présence du diabète favorisent le

développement des MCV.

B. Les maladies cardiovasculaires

Le syndrome métabolique (ou syndrome X) est un terme qui fut mis de l’avant à

la fin des années ‘80 afin de décrire un ensemble de perturbations métaboliques qui

prédisposent fortement au développement et à la progression de Pathérosclérose et du

diabète de type 2. L’hyperglycémie, l’obésité abdominale, la dyslipidémie,

l’hypertension et la résistance à l’insuline représentent les cinq composantes clés du

syndrome métabolique qui contribuent à accélérer la formation des plaques

d’athérosclérose (Figure 1). La présence d’athérosclérose, conséquence du syndrome

métabolique, est responsable, à tout de moins en partie, de l’augmentation des MCV

observée chez les patients diabétiques (Massie, 2002).

Diabète

_

/
Hyperinsulinémie Hyperkpidémie Activation du Activahon du Hypergly] Résistance

système nerveux système rénine- Là insuline
I sympathique angiotensine

Activation de la voie Ouverture Mort des f Fibrose 4 Activation de Modification
RAS-MEK-ERK1/2 des cardiocytes cardiaque PKC métabolique

canaux

[Ïrtrophie Altération de Diminution de la Altération de
cardiaque la contraction force de contraction homéostasie

cardiaque myocardique du Cx

N /

_____

j Dysfonction systolique Dysfonction diastolique

I Cardiomyopathie diabétique

toee
—

Athérosclérose
___••

dyshpidémie hypertension et I C a rU iovascu la ire I

Figure 1: Représentation schématique des différents facteurs qui contribuent au développement des
maladies cardiovasculaires. Voir les sections I. B. et I. C. pour la discussion.
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Tout d’abord, l’hyperglycémie peut entraîner une dysfonction endothéÏiale qui

représente une étape précoce dans le processus d’athérosclérose (Ross, 1993).

L’hyperglycémie exerce son effet délétère sur l’endothélium via quatre voies

moléculaires: l’activation de protéine kinase C (PKC) classique via la formation de

diacylglycérol (DAG), l’augmentation de la voie des hexosamines, l’augmentation de la

production de produits avancés de la glycation (AGE) et l’augmentation de la voie des

polyols (Brownlee, 2005). L’activation de ces quatre voies convergent vers la

surproduction d’espèce réactive d’oxygène (ROS) qui accroît le stress oxydatif au niveau

des cellules endothéliales.

L’obésité abdominale favorise la relâche de multiples facteurs par le tissu adipeux

pouvant participer à la formation de plaque d’athérosclérose. Ainsi, la présence élevée

d’adipocytokines pro-inflammatoires telles le TNF-Œ (tumor necrosis factor-aipha) et le

PAl-l (plasminogen activator inhibitor-1) peut entraîner des dommages majeurs au

niveau de l’endothélium vasculaire (Yudkin et coll., 1999; Matsuzawa, 2005; Lyon et

Hsueh, 2003; Moller et Kaufman, 2005).

L’augmentation des triglycérides et la diminution du HDL (high-density

lipoprotein) cholestérol au niveau sanguin caractérisent principalement la dyslipidémie.

L’altération des niveaux de triglycérides et de HDL exerce également un effet pro

athérosclérotique au niveau vasculaire (Carmena et coll., 2004).

L’hypertension est associée à l’activation du système rénine-angiotensine

(Sachetelli et cou., 2006). L’angiotensine II (Ang II) entraîne l’activation de plusieurs

processus conduisant ?i l’augmentation de la vasoconstriction, du stress oxydatif, de
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l’inflammation, de l’expression de PAl-1, de thrombose, etc (Caglayan et cou., 2005).

Tous ces changements contribuent à la dysfonction endothéliale et au développement de

l’athérosclérose.

Finalement, la résistance à l’insuline peut également avoir des effets délétères sur

la fonction endothéliale. Il a été démontré que la vasodilatation, induite par l’oxyde

nitrique (NO), était réduite chez les patients insulino-résistants (Williams et coll., 1996).

L’insuline est un puissant frénateur de la lipolyse. Lorsqu’un patient est insulino

résistant, l’insuline ne peut plus bloquer totalement ce processus ce qui entraîne une

augmentation des acides gras circulants. Lorsque trop élevés, les acides gras

endommagent les parois artérielles et rendent l’endothélium plus propice à l’apoptose

(mort cellulaire), l’inflammation et la formation de thrombose (Oram et Bomfeldt, 2004).

Ainsi, tous ces facteurs favorisent de façon indépendante la formation de plaque

d’athérosclérose et contribuent au développement des MCV chez les patients diabétiques.

C. La cardiomyopathie diabétique

Bien que l’athérosclérose représente un facteur déterminant dans le

développement des MCV, il est à noter qu’il existe aussi une composante propre au

diabète, indépendante de la formation des plaques d’athérosclérose, nommée

cardiomyopathie diabétique (Figure 1). Le coeur d’une personne diabétique comporte

plusieurs caractéristiques qui le distingue du coeur d’un sujet sain. Chez le patient

diabétique, les fonctions systolique et diastolique du coeur sont diminuées en raison de

changements au niveau de l’homéostasie du Ca2 et de changements au niveau structural

myocardique tels la présence d’apoptose, de fibrose extracellulaire et d’hypertrophie des
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cardiocytes (Marwick, 2005). Normalement la dysfonction diastolique survient avant la

dysfonction systolique.

La dysfonction diastolique se caractérise principalement par une relaxation

prolongée et une augmentation de la pression ventriculaire en fin de diastole (Poirier et

coil., 2001). L’hyperglycémie observée dans le diabète est un facteur qui contribue à la

dysfonction diastolique. Comme mentionné précédemment, l’hyperglycémie augmente

l’activation de la PKC et la production d’hexosamine, de polyols et d’AGE. Tous ces

changements sont responsables de l’altération de l’expression et de la fonction du

récepteur à ryanodine et des canaux SERCA ATPase (sarco/endoplasmic reticulum

calcium ATPase pump) (Poomima et coli., 2006). Il en résulte un ralentissement de

l’accumulation du Ca2 à l’intérieur du réticulum sarcoplasmique ce qui entraîne une

diminution moins rapide du Ca2 intracellulaire durant la période de diastole (Ren et cou.,

1996; Ren et coll., 1999; Vila Petroff et Mattiazzi, 2001). Ces modifications du transport

de Ca2 induisent un découplage excitation-contraction (Stratton et coll., 2000).

Le système nerveux sympathique pourrait également jouer un rôle délétère dans la

cardiomyopathie diabétique. Les niveaux d’expression des récepteurs adrénergiques (31

et (32, responsables de l’augmentation de la force de contraction, sont diminués lors du

diabète. De plus, les récepteurs (33, qui médient les effets cardiosuppresseurs, sont

augmentés en pareilles circonstances (Moniotte et coll., 2001; Dincer et coll., 2001). Ces

changements pourraient contribuer à accroître la période de relaxation caractéristique de

la dysfonction cardiaque.
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L’hyperlipidémie, caractérisée par une augmentation des triglycérides et des

acides gras non-estérifiés, joue également un rôle critique dans la cardiomyopathie

diabétique. Il a été démontré que les acides gras non-estérifiés peuvent altérer la

contraction cardiaque en ouvrant les canaux KATp (Liu et coll., 2001). De plus, les acides

gras non-estérifiés pourraient directement contribuer à la mort (apoptose) des cellules

cardiaques en favorisant la synthèse de céramide (Poornima et coil., 2006), mais ces

résultats sont controversés dépendamment du modèle étudié (Zhang et coll., 2001).

Le remodelage cardiaque, caractérisé par la présence de fibrose et de cardiocytes

morts ou hypertrophiques, entraîne une diminution de la force de contraction qui pourrait

expliquer la dysfonction systolique. Tout d’abord, l’activation locale du système rénine

angiotensine semble en grande partie responsable de la mort cellulaire (apoptose et

nécrose) et de la fibrose observées dans la cardiomyopathie diabétique. Il a été démontré

que le récepteur à l’Ang II joue un rôle pro-apoptotique (Horiuchi et coll., 1999) et est

surexprimé dans le coeur de patient diabétique (fiordaliso et coll., 2000). De plus, l’Ang

II stimule la synthèse de collagène et inhibe sa dégradation ce qui favorise la formation

de fibrose (Dostal, 2001). La production de collagène peut également être induite par

l’aldostérone dont la synthèse est favorisée par l’hyperglycémie (McFarlane et Sowers,

2003).

L’hypertrophie cardiaque diabétique est aussi responsable de la diminution de la

fonction systolique. Bien que le diabète soit caractérisé, entre autre, par la résistance à

l’insuline, l’hyperinsulinémie observée dans cette pathologie peut accentuer certains

effets spécifiques de l’insuline et, ainsi, induire l’hypertrophie cardiaque. L’insuline

active trois voies de signalisation distinctes en se liant à son récepteur: deux voies sont
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impliquées dans la régulation du transport de glucose (voir section III. B. 1. et III. B. 2.)

et une voie est responsable de la réponse mitogénique (figure 2). L’activation de la voie

de Ras-MEK-ERK1/2 est

responsable de la réponse mitogénique de l’insuline qui ce traduit par l’augmentation de

la synthèse protéique, de la différentiation et de la prolifération cellulaire. L’activation

de cette voie est impliquée dans l’hypertrophie cardiaque (Lazou et coll., 1994; Gillespie

Brown et coll., 1995; Gleimon et coll., 1996). Chez les patients diabétiques, il a été

démontré que les adipocytes sont résistants à l’effet de l’insuline sur le transport de

glucose alors que l’activation de la voie mitogénique est préservée et même que la

stimulation de base de cette voie est augmentée (Carlson et coll., 2003). Ainsi,

l’hyperinsulinémie observée dans le diabète accroît l’activation de la voie Ras-MEK

ERK1/2 et, par conséquent, pourrait favoriser le développement de l’hypertrophie

cardiaque responsable de la dysfonction systolique. Il est a noté que l’Ang II et

IR

Prolifération cellulaire
Transport de glucose

Synthese protelque
Différentiation cellulaire

Figure 2: Les différentes voies de signalisation activées par l’insuline. L’insuline active une voie
mitogénique responsable de la prolifération cellulaire, la synthèse protéique et la différentiation cellulaire.
La voie P13-K-dépendante et la voie APS/CAP sont responsables de la stimulation du transport de glucose
en réponse â l’insuline. Voir les sections IC, III. B. I. , III. B. 2. et III. B. 4. pour la discussion. IR,
récepteur à / ‘insuline.
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l’hyperglycémie pourrait également contribuer au développement de l’hypertrophie

cardiaque (Baker et cou., 1992; Lip et cou., 2000; Felicio et cou., 2000).

finalement, la résistance à l’insuline, observée lors du diabète, a de fortes

répercussions sur le développement de la cardiomyopathie diabétique puisqu’elle altère le

métabolisme normal du coeur. Habituellement, le coeur répond à l’insuline par une

augmentation de l’utilisation du glucose. Cependant, la présence d’une résistance à

l’insuline dans le coeur de patient diabétique diminue l’apport en glucose en réponse à

cette hormone. Ainsi, lors d’une augmentation des concentrations sanguines d’insuline,

conjointe à une diminution de son action, l’oxydation des acides gras reste élevée et le

transport de glucose demeure faible. Ces deux phénomènes exercent des effets majeurs

sur la fonction cardiaque. Tout d’abord, cette hausse de l’oxydation des acides gras dans

le coeur du sujet diabétique entraîne une augmentation du stress oxydatif (finck, 2004). Il

a été démontré à plusieurs reprises que l’augmentation du stress oxydatif est intimement

liée à une altération de l’homéostasie du Ca2 au niveau cardiaque. Par exemple, le stress

oxydatif augmente l’oxydation des protéines de transport du Ca2 (Guerra et cou., 1996),

diminue la sensibilité des filaments contractiles au Ca2 (Ritchie et Deibridge, 2005) et

diminue l’activité et l’expression des canaux SERCA ATPase essentiels à la relaxation

musculaire lors de la diastole (Kaplan et coil., 2003). Tous ces changements entraînent

des anomalies au niveau du réticulum sarcoplasmique et des sarcomères qui altèrent

l’homéostasie du Ca2, et génèrent des problèmes majeurs au niveau de la contraction

cardiaque (Dhalla et cou., 1995). De plus. le glucose joue un rôle primordial dans le

maintien des fonctions cardiaques. Ainsi, une diminution de sa captation en réponse à

l’insuline pourrait avoir des effets dommageables sur le coeur chez les patients insulino
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résistants. Tout d’abord, il a été rapporté que les animaux déficients en transporteur de

glucose GLUT4 développent une hypertrophie cardiaque et des anormalités au niveau de

la fonction cardiaque (Katz et coll., 1995; Kaczmarczyk et coll., 2003). Tian et coli.

(Tian et Abel, 2001) ont également démontré que le transport de glucose via le GLUT4

représente un mécanisme important pour la protection et le maintien des fonctions

cardiaques lors d’ischémie. Il a été proposé qu’une faible oxydation du glucose constitue

un facteur déterminant dans la sévérité des dysfonctions cardiaques observées suite à une

ischémie (Liu et coIl., 1996). L’utilisation de modèle d’animaux diabétiques ont

confirmé l’importance du glucose dans le maintien des fonctions cardiaques. Il a été

démontré que le traitement de rats diabétiques de type 1 avec de l’insuline améliore les

fonctions mécaniques du coeur et rend ce dernier moins sensible aux dommages

ischémiques comparativement aux rats non-traités (Maihotra et coll., 1981; Fein et cou.,

1981; Broderick et Poirier, 2005). De plus, la surexpression des transporteurs de glucose

GLUT4 dans le coeur est suffisante pour normaliser la fonction cardiaque des souris

diabétiques db/db (Belke et coll., 2000). Finalement, il a été démontré chez l’humain que

l’infusion de glucose, lors d’un infarctus du myocarde améliore la fonction cardiaque,

réduit l’arythmie ventriculaire et diminue la mortalité post-infarctus (Apstein, 2000).

Ainsi, le glucose joue un rôle prédominant dans le maintien des fonctions cardiaques et

une altération de sa captation pourrait contribuer au développement de la

cardiomyopathie diabétique.

Les MCV représentent donc une complication majeure observée chez les patients

atteints de diabète. Bien que la présence d’athérosclérose induite par l’hyperglycémie,

l’obésité abdominale, la dyslipidémie, l’hypertension et la résistance à l’insuline est
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associée à une augmentation d’évènements cardiovasculaires, la cardiomyopathie

diabétique peut se développer indépendamment de la présence d’athérosclérose. Elle est

principalement modulée par l’hyperglycémie, l’hyperlipidémie, l’hyperinsulinémie, la

suractivation du système rénine-angiotensine et du système nerveux sympathique et la

résistance à l’insuline. L’altération du métabolisme du glucose cardiaque joue un rôle

prédominant dans le développement de la cardiomyopathie diabétique. Il est donc

primordial de bien comprendre comment le coeur régule l’utilisation des différents

substrats disponibles.

II. LE MÉTABOLISME CARDIAQUE

Normalement, 95 % de l’ATP formée dans le coeur provient de la phosphorylation

oxydative mitochondnale. Le reste découle de la glycolyse et du GTP obtenu via le cycle

de Krebs. La majorité de l’énergie produite provient du métabolisme des acides gras (60

à 70 %). Les corps cétoniques et le glucose ne contribuent qu’à 5-10 % et 25-30 % de la

production énergétique, respectivement ($tanley et coll., 2005; Lewin et Coleman, 2003).

Le coeur peut également métaboliser le pyruvate, le lactate et les acides aminés, mais leur

contribution respective au métabolisme de base est marginale.

A. Les acides gras

1. Les sources

Les acides gras représentent le substrat préférentiel utilisé par le coeur en

condition aérobique. Dans le coeur, l’utilisation et la captation d’acides gras sont

étroitement reliées aux quantités d’acides gras libres plasmatiques, au travail cardiaque et

à la disponibilité en oxygène (Taegtmeyer et coil., 199$; Longnus et coil., 2001). Les
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acides gras proviennent principalement de deux origines: de la circulation sanguine ou

des réserves cardiaques endogènes de triglycérides. Dans la circulation sanguine, on

retrouve les acides gras sous différentes formes : libres, liés à l’albumine ou associés en

lipoprotéines (chylomicrons et VLDL). Les chylomicrons et les VLDL permettent le

transport des triglycérides provenant de l’intestin ou du foie. Les concentrations

plasmatiques d’acides gras sont normalement inférieures à 1 mM. Par contre, ces

concentrations peuvent augmenter de façon significative durant un jeûne, une ischémie

ou la présence de diabète (Stout et col!., 1976; Lopaschuk et coll., 1994; Taskinen et

colI., 1985). Le coeur possède la capacité de stocker les acides gras sous forme de

triglycérides afin de les utiliser au moment opportun. Ainsi, cette réserve endogène de

triglycérides peut combler de 10 à 50 % des besoins énergétiques du coeur (Saddik et

Lopaschuk, 1991). Bien que cette réserve joue un rôle primordial dans le métabolisme

cardiaque, elle peut également s’avérer toxique dans certaines pathologies telles que

l’obésité et le diabète où l’accumulation excessive de triglycérides est associée à la

cardiomyopathie (Zhou et coll., 2000; Finck et coll., 2002).

2. Le transport des acides gras

Les acides gras peuvent entrer dans les cardiocytes par diffusion passive à

travers la membrane ou à l’aide de protéines qui modulent leur transport par diffusion

facilitée (Figure 3). Il existe quatre protéines pouvant réguler le transport des acides gras

du sang vers l’intérieur des cardiocytes : la lipoprotéine lipase (LPL), la protéine liant les

acides gras (FABP), la transiocase (FAT/CD36) et la protéine transporteuse d’acide gras

(FATP). La LPL est responsable de l’hydrolyse des triglycérides des chylomicrons et des

VLDL afin de faciliter l’entrée des acides gras dans la cellule (Xiang et coIl., 1999).
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Acide 5ras

ChyIornirnn VLDL

Figure 3: La régulation du transport des acides gras vers le cytoplasme puis vers la matrice
mitochondriale. Les acides gras pénètrent la cellule par diffusion simple ou par diffusion facilitée grâce aux
transporteurs FABP, FAT/CD36 et FAT. L’entrée de ceux-ci vers la matrice mitochondriale est régulée par le
système de transport camitine-dépendant. Voir les sections Il. A. 2. et II. A. 4. pour la discussion. Adapté de
Stanley W.C. et coll. PhysiolRev 85 : 1093-l 129, 2005.

La FABP, la FAT/CD36 et la FATP sont des protéines qui permettent la diffusion des

acides gras vers l’intérieur de la cellule. La FABP est requise pour le transport des acides

gras à chaîne longue (Binas et coil., 1999). Finalement, la FAT/CD36 est responsable de

70 % du transport des acides gras dans le coeur (Lewin et Colernan, 2003). Une fois

entrés dans le cytoplasme, les acides gras sont ensuite dégradés en acylcoenzyrne A (acyl

CoA) par l’acylcoenzyme A synthase. Cette réaction est dépendante de l’ATP. De toute

l’acyl CoA formée, 10 ¾ à 30 % est utilisé pour la formation intracardiaque de

triglycérides et 70 à 90 % est oxydé afin d’augmenter la production d’ATP (Stanley et

coll., 2005).

Acétyl COA

Cycle
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3. La synthèse des triglycérides dans le coeur

Comme mentionné précédemment, le coeur peut estérifier les acides gras en

triglycérides. Cette réaction est catalysée par la glycérol-3-phosphate acyltransférase

(GPAT) afin de former de l’acyl-glycérol-3-phosphate à partir de l’acyl CoA et du

glycérol-3-phosphate. Dans le coeur, comme dans le foie et le tissu adipeux, la GPAT est

présente sous deux isoformes: microsomale et mitochondriale (Swanton et Saggerson,

1997). Même si ces deux isoformes contribuent à l’augmentation de la synthèse des

triglycérides, les données suggèrent que la GPAT mitochondriale est l’isoforme qui a le

plus d’influence sur la régulation de la synthèse de triglycérides (Sul et Wang, 1998).

L’acyl-glycérol-3-phosphate est tout d’abord acétylé en phosphatidate par l’acyl GPAT

pour ensuite être converti en DAG par la phosphatidate phosphohydrolase (Brindley et

Waggoner, 1998). La diacylglycérol acyltransférase (DGAT) est la dernière enzyme

impliquée dans la voie d’estérification des acides gras puisqu’elle permet la formation de

triglycérides à partir du DAG. Les triglycérides stockés peuvent ultérieurement être

hydrolysés via la n-oxydation afin de combler les besoins énergétiques du coeur. Pour se

faire, il y aura activation de l’acide lipase lysosomale, l’enzyme principalement

responsable de la lipolyse cardiaque endogène (Stam et col]., 1986).

4. La /3-oxydation

L’acyÏ CoA formé dans le cytoplasme sert majoritairement à la production

d’énergie en empruntant la voie de la p-oxydation. Bien qu’une faible partie de la 3-

oxydation se produise dans les peroxisomes, la mitochondrie est considérée comme étant

le principal lieu où la f3-oxydation prend place. L’étape cruciale dans l’oxydation des
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acides gras est leur entrée dans la matrice mitochondriale puisque la membrane interne de

la mitochondrie est imperméable aux acyls CoA (Kerner et Hoppel, 2000). Le système

de transport carnitine-dépendant qui permet l’entrée des acides gras vers la matrice

mitochondnale constitue donc l’étape limitante de l’oxydation des acides gras. Ce

système de transport se divise en trois étapes (figure 3) (Kerner et Hoppel, 2000). Tout

d’abord, la carnitine palmitoyl transférase (CPT) I, située à la surface externe de la

mitochondrie, catalyse la substitution du groupement CoA par une camitine, induisant

ainsi la formation d’acyl-carnitine. L’acyl-carnitine est ensuite transportée au travers de

la membrane interne de la mitochondrie par la carnitine: acylcarnitine translocase

(CAT). finalement, la CPI II permet la reconversion de l’acyl carnitine en acyl CoA

dans la matrice mitochondriale.

Puisque l’entrée des acides gras dans la mitochondrie constitue une étape

importante de la r-oxydation, le transport carnitine-dépendant est hautement contrôlé

(figure 3). La régulation du transport des acides gras vers la mitochondrie se fait surtout

via la régulation de la CPI I. Il existe trois isoformes de la CPT I (A, B et C), mais seule

la CPT 13 est exprimée dans le coeur alors que la CPT TA est retrouvée dans le foie

(McGarry et coll., 1983) et la CPT IC dans le cerveau (Price et coli., 2002). L’activité de

la CPT I est régulée par la concentration extramitochondriale de malonyl CoA, mais la

CPI lA est beaucoup moins sensible que la CPI lB à l’inhibition induite par le malonyl

CoA (foster, 2004). Ce dernier bloque activation de la CPI I en se liant du côté

cytosolique de la CPT I (Reszko et col!., 2004a). Le malonyl CoA est produit à partir de

I’acétyl CoA par l’acétyl CoA carboxylase (ACC) et est dégradé par la malonyl CoA
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décarboxiase (MCD). L’ACC est inhibée par phosphorylation via l’AMPK (adenosine

5’-monophosphate-activated protein kinase), un senseur énergétique. Ainsi, lorsque les

ratios d’ATP/AMP ou de phosphocréatine/créatine sont bas, l’AMPK est activée. Ceci

entraîne la phosphorylation et l’inhibition de l’ACC se traduisant par une diminution de

la synthèse de malonyl CoA. Par conséquent, la CPT I reste activée ce qui favorise

l’augmentation du transport des acides gras vers la mitochondrie afin de stimuler la -

oxydation pour rétablir les niveaux d’ATP. Au contraire, quand les niveaux énergétiques

sont élevés, l’AIvIPK est inactivée. Ainsi, la synthèse du malonyl CoA par Ï’ACC est

augmentée ce qui supprime le transport des acides gras vers la matrice mitochondriale

(Foster, 2004). Dans le coeur, le taux de synthèse-dégradation du malonyl CoA est très

rapide ce qui permet un contrôle très étroit de la n-oxydation (Reszko et coil., 2004b).

Une fois dans la matrice mitochondriale, l’acyl CoA entre dans le cycle de la

3-oxydation où une série de quatre réactions entraînent la suppression d’un groupe

d’acétyl CoA, la formation des deux coenzymes, le FADH2 et le NADH, et la libération

d’un atome de H à chaque cycle complété (Figure 4) (Guyton et Hall, 1996). Les

enzymes impliquées dans la 3-oxydation varient dépendamment de la longueur de la

chaîne des acides gras qui entrent dans ce cycle (Bing, 1955; Bing et coll., 1954). L’acyl

CoA, passé au travers d’un cycle de f3-oxydation, est reporté dans ce même cycle jusqu’à

sa dégradation complète en acétyl CoA. Comme il se produit rarement, un acyl CoA peut

avoir un nombre impair de carbone. À ce moment, dans la réaction finale du cycle, il y a

formation de propionyl CoA (molécule à trois carbones) au lieu d’acétyl CoA. Le
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propionyl CoA peu être métabolisé en succinyl CoA, un intermédiaire du cycle de Krebs

(voir ci-après) (Horton et coli., 1994).

o
R-CH2- -t-S-CoA

Acyl CoA

o
OH -ï-S-CoA
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Figure 4: La 13-oxydation des acides gras. Voir la section Il. A. 4. pour la discussion. Tiré de Horton et
coll. Principe de Biochimie, De Boeck-Wesmael S.A., Bruxelles 1994, p. 486.

5. Le cycle de Krebs

L’acétyl CoA formé via la 3-oxydation est orienté vers le cycle de Krebs. Ce

cycle, nommé ainsi en l’honneur du biochimiste allemand Hans Krebs qui a décrit toutes

les étapes intermédiaires de cette voie, est aussi appelé cycle de l’acide citrique ou cycle

de l’acide tricarboxylique. Le cycle de Krebs a pour but de terminer la décarboxylation

de l’acétyl CoA et de produire des coenzymes essentielles pour la synthèse d’ATP via la

chaîne de transport des électrons de la phosphorylation oxydative mitochondriale (voir ci-

bas) (Jafri et coll., 2001). Le cycle de Krebs est donc l’endroit terminal pour le

catabolisme des carbones où leur dégradation génère du gaz carbonique, des atomes

d’H, des coenzymes (trois NADH et un FADH2) et une molécule de GTP (Figure 5).
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L’acétyl CoA est la molécule fondamentale qui initie le cycle de Krebs. Tout

d’abord, le groupement CoA est retiré et l’acétyl se lie à l’oxaloacétate pour former le

citrate sous l’effet de la citrate synthase. Le citrate est ensuite converti

Acétyl CoA C0A

H20\
syntflase

Oxaloacétate Citrate

MaInte déshYdro9énasey/’’ ‘“\\Aconhtase

Malate Isocitrate

Fumarase I
H20 ______)\ Isocarate déshydrogénase

Fumarate o-Cétoglutarate
Succnate déshvdro9é..,

uccinate
déshydrogénase

Succinyl CeA

Figure 5 Le cycle de Krebs. Voir la section Il. A. 5. pour la discussion. Tiré du site internet
http://www.personal.kent.edu/-cearley/PChem/Krebs I .gif, taille 7353 octets, 16-02-2006.

en isocitrate par l’aconitase. Ce dernier est métabolisé en Œ-cétoglutarate par l’isocitrate

déshydrogénase puis en succinyl CoA par le complexe a-cétoglutarate déshydrogénase.

Ces troisième et quatrième étape du cycle de Krebs entraînent toutes deux la libération

d’une molécule de CQ2 et d’un atome d’H et la formation d’un NADH. La

transformation du succinyl CoA en succinate par la succinyl CoA synthétase permet la

formation d’une molécule de GTP. Le succinate est ensuite métabolisé en fumarate par

la succinate déshydrogénase pour permettre la formation du FADH2. Le fumarate est

converti en malate par la fumarase pour finalement reformer de l’oxaloacétate à l’aide de

la malate déshydrogénase ce qui permet la formation d’un troisième NADH (Jafri et coil.,
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2001). L’oxaloacétate reformé peut ensuite se lier à d’autres molécules d’acétyl CoA

pour refaire un nouveau cycle et ainsi produire encore plusieurs coenzymes essentielles à

la synthèse d’ATP via la phosphorylation oxydative mitochondriale (Horton et coIl.,

1994).

Dans le coeur, le cycle de Krebs est modulé par la demande énergétique

(Nichols et cou., 1994). Ainsi, plusieurs enzymes du cycle de Krebs telles la citrate

synthase (Srere et coll., 1973), l’isocitrate déshydrogénase (Williamson et Cooper, 1980)

et le complexe Œ-cétoglutarate déshydrogénase (Williamson et Cooper, 1980) sont

inhibées lorsque le ratio NADH/NAD est augmenté. De plus, certaines études suggèrent

qu’au moment où il y a augmentation du travail cardiaque, l’élévation des concentrations

mitochondriales de Ca2 permet d’accélérer le cycle de Krebs afin de subvenir aux

besoins énergétiques accrus (Hansford et Zorov, 1998; Isenberg et cou., 1993).

Deux intermédiaires du cycle de Krebs, l’Œ-cétoglutarate et l’oxaloacétate

sont également impliqués dans des voies dites anaplérotiques. Ces voies utilisent l’w

cétoglutarate et l’oxaloacétate afin de maintenir des niveaux appropriés pour les

différents intermédiaires du cycle de Krebs (Jaffi et coil., 2001; Gibala et coll., 2000).

6. La phosphorylation oxydative mitochondriale

La phosphorylation oxydative mitochondriale est la voie la plus importante

pour la synthèse d’ATP. Le principe fondamental de cette voie est de capter l’énergie

libérée par la combinaison de l’oxygène et des H pour faire de l’eau et de la transférer à

la synthèse d’ATP. Les atomes d’H, le NADH et le FADH2 générés lors de la 1-

oxydation, du cycle de Krebs et de la glycolyse sont essentiels à la production d’ATP via
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la phosphorylation oxydative mitochondriale (voir ci-bas). Les complexes protéiques de

cette voie sont situés dans la membrane interne de la mitochondrie contrairement aux

enzymes du cycle de Krebs qui sont localisées dans la matrice. On peut diviser ces

complexes en deux groupes : les complexes I à IV permettent le transfert d’électron aux

molécule d’oxygène et le complexe V utilise l’énergie libérée par ce transfert d’électron

afin de produire l’ATP (Figure 6).

Espace
in le mcm bran aire

ana_inlerne

_______________________

H° Ha
Fumarate Succinale

Compleae I Complexe rpieooni Complexe VI Complexe V

Figure 6 : La phosphorylation oxydative mitochondriale.
Voir la section II. A. 6. pour la discussion. Cyt C, cytocliroine C

Les électrons apportés par le NADH et l’H sont tout d’abord transférés au

complexe I de la chaîne de transport d’électron où la flavoprotéine agit comme accepteur

d’électron. Par la suite, le flux d’électrons passe aux complexe II, III et IV en induisant

la réduction et l’oxydation d’une série de transporteurs d’électrons comprenant plusieurs

cofacteurs de fer et de cuivre, l’ubiquinone et les cytochromes B, C1, C, A et A3. Les

électrons voyagent d’un accepteur à l’autre jusqu’au cytochrome A3 (ou oxydase). Le

cytochrome A3 cède alors ses électrons à l’oxygène qui recueille une paire de protons

provenant de la matrice mitochondriale pour former une molécule d’eau. Ce flux

M atrice
m Itoohoodniale

H°
H°

H°
H°
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d’électron est couplé à la transiocation de proton d’H de la matrice vers l’espace

intermembranaire mitochondriale. Ainsi, la chaîne de transport d’électron ne synthétise

pas directement l’ATP, mais sert plutôt à générer de l’énergie en créant un gradient de

protons entre les membranes interne et externe de la mitochondrie. La formation du

gradient de protons est utilisée afin de permettre la synthèse d’ATP par chimiosmose. Le

complexe V est formé de l’ATP synthétase, enzyme essentielle à la production d’ATP.

Le gradient d’H entraîne une grande différence de potentiel des deux côtés de la

membrane interne ce qui pousse les protons d’H vers la matrice via l’ATP synthétase.

C’est cette étape de la phosphorylation oxydative qui permet la formation d’ATP à partir

d’ADP (Guyton et Hall, 1996).

Contrairement au NADH qui transfère ses électrons au complexe I et induit

ainsi la formation de trois molécules d’ATP, le fADH2 les transfert directement au

complexe II. Parce qu’il contourne le complexe I, le FADH2 permet donc la production

de deux molécules d’ATP au lieu de trois (Guyton et Hall, 1996).

B. Les corps cétoniques

Il existe trois types de corps cétoniques: le 3-hydroxybutyrate, l’acétoacétate et

l’acétone. Dans le sang, seul l’acétoacétate et le f3-hydroxybutyrate sont quantitativement

importants puisque l’acétone est automatiquement exhalée. Normalement, les

concentrations plasmatiques de corps cétoniques sont très faibles (<0,1 mM) (Owen et

coil., 1969). Par contre, il existe certaines conditions particulières telles la prise d’une

diète cétogène, le jeûne prolongé et le diabète mal contrôlé où ces concentrations peuvent
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atteindre de 2 à 6 mM et même 20 mM, respectivement (Musa-Veloso, 2004; Owen et

cou., 1969; Laffel, 1999).

1. La cétogenèse

La synthèse des corps cétonique se fait principalement à partir des acides gras

provenant de la lipolyse des triglycérides du tissu adipeux (Fukao et cou., 2004). La

lipolyse est un processus de dégradation des triglycérides en acides gras grâce à

différentes lipases dont la lipase hormono-sensible (HSL) très sensible à l’insuline. De

faibles quantités d’insuline suffisent pour totalement supprimer la lypolyse (Newsholme

et Dimitnadis, 2001). Ainsi, la lipolyse est surtout active lors du jeûne, au moment où les

niveaux d’insuline sont les plus bas. Il est à noter que les acides gras libérés sous l’action

des lipoprotéines lipases des VLDL et des chylomicrons peuvent également être

impliqués dans la synthèse des corps cétoniques (Fukao et coll., 2004).

Le foie est le principal lieu de la cétogenèse en condition physiologique. Par

contre, il peut arriver que le coeur produise du -hydroxybutyrate lorsque les

concentrations d’acétoacétate sont élevées (Williamson et Krebs, 1961). Les acides gras

utilisés pour la synthèse des corps cétoniques sont captés par le foie. L’entrée des acides

gras de la circulation sanguine vers le cytoplasme des hépatocytes se fait à l’aide de

protéines spécifiques: LPL, FABP, fAT/CD36 et fATP (section II. A. 2.). Les acides

gras sont métabolisés en acyl CoA et empruntent le système de transport carnitine

dépendant pour entrer dans la mitochondrie où ils seront métabolisés en acétyl CoA via la

r-oxydation (voir la section II. A. 4.). Cependant, quand les concentrations d’acides gras

circulants sont très élevées, la production d’acétyl CoA peut dépasser les besoins
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énergétiques de l’organisme. Ainsi, l’acétyl CoA excédentaire est utilisé pour la synthèse

des corps cétoniques dans la mitochondrie hépatocytaire. Il est à remarquer que les

acétyl CoA dérivés de l’oxydation des acides gras sont utilisés pour la cétogenèse, alors

que ceux provenant du métabolisme du glucose sont préférentiellement dirigés vers le

cycle de Krebs (Des et coll., 1991).

La première étape de la cétogenèse débute par la formation d’acétoacétyl CoA

à partir de deux molécules d’acétyl CoA (Figure 7). Cette réaction est catalysée par une

thiolase. Par la suite, un troisième acétyl CoA se greffe à l’acétoacétyl CoA par

l’hydroxy-méthylglutarate CoA (HMG CoA) synthase pour former l’HMG CoA. Cette

enzyme joue un rôle majeur dans la régulation de la cétogenèse. L’activité de la HMG

CoA synthase dépend de la disponibilité des substrats et de son niveau d’expression

facilement modulable. Ainsi, une nourriture riche en gras, un jeûne et le diabète

entraînent une augmentation significative de l’activité et du niveau d’expression de la

HMG CoA synthase (Williamson et coll., 1968; Casais et coil., 1992; Arias et cou.,

1997). La HMG CoA lyase catalyse la formation de l’acétoacétate à partir du HMG

CoA. L’activité du HMG CoA lyase est aussi stimulée lors de la prise d’une nourriture

Tissu
Foie extra-hépatique

Ch,,on

Figure 7 : La régulation de la cétogenèse et de l’utilisation des corps cétoniques.
Voir les sections Il. B. I. et Il. B. 2. pour la discussion. O = MCT, inonocarboxytate transporters
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riche en gras (Williamson et cou., 196$). La formation du -hydroxybutyrate résulte

d’une réaction enzymatique de l’acétoacétate avec la 13-hydroxybutyrate déshydrogénase.

Cette réaction entraîne également la production de NAD. Ainsi les niveaux

d’acétoacétate et de -hydroxybutyrate sont représentatifs de l’équilibre d’oxydo

réduction de la matrice mitochondriale (Fukao et coli., 2004).

2. L ‘utilisation des corps cétoniques

Très peu de corps cétoniques sont métabolisés par le foie (Figure 7). Ainsi,

une fois synthétisés, 1’ acétoacétate et le 3-hydroxybutyrate traversent les membranes

mitochondriales externes et cytoplasmiques de la cellule via les transporteurs MCT

(transporteur de monocarboxylate) (Halestrap et Price, 1999) afin de rejoindre la

circulation sanguine pour être utilisés par les différents tissus. Dans le sang, l’acétone est

formée par décarboxylation lente de l’acétoacétate de façon non-enzymatique. Puisque

l’acétone n’est pas métabolisable par l’organisme, elle est donc exhalée hors de

l’organisme. Le muscle squelettique peut métaboliser les corps cétoniques, mais les

reins, le cerveau et le coeur possèdent une plus grande capacité à les utiliser (Fukao et

col!., 2004; Owen et coli., 1967). Le taux d’utilisation des corps cétoniques est

proportionnel à la quantité retrouvée dans la circulation (Hawkins et cou., 1971; Chen et

coll., 1984). 11 a été démontré qu’une augmentation de l’oxydation des corps cétoniques

dans le coeur entraîne une diminution de l’oxydation des autres substrats énergétiques tels

les acides gras, le glucose et le lactate (Talluto, 1954; Chen et cou., 1984; Stanley et col!.,

2003). Ceci laisse suggérer que les corps cétoniques possèdent la capacité de réguler

l’utilisation des autres substrats cardiaques.



25

Dans la mitochondrie des cellules extrahépatiques, le 3-hydroxybutyrate est

reconverti en acétoacétate grâce à une f3-hydroxybutyrate déshydrogénase (isoenzyme

distincte de l’enzyme hépatique) entraînant aussi la production de NADH. L’acétoacétate

est métabolisé en acétoacétyl CoA par la succinyl CoA :3-cétoacyl CoA-transférase

(SCOT) ce qui génère également du succinate à partir du succinyl CoA. La SCOT est

principalement exprimée dans le coeur et les reins, alors que sa présence est limitée dans

le cerveau et le muscle squelettique et nulle dans le foie (Fukao et col!., 2004).

L’acétoacétyl CoA est reconverti en acétyl CoA par une thiolase. Ainsi, l’acétyl CoA

peut entrer dans le cycle de Krebs et augmenter la production énergétique.

C. Le glucose

1. Les sources

Bien que le glucose représente une source d’énergie secondaire pour le coeur

en condition physiologique puisque la majorité de l’énergie produit provient du

métabolisme des acides gras, une altération de leur métabolisme respectif peut entraîner

des dysfonctions cardiaques (Beike et col!., 2000). En période post-prandiale,

l’hyperglycémie entraîne une élévation de la sécrétion d’insuline qui augmente la

captation du glucose par les tissus périphériques (Augustin et cou., 2002). Ainsi, la

contribution du glucose comme source d’énergie utilisée par le coeur est augmentée

(Randie et cou., 1963). De plus, en période de stress métabolique où la disponibilité de

l’oxygène est réduite, comme dans l’ischémie ou l’hypoxie cardiaque, le glucose

représente le substrat de prédilection pour le muscle cardiaque (Williamson, 1966;
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Rovetto et cou., 1973). Le glucose utilisé par le coeur provient de l’alimentation, des

réserves de glycogène et de la néoglucogenèse.

Le foie est le principal lieu de stockage du glycogène en terme de quantité de

glycogène par masse de tissu. Le coeur a aussi des réserves internes de glycogène, mais

elles sont toutefois cinq fois plus faibles que celles retrouvées dans le muscle squelettique

(Botker et cou., 1994). Par contre, les réserves de glycogène dans le coeur sont

augmentées par l’apport excessif de glucose exogène ou par l’hyperinsulinémie ($tanley

et cou., 1997). La glycogénolyse est le processus métabolique responsable de la

production de glucose à partir du glycogène. Dans le coeur, la glycogénolyse est activée

par une stimulation adrénergique ainsi que par une diminution des niveaux d’ATP

observée lors d’une ischémie ou d’une hypoxie (Stanley et cou., 1997). L’AMPK joue

un rôle important dans l’activation de la glycogénolyse au niveau cardiaque en inhibant la

glycogène synthase et en activation la glycogène phosphorylase (Longnus et coll., 2003;

Polekhina et coli., 2003). La stimulation de la glycogènolyse entraîne la production de

glucose-6-phosphophate. Le glucose-6-phosphate produit est métabolisé via la glycolyse.

Le foie fait exception à cette règle puisqu’il possède une enzyme nommée glucose-6-

phophatase capable de convertir le glucose-6-phosphate en glucose. Ainsi, le glucose

produit par le foie peut retourner dans la circulation pour être utilisé par d’autres tissus.

La production endogène de glucose à partir d’alanine, de lactate ou de

glycérol se fait via la néoglucogenèse. La majorité de la néoglucogenèse se produit dans

le foie, alors que le rein ne contribue à peine qu’à 20 % de la production endogène de

glucose totale (Moller et coli., 2001). Le glucagon favorise la néoglucogenèse, alors que

l’hyperglycémie et l’insuline l’inhibent (Tonelli et coil., 2005).
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2. Le transport de glucose

Le glucose est capté par les cardiocytes par un processus bien contrôlé dont le

détail sera discuté ultérieurement (voir la section III). Les cardiocytes possèdent des

transporteurs spécifiques de glucose: GLUT. Les GLUT1 sont responsables du transport

de base du glucose en permettant la diffusion du glucose selon le gradient de

concentration du substrat. Lorsque le transport de glucose est augmenté en réponse à

l’insuline ou à un stress métabolique, la translocation vers la membrane plasmique de

vésicules enrichies de transporteurs de glucose GLUT4, est initiée (Young et coll., 2000).

La majorité du glucose capté par les cardiomyocytes est oxydé alors que seulement 5 à

10 % est utilisé pour la synthèse de glycogène ou la formation de lactate (Goodwin et

col!., 1995; Henning et coll., 1996). Une fois dans les cardiocytes, le glucose est converti

en glucose-6-phosphate par l’hexokinase (enzyme nommée glucokinase dans le foie et le

pancréas). Cette réaction dépendante de l’ATP est irréversible. Une fois le glucose-6-

phosphate produit, ce dernier ne peut plus sortir de la cellule. L’accumulation de

glucose-6-phosphate entraîne une rétro-action négative sur l’hexokinase afin de limiter la

synthèse de glucose-6-phosphate et, ainsi, prévenir une surexploitation de la glycolyse

(voir ci-après). Ainsi, le glucose non-métabolisé par l’hexokinase peut retourner dans la

circulation par diffusion facilitée via les GLUTs (Kashiwaya et coll., 1994).

3. Laglycolyse

La glycolyse est un processus qui permet de dégrader le glucose-6-phosphate,

provenant du glucose circulant ou des réserves internes de glycogène, en pyruvate

(Figure 8). Cette voie métabolique permet la production net de deux molécules d’ATP et

de deux molécules de NADH. La majeure partie du contrôle de la glycolyse se fait en
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Figure 8 La glycolyse. Voir la section li. C. 3. pour la discussion.

amont au niveau de l’entrée du glucose et au niveau de l’hexokinase tel que mentionné

précédemment (Kashiwaya et cou., 1994), mais la phosphofructokinase (PFK)-1

représente l’enzyme clé dans la régulation de la glycolyse. La première étape réversible

de la glycolyse est la synthèse de fructose-6-phosphate à partir du glucose-6-phosphate

grâce à la glucose-6-phosphate isomérase. La deuxième réaction enzymatique est

irréversible et est ATP-dépendante. Le fructose-6-phosphate est métabolisé en fructose

1,6-bisphosphate par la PfK-1. La PfK-1 est une enzyme clé dans la régulation de ta

glycolyse et est influencée par plusieurs facteurs (figure 9). Cette enzyme est inhibée par

une diminution du pH intracellulaire afin de prévenir la formation excessive de lactate

(Ui, 1966). La PFK-1 est aussi inhibée par l’ATP, le citrate et les acides gras. La PfK-1

est activée par l’ADP, l’AMP et les phosphates inorganiques afin d’accélérer le flux

glycolytique lorsque les besoins énergétiques sont grands. Le plus fort activateur de la
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Figure 9 : La régulation de la phosphofructokinase-I (PFK-1), une enzyme-clé de la glycolyse. Les
encadrés rouges identifient les composés ayant un effet inhibiteur et les encadrés verts identifient les
composés ayant un effet stimulant sur l’action de la PFK-l. Voir la section li. C. 3. pour la discussion.

PFK-1 est sans doute le fructose 2,6-bisphosphate (Lawson et Uyeda, 1987; Hue et Rider,

1987). Le fructose 2,6-bisphosphate active la PFK-1 en augmentant son affinité pour le

fructose-6-phosphate et en diminuant l’effet inhibiteur de l’ATP sur la PFK-1 (Stanley et

cou., 2005). La PFK-2 est responsable de la formation de la fructose 2,6-bisphosphate à

partir du fructose-6-phosphate en hydrolysant une molécule d’ATP. La PFK-2 est aussi

une enzyme très étroitement régulée. En pLus d’inactiver directement la PFK-1, le citrate

inhibe également la PFK-2 de façon allostérique. La PFK-2 peut être phosphorylée en

réponse à plusieurs hormones qui stimulent la glycolyse telles l’insuline et l’adrénaline.

Finalement, l’AMPK a aussi la capacité de phosphoryler la PFK-2 pour accélérer la

glycolyse (Marsin et coll., 2000).

Toutes les étapes subséquentes de la glycolyse sont réversibles. Tout d’abord

l’aldolase catalyse la conversion du fructose 1,6-bisphosphate en deux molécules de
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glycéraldéhyde 3-phosphate. Le glycéraldéhyde 3-phosphate peut être utilisé pour la

synthèse de glycérol (ou de glycérol-3-phosphate) ou être métabolisé en 1,3-

bisphosphoglycérate par la glycéraldéhyde 3-phosphate déshydrogénase (GAPDH) et

ainsi poursuivre le processus de la glycolyse. Cette dernière réaction permet la synthèse

d’une molécule de NADH par molécule de glycéraldéhyde 3-phosphate. La GAPDH est

l’autre enzyme de la glycolyse qui est hautement contrôlée (Mochizuki et Neely, 1979).

Une accumulation de NADH et de 1 ,3-bisphosphoglycérate inhibe de la GAPDH, alors

qu’une accumulation de NAD favorise son activation. La régulation de la glycolyse en

période d’ischémie cardiaque passe principalement par la régulation de la GAPDH

(Rovetto et coil., 1975). Les deux molécules de 1,3-bisphosphoglycérate sont par la suite

transformées en 3-phosphoglycérate par la phosphoglycérate kinase ce qui permet la

synthèse de deux molécules d’ATP. La phosphoglycérate mutase et l’énolase se

succèdent afin de convertir les molécules de 3-phosphoglycérate en 2-phosphoglycérate

puis en phosphoénolpyruvate. finalement, les deux molécules de phosphoénolpyruvate

sont converties en pyruvate par la pyruvate kinase, produisant ainsi deux molécules

d’ATP. Le pyruvate représente le produit final de la glycolyse.

4. Lepyruvate

Le pyruvate formé par la glycolyse peut être utilisé de différentes façons selon

le statut énergétique de la cellule. En période anaérobique ou lors d’un exercice intense,

la phosphorylation oxydative mitochondriale est inhibée par manque d’oxygène. Ceci

provoque une accumulation de NADH qui inhibe le cycle de Krebs. Pour cette raison, le

pyruvate est converti en lactate par la lactate déshydrogénase afin de régénérer le NAD.
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Le lactate peut être exporté de la cellule ou reconverti en pyruvate au moment où les

niveaux d’oxygène sont rétablis (King et Opie, 1998).

Le pyruvate représente un important substrat anaplérotique servant à la

synthèse d’alanine et au maintien de certains intermédiaires du cycle de Krebs tels le

malate, l’oxaloacétate et l’Œ-cétoglutarate. Le malate est formé à partir du pyruvate grâce

à l’enzyme malique. Bien que peu fréquent dans le coeur, le pyruvate peut être converti

en oxaloacétate dans la mitochondrie par la pyruvate carboxylase (Peuhkurinen et

Hassinen, 1982). L’Œ-cétogluturate est formé par la transamination du pyruvate avec le

glutamate (via l’alanine cétoglutarate transaminase) (Thomassen, 1992). Cette réaction

permet également la formation d’acide aminé à partir du glucose tel l’alanine.

En période physiologique, le pyruvate est décarboxylé en acétyl CoA par le

complexe de la pyruvate déshydrogénase (PDH) ce qui induit la synthèse de NADH.

Cette réaction irréversible est une étape-clé dans l’oxydation du glucose (figure 10). La

PDH est localisée dans la matrice mitochondriale. Lorsque déphosphorylée par la PDH

phosphatase, la PDH est activée (Kerbey et coli., 1976). La PDH phosphatase est activée

par une augmentation du Ca2 (McCormack et Denton, 1989) ce qui favorise l’oxydation

du pyruvate lors d’une augmentation du travail cardiaque. La PDH kinase (PDK) inhibe

la PDH en phosphorylant cette dernière (Kerbey et col!., 1976). La PDK4 est le principal

isoforme de PDK exprimé dans le coeur. Son expression est augmentée sous l’effet du

jeûne ou du diabète (Bowker-Kinley et coil., 1998; Harris et col!., 2001). La PDK est

inhibée par le pyruvate et par une diminution des ratios d’acétyl CoAICoA et
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NADH/NAD (Kerbey et col!., 1976). L’acéty! CoA formé à partir du pyruvate, et par

conséquent du glucose, peut ensuite entrer dans le cycle de Krebs afin de permettre une

Pyruvate > Lactate

Lactate déshydrogénase

Membrane

_________________________________________________________________________________

Membrane interne .—

____________________________________________________________________________

Pyruvate transiocase ovytas__, Oxaloacétate

Pyruvate

Matrice
m itochondriale

Figure 10 La régulation du métabolisme du pyruvate. Le puryvate peut emprunter trois voies distinctes
selon le statut énergétique de la cellule. En période anaérobique, il est converti en lactate par la lactate
déshydrogénase alors qu’en conditions aérobiques il peut être métabolisé en oxaloacétate, mais surtout en acétyl
CoA par la pyruvate carboxylase et la pyruvate déshydrogénase (PDH), respectivement. Les encadrés rouges
identifient les composés ayant un effet inhibiteur et les encadrés verts identifient les composés ayant un effet
stimulant. Voir la section Il. C. 4. pour la discussion. Adapté de Holness, M.J. et coil. Biochem Soc Trans 31:
1143-l 151, 2003.

plus grande synthèse d’ATP, de NADH et de FADH2 (voir la section II. A. 5.). Comme

pour les acides gras, le NADH et le FADH2 sont dirigés vers la phosphorylation

oxydative mitochondriale afin de produire le maximum d’ATP possible.

D. Les spécificités du métabolisme cardiaque

1. Les interactions entre le métabolisme des acides gras et celui du glucose

Dans le coeur, il existe une étroitement relation entre le métabolisme des

acides gras et celui du glucose. Quand l’oxydation des acides gras est élevée, on observe

une diminution de l’oxydation du glucose et lorsque l’oxydation des acides gras est

PDH (active)

POH kinase
(ç.

PDH phosptratase

+4

- PDI-l (inactive)
? Acétyl CoA/CoA

L?DD’ Ce2’



33

faible, celle du glucose augmente. Puisque cette relation glucose-acide gras a été décrite

pour la première fois par Philip Randie au cours des années 1960, on lui donne

aujourd’hui le nom de cycle de Randie (Randie et cou., 1963). Ainsi, le cycle de Randie

ce définit comme la capacité qu’ont ces acides gras à inhiber le transport de glucose, la

glycolyse et l’oxydation du pyruvate en augmentant leur propre oxydation (Figure 11).

Le premier mécanisme par lequel les acides gras inhibent l’oxydation du

glucose implique la PDH. Une augmentation de l’oxydation des acides gras entraîne une

élévation des ratios d’acétyl CoA/CoA et de NADHINAD. Ceci se traduit par une

activation de la PDK. L’activation de la PDK phosphoryle la PDH qui devient alors

inactive et bloque la décarboxylation du pyruvate et l’oxydation du glucose par le fait

même. Ceci provoque alors par une augmentation de la production de lactate (Rodgers et

Vranic, 199$).

L’augmentation de l’oxydation des acides gras élève aussi la production du

citrate, le premier intermédiaire du cycle de Krebs. Comme le citrate inhibe à la fois la

PFK1 et la PfK2, le glucose-6-phosphate augmente à l’intérieur de la cellule.

L’accumulation de glucose-6-phosphate entraîne une diminution de l’activité de

l’hexokinase. Cette diminution de l’activité, de l’hexokinase génère une accumulation de

glucose intracellulaire favorisant alors la baisse du transport de glucose (Rodgers et

Vranic, 1998).
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Acide gras Glucose

Finalement, les acides gras peuvent également jouer sur le métabolisme du

glucose en modulant la production hépatique de glucose qui n’est pas un élément du

cycle de Randle, mais qui peut avoir des conséquences importantes dans certaines

pathologies telles que le diabète. Une concentration élevée et de longue durée d’acides

gras circulants entraîne une résistance à l’insuline. Dans ces circonstances, l’insuline ne

peut plus exercer de façon appropriée son effet inhibiteur sur la production hépatique de

glucose et son effet stimulateur sur la captation de glucose dans les tissus périphériques.

Il en résulte une augmentation de la synthèse hépatique de glucose et une diminution de

son utilisation entraînant une hyperglycémie prolongée même en présence d’insuline

(Baron et coli., 1989; Staehr et coIl., 2003).

figure 11: Le cycle de Randie. Les acides gras régulent le métabolisme du glucose via le cycle de Randie.
Voit la section 11. D. 1. pour la discussion. Adapté de Jeukendrup, A.E. Ann N YAcad 3d 967 : 217-235,
2002.
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2. Les conditions anaérobiques ou de stress métaboliques telles 1 ‘hypoxie ou

1 ‘ischémie

Tel que mentionné précédemment, au repos, le coeur métabolise

majoritairement les acides gras alors que le glucose contribue plus modestement à la

production d’énergie. Par contre, lors de conditions pathologiques telles l’ischémie

(Young et cou., 1997) ou l’hypoxie (AbdeÏ-Aleem et coll., 1999), le glucose devient la

principale source d’énergie utilisée par le coeur. En conditions anaérobiques, la demande

en ATP dépasse rapidement ses réserves. Pour palier au manque d’oxygène essentiel au

métabolisme aérobique (phosphorylation oxydative mitochondriale), le coeur accroît son

métabolisme anaérobique (glycolyse) (Morgan et col!., 1961). Certaines études ont

démontré que l’ATP formée par la glycolyse lors d’un stress métabolique a un rôle

beaucoup plus efficace que I’ATP produite par la phosphorylation oxydation

mitochondriale (Bricknell et Opie, 197$). Cette différence serait une conséquence de la

compartimentation de l’ATP formée (Gudbjamason et cou., 1970). L’ATP synthétisée

en période aérobique servirait à la contraction cardiaque, alors que l’ATP glycolytique

servirait au maintien de l’intégrité membranaire (activité électrique transmembranaire et

pompes ioniques) ce qui préviendrait l’accumulation des lysophospholipides responsables

de la lyse cellulaire (Wilkinson et Robinson, 1974; McDonald et coil., 1971; fossel et

Solomon, 1977). L’augmentation de la glycolyse entraîne une accumulation de produits

tels que le lactate. Il est donc crucial pour le coeur d’avoir un équilibre entre la

production d’ATP et l’élimination des déchets métaboliques (Apstein et coli., 1983).



36

III. LA RÉGULATION DU TRANSPORT DE GLUCOSE DANS LE COEUR

Les membranes cellulaires sont imperméables au glucose. Afin de traverser ces

membranes, le glucose nécessite l’aide de protéines porteuses ou de transporteurs

spécifiques. Il existe deux mécanismes par lesquels le glucose peut passer au travers des

membranes: un cotransporteur Na/glucose énergie-dépendant et les transporteurs

spécifiques de glucose GLUT. Les cotransporteurs sont localisés principalement dans

l’intestin et servent à concentrer le glucose contre son gradient de concentration (ilceda et

col!., 1989). Les GLUTs représentent une grande famille de transporteur composée de 13

membres dont la distribution est tissu-spécifique (Joost et Thorens, 2001). Les GLUTs

sont composés de 12 passages transmembranaires qui facilitent le déplacement du

glucose (diffusion facilitée) de l’extérieur vers l’intérieur de la cellule et vice-versa en

réponse au gradient de glucose de chaque côté de la membrane et à différents agonistes.

Dans le coeur, on retrouve plusieurs transporteurs de glucose soit le GLUT1, le GLUT3,

le GLUT4, le GLUT1 1 et le GLUT12 (Mueckler, 1994; Doege et col!., 2001; Grover

McKay et cou., 1999; Wood et Trayhum, 2003). Les GLUT3, GLUT1 1 et GLUT12 sont

exprimés de façon marginale dans le coeur et leur rôle exact n’a pas encore été élucidé.

Le GLUTI et le GLUT4 représentent approximativement 30 à 40 % et 60 à 70 % des

transporteurs de glucose exprimés dans le coeur, respectivement (fischer et coll., 1 997b).

Alors que le GLUT1 est principalement responsable du transport de base du glucose

puisqu’il est majoritairement localisé à la membrane, le GLUT4 est davantage impliqué

dans l’augmentation du transport de glucose en réponse à l’insuline (Stephens et Pilch,

1995), l’exercice (Coven et col!., 2003), l’ischémie (Young et coli., 1997) et l’hypoxie
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vers la membrane plasmatique des tubules transversaux en réponse à ces différents

stimuli (Dombrowski et cou., 1996).

A. Le transport de base

Dans le coeur, comme dans plusieurs autres tissus, le GLUT1 est responsable du

transport de base de glucose. Le GLUT1 a une constante de cinétique 26,2 mM ce qui lui

permet d’avoir une haute capacité pour le glucose même si son affinité pour ce dernier est

1-2 mM (Nishimura et coli., 1993; Maher et coil., 1996). Les deux principaux facteurs

qui influencent le transport de base dti glucose dans le coeur sont la concentration

extracellulaire du glucose et le niveau d’expression de GLUT1. Une élévation de la

concentration plasmatique du glucose entraîne une augmentation du transport de glucose

puisque le glucose traverse la membrane plasmatique via le GLUT1 selon son gradient de

concentration. La quantité de GLUTI exprimée à la membrane peut également

influencer le transport de base du glucose. Dans le coeur, l’expression de GLUTY est

hautement régulée par le statut énergétique et par les niveaux d’insuline. Ainsi, le jeûne

entraîne une diminution de GLUTI, alors qu’une hypennsulinémie provoque une

augmentation de son expression (Laybutt et coli., 1997). Il existe aussi des conditions

pathôlogiques où l’expression de GLUT1 peut être altérée comme dans l’hypertrophie

cardiaque où l’expression de GLUT1 est augmentée (Montessuit et Thorbum, 1999).

Bien que la majorité des GLUT1 soient exprimés à la membrane ($0 %), on en

retrouve également une certaine quantité (20 %) dans des vésicules intracellulaires de

GLUT4 pouvant être transloquées à la membrane en réponse à l’insuline (fischer et coIl.,

1997b; Kraegen et coli., 1993) ou l’ischémie (Young et colI., 1997). La présence de

différents pools vésiculaires contenant à la fois du GLUT1 et du GLUT4 représente une
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caractéristique spécifique au muscle cardiaque puisque dans le muscle squelettique ces

vésicules sont composées exclusivement de GLUT4 (Becker et coll., 2001; Kandror et

coll., 1995). Pour simplifier la nomenclature, ces vésicules du muscle cardiaque

contenant majoritairement du GLUT4, mais aussi un peu de GLUT1 seront nommées

vésicules de GLUT4.

B. Le transport de glucose en réponse i l’insuline

Tel que mentionné précédemment, l’insuline peut activer trois voies de

signalisation distinctes (Figure 2). Alors que l’activation de la voie de Ras-MEK

ERK1/2 entraîne une réponse mitogénique caractérisée par la synthèse protéique et la

prolifération cellulaire (voir section I. C.), la voie de signalisation phosphatidylinositol 3-

kinase-dépendante et la voie APS/CAP régulent le transport de glucose en favorisant la

translocation des vésicules de GLUT4 en réponse à l’insuline. Ces deux voies de

signalisation activent des. enzymes qui leur sont propres.

1. La voie de signalisation phosphatidylinositol 3-kinase-dépendante

La stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline nécessite

l’activation d’une voie de signalisation spécifique dont le résultat entraîne la

translocation, du cytoplasme vers la membrane plasmatique, des vésicules de GLUT4

(Becker et colI., 2001) (Figure 12).

La première étape dans le processus de stimulation du transport de glucose par

l’insuline est la liaison de cette hormone au récepteur à l’insuline. Le récepteur à

l’insuline est un tétramère composé de deux sous-unités Œ (extracellulaires) liées par des

ponts disulfure à deux sous-unités f3 (transmembranaires). C’est la sous-unité et qui lie
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l’insuline. Il existe deux isoformes (A et B) du récepteur à l’insuline. Dans le coeur,

l’isoforme A, à haute affinité, est prédominante et représente plus de 95 % des récepteurs

à l’insuline (Mosthaf et cou., 1990). Le récepteur à l’insuline est une enzyme

allostérique transmembraire dont l’activité tyrosine kinase de la sous-unité f3 est inhibée

par la sous-unité Œ à l’état de base. La liaison de l’insuline à son récepteur entraîne un

changement de conformation qui provoque le relâchement de l’action inhibitrice de la

GLUT4

Figure 12 : Les deux voies de signalisation responsables de la stimulation du transport de glucose en
réponse à l’insuline. L’insuline active une voie de signalisation P13-Kdépendante et la voie de
signalisation APS/CAP qui est P13-K-indépendante. Voir les sections III. B. I. et III. 8.2. pour la
discussion. IR, récepteur à / ‘insuline.

sous-unité c. Ainsi, l’insuline induit une autophosphorylation des résidus tyrosine de la

sous-unité f3 de son récepteur (Cheatham et Kahn, 1995; Lee et Pilch, 1994). La

phosphorylation de six à sept résidus tyrosine est essentielle à une boime activation du

récepteur.

La famille des protéines IRS (insulin-receptor substrate) est constituée de

quatre membres dont l’IRS-l qui est le principal substrat du récepteur à l’insuline.

D]

î
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Bj

/



40

L’RS-l possède un domaine PH (pleckstrin homology) et un domaine de liaison aux

phospho-tyrosines SH2 (src homology 2). Ces deux domaines sont importants pour le

recrutement de l’WS-l vers la membrane et la liaison de l’IRS-l à la sous-unité f3 du

récepteur à l’insuline (Sesti et coll., 2001). Une fois activée par phosphorylation des

résidus tyrosine, l’WS-l sert de protéine d’ancrage à plusieurs molécules contenant un

domaine 5H2. La présence d’un domaine SH2 est essentielle afin de permettre la liaison

de ces molécules aux différents sites phosphorylés en tyrosine. L’RS-2 est également

exprimé dans le coeur, et pourrait jouer un rôle dans l’action de l’insuline, mais son rôle

exact est encore mal défini (Velloso et coU., 199$).

La phosphatidylinositol 3-kinase (PI3K) de classe lA est une protéine située

en aval de l’IRS-l. Cette protéine est composée de deux sous-unités : la sous-unité

régulatrice p85 et la sous-unité catalytique PI 10. Il existe deux isoformes de p85 (a et f3)

qui sont exprimées dans le coeur. Les formes tronquées de p85Œ (p55a et p5Oa) sont

également présentes dans le coeur alors que la forme tronquée p55y y est absente (Oudit et

coIl., 2004). La p85 possède les domaines SH2 nécessaires à la fixation de la PI3K atix

sites phosphorylés en tyrosine de l’RS-l. La p85 agit donc comme adaptateur et permet

la liaison de l’RS-l à la p110 (Shepherd, 2005). Il existe trois isoformes de p110 (Œ, f3,

ô) pouvant se lier à la p85. Dans le coeur, la pi 10f3 n’est retrouvée qu’en très faible

quantité et la pllOô est inexistante. C’est la pii0Œ qui est la plus abondante (Hu et oll.,

1993). L’activation de la PI3K permet la synthèse de phosphatidylinositol 3,4,5-

triphosphate (PLP3) à partir du phosphatidylinositol 4,5-diphosphate. En utilisant

différentes approches expérimentales, il a été démontré que la PI3K joue un rôle essentiel
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dans la stimulation du transport de glucose par l’insuline. Les données démontrent que

l’inhibition de la PI3K avec un agent pharmacologique spécifique (Huisamen et coil.,

2001) ou un adénovirus dominant-négatif (DN-) (Quon et cou., 1995), bloque

complètement la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline. De plus, la

surexpression de la PI3K constitutivement active est suffisante pour mimer l’effet

stimulateur de l’insuline sur le transport de glucose (Oison et cou., 1995). Ainsi, la PI3K

est une enzyme dont le rôle est bien établi dans le transport de glucose en réponse à

l’insuline.

Le PW3 synthétisé par la PI3K agit comme second messager et orchestre

l’activation de plusieurs molécules de signalisation en interagissant avec les domaines PH

de ces enzymes telles la PDKI (phosphoinositide-dependent kinase 1) (Vanhaesebroeck

et Alessi, 2000). La PDKÏ est l’enzyme responsable de l’activation de deux molécules

impliquées dans la translocation des vésicules de GLUT4 la protéine kinase B (PKB)

aussi nominée Akt (Tanti et cou., 1997; Welsh et col!., 2005) et les PKC atypiques

(farese, 2002). La PDK1 active la PKB en phosphorylant les résidus sérine ‘n et

thréonine 308 (Vanhaesebroeck et Alessi, 2000). Il existe trois isofonnes de la PKB (Œ, 13

et y). Dans le coeur, on retrouve principalement les isoformes Œ et f3 (Dom et force,

2005). La PKB Œ joue un rôle déterminant dans le développement et la différentiation

cellulaire puisqu’il a été démontré que les souris «knockout» (KO) pour la PKB c ont

un haut taux de mortalité ainsi qu’une diminution du poids corporel à la naissance et une

diminution de la vascularisation due à une hypotrophie placentaire (Cho et coU., 2001b;

Yang et coll., 2004). Chez la souris KO pour la PKB 13, les complications reliées à
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l’absence de cette enzyme sont totalement différentes de celles observées chez la souris

KO pour la PKB a. Cho et col], ont démontré que la souris KO pour la PKB f3 ont des

caractéristiques semblables à celles rencontrées chez les patients atteints du syndrome

métabolique. Ainsi, ces souris ont une augmentation de la glycémie à jeun, une

résistance périphérique à l’insuline, une augmentation de la production hépatique de

glucose et un accroissement de la taille des îlots du pancréas responsables de la sécrétion

de l’insuline (Cho et coll., 2001a). Il a été rapporté que la surexpression de la PKB

f3, mais pas celle de la PKB a, dans des fibroblastes KO pour la PKB f3 restore la

stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline (Bac et colI., 2003). Ainsi, la

PKB f3 exerce un rôle différent de la PKB et et est impliquée dans la régulation du

métabolisme du glucose et dans le transport de glucose en réponse à l’insuline (Cho et

coil., 2001a; Garofalo et colI., 2003). Contrairement aux souris KO pour les PKB et et f3,

la souris KO pour la PKB y ne présente aucun retard de croissance et possède un

métabolisme de glucose normal (Tschopp et cou., 2005). Cette isoforme de la PKB joue

plutôt un rôle crucial dans le développement du cerveau post-natal (Tschopp et coll.,

2005). Bien que des études aient démontré que l’activation de la PKB soit PI3K-

dépendante (Morisco et coli., 2005; Zhang et colt., 2003), plusieurs données suggèrent

l’existence d’une dissociation entre l’activité de la PI3K et celle de la PKB (Tremblay et

coll., 2005) dans différents modèles de résistance à l’insuline (Kim et coll., 1999;

Kruszynska et coll., 2002; Bandyopadhyay et coU., 2005). Il existe trois classes de PKC:

les classiques qui sont activées par le DAG et Ca2-dépendarite, les nouvelles qui sont

activées par le DAG, mais sont Ca2-indépendantes et les atypiques qui ne sont pas
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activées par le DAG ou le Ca2 (Becker et Hannun, 2005). L’insuline entraîne

l’activation de PKC atypiques ( et 2Jt) de façon PDK1-dépendante (Egawa et cou.,

2002; Bandyopadhyay et cou., 1999). Bien que l’implication des PKC et dans la

stimulation du transport de glucose par l’insuline ait été démontrée à plusieurs reprises

dans le tissu adipeux et le muscle squelettique, leur rôle demeure controversé dans le

coeur (Russ et Eckel, 1995).

2. La voie de signalisation AP$/C’AP

Au cours des dernières années, il a été proposé qu’il existait une autre voie de

signalisation PI3K-indépendante activée par l’insuline: la voie APS/CAP (adaptor

protein containiizg PH and SH2 doinains/Cbl-associated protein) (figure 12). Les

enzymes de cette voie sont compartimentées dans des microdomaines membranaires très

spécialisés nommés cavéoles. Les cavéoles sont des invaginations d’amas lipidiques

composées de cavéoline et de flotilline (Galbiati et cou., 2001). L’activation de cette

voie permet le recrutement et la transiocation des vésicules de GLUT4 à des endroits

spécifiques de la membrane plasmique (Kanzaki et Pessin, 2003). La stimulation de la

voie APS/CAP par l’insuline entraîne la phosphorylation de Cbl par le récepteur à

l’insuline et le recrutement de Cbl vers les cavéoles (Baumanu et cou., 2000). Ce

processus d’activation de Cbl nécessite la contribution de deux protéines: APS et CAP.

Tout d’abord, Cbl et CAP fonnent un hétérodimère qui interagit avec l’APS afin de

pouvoir être recruté par le récepteur à l’insuline. C’est l’APS qui facilite la

phosphorylation et l’activation de Cbl par le récepteur à l’insuline (Ahmed et coil., 2000;

Liu et cou., 2002). Une fois Cbl activé, le complexe Chu-CAP est dirigé vers les cavéoles
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où ii recrute la protéine adaptatrice Crkll. CrHI forme alors un complexe

hétérodimérique avec C3G, ce qui active TC1O, une GTPase de la famille des protéines

Rho localisée dans les cavéoles. L’activation de TC1O est essentielle à la stimulation du

transport de glucose et la translocation de GLUT4 èn réponse à l’insuline, mais aussi en

réponse au choc osmotique dans les cellules adipeuses (Watson et cou., 2003; Guai et

coiL, 2002). TC1O favorise par la suite la formation d’un complexe composé des

protéines Exo7O, Sec6 et Sec8 qui permet l’attachement et l’encrage des vésicules de

GLUT4 à la membrane piasmatique afin de permettre l’exocytose des vésicules de

GLUT4 (moue et cou., 2003; Lipschutz et Mostov, 2002). Bien que la voie APS/CAP et

tous les mécanismes de translocation vésiculaire décrits aient surtout été étudiés dans les

cellules adipeuses, l’implication de cette voie dans la transiocation de GLUT4 semble

plus controversée dans le muscle squelettique (JeBailey et cou., 2004). Par contre, il

reste possible que de tels mécanismes modulent également la transiocation des vésicules

de GLUT4 dans le coeur puisque cette voie de signalisation est également activée par

l’insuline dans le muscle cardiaque (Gupte et Mora, 2006).

3. La modulation de 1 ‘activité intrinsèque des transporteurs de glucose

La stimulation de la translocation des vésicules de GLUT4 représente le

mécanisme principal par lequel le transport de glucose est augmenté dans les cellules.

Par contre, il a récemment été proposé que le transport de glucose peut également être

régulé via la modulation de l’activité intrinsèque des GLUTs. Il a été démontré qu’une

stimulation f3-adrénergique peut diminuer le transport de glucose sans modifier le

contenu plasmatique en GLUT, mais plutôt en inhibant l’activité intrinsèque de ces
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transporteurs en favorisant une phosphorylation en sérine de ces derniers (Kuroda et cou.,

1987; Lawrence, Jr. et cou., 1990). Il a également été proposé que l’insuline peut

augmenter l’activité intrinsèque des GLUT4 via la p38MAPK (Somwar et cou., 2000;

Somwar et cou., 2001). Par contre, l’implication de la p38MAPKdans la régulation de

l’activité intrinsèque de GLUT4 en réponse à l’insuline pourrait être tissuspécifique

puisque des résultats contradictoires ont été obtenus dans certains types cellulaires

(Antonescu et coll., 2005). Des études plus complètes restent toujours à être réalisées

afin de déterminer le rôle exact de la p38MAPK dans la modulation de l’activité

intrinsèque des GLUTs et dans le transport de glucose en réponse à l’insuline dans le

muscle cardiaque.

4. La cessation du transport de glucose

L’arrêt de la stimulation du transport de glucose est également un phénomène

bien contrôlé. La diminution ou le rétablissement du transport de glucose vers un niveau

basal se traduit par l’endocytose des GLUT4. Dans le coeur, l’internahsation de GLUT4

se fait par invagination de la membrane plasmatique tapissée de clathrine (SIot et coll.,

1991). Une fois l’invagination réalisée, la dynamine encercle la vésicule en formation

afin de permettre la scission de cette dernière avec la membrane (Muhlberg et coil.,

1997). L’arrêt de la stimulation du transport de glucose par l’insuline se fait

principalement par deux mécanismes la déphosphorylation du récepteur à l’insuline et

de ses substrats et la phosphorylation des résidus sérine du récepteur et de l’IRS-l. Les

protéines tyrosine phosphatases sont responsables de la déphosphotylation du récepteur à

l’insuline. La PTP1B et SHP-1 représentent deux de ces phosphatases qui sont activées

par l’insuline (Dadke et coll., 2001) (Dubois et coll., 2006). L’activation de ces
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1987; Lawrence, Ir. et col!., 1990). Il a également été proposé que l’insuline peut

augmenter l’activité intrinsèque des GLUT4 via la p38MAPK (Somwar et col!., 2002;

Somwar et cou., 2001). Par contre, l’implication de la p38MAPK dans la régulation de

l’activité intrinsèque de GLUT4 en réponse à l’insuline pourrait être tissu-spécifique

puisque des résultats contradictoires ont été obtenus dans certains types cellulaires

(Antonescu et cou., 2005). Des études plus complètes restent toujours à être réalisées

afin de déterminer le rôle exact de la p38MAPK dans la modulation de l’activité

intrinsèque des GLUTs et dans le transport de glucose en réponse à l’insuline dans le

muscle cardiaque.

4. La cessation du transport de glucose

L’ arrêt de la stimulation du transport de glucose est également un phénomène

bien contrôlé. La diminution ou le rétablissement du transport de glucose vers un niveau

basal se traduit par l’endocytose des GLUT4. Dans le coeur, l’internalisation de GLUT4

se fait par invagination de la membrane plasmatique tapissée de clathrine (Siot et coli.,

1991). Une fois l’invagination réalisée, la dynamine encercle la vésicule en formation

afin de permettre la scission de cette dernière avec la membrane (Muhlberg et col!.,

1997). L’arrêt de la stimulation du transport de glucose par l’insuline se fait

principalement par deux mécanismes: la déphosphorylation du récepteur à l’insuline et

de ses substrats et la phosphorylation des résidus sérine du récepteur et de l’IRS-l. Les

protéines tyrosine phosphatases sont responsables de la déphosphorylation du récepteur à

l’insuline. La PTP 1 B représente une de ces phosphatases qui est activée par l’insuline

(Dadke et col!., 2001). L’activation de la PTP1B génère une rétro-action négative sur

l’activation du récepteur à l’insuline. Ce phénomène permet de contrôler l’action de
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phosphatases génèrent une rétro-action négative sur l’activation du récepteur à l’insuline.

Ce phénomène permet de contrôler l’action de l’insuline. Un autre mécanisme provoque

aussi l’inhibition du récepteur à l’insuline et de l’IRS-l, mais cette fois en augmentant la

phosphorylation de leurs résidus sérine (Koïter et cou., 1997). Il a été démontré qu’une

phosphorylation en sérine du récepteur à l’insuline inhibe l’activation de l’ERS-l ainsi

que le transport de glucose en réponse à l’insuline (White, 2002). Plusieurs enzymes

sérine/thréonine kinase peuvent agir sur le récepteur à l’insuline et l’ERS-1 afin de les

désactiver telles la PKB (Li et coll, 1999), la PI3K (Freund et coIl., 1995), la PKC

(Ravichandran et colI., 2001), la GKS-3 (glycogen synthase kinase-3) (Eldar-Finkelman

et Krebs, 1997), la voie mTOR (maminaÏian target of raparnycin)/p70 S6 kinase

(Khamzina et coll., 2005) et l’ERKI/2 (extracellular signat-regulated kinase) (De Fea et

Roth, 1997). L’activation de toutes ces enzymes est PI3K-dépendante sauf pour la voie

mTOR!p70 S6 kinase qui peut aussi être modulée par la présence d’acides aminés

(Tremblay et Marette, 2001) ou une diète riche en gras (Kharnzina et coll., 2005) et pour

l’ERK1/2 qui est PI3K-indépendant. La stimulation de ERK1/2 résulte de l’activation du

complexe Ras. L’insuline favorise l’activation de ce complexe en activant Grb2 via

l’ERS-l ou via Shc phosphorylé sur la tyrosine par le récepteur à l’insuline (Brownsey et

coll., 1997). Finalement, l’activation du complexe Ras provoque successivement la

phosphorylation en sérine/thréonine des enzymes Raf, MEK et ERKI/2. Les mécanismes

de contre-régulation de l’insuline sont généralement reconnus et acceptés, mais la

démonstration du rôle d’une telle cascade de signalisation n’a pas été démontrée de façon

formelle dans le muscle cardiaque (Figure 2).
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C. Le transport de glucose en réponse au stress métabolique

1. Les particularités du stress métabolique

Bien que le coeur utilise préférentiellement les acides gras afin de combler ses

besoins énergétiques, il existe certaines conditions physiopathologiques ou stress

métabolique (ischémie ou hypoxie) où le coeur utilise d’autres substrats. Ainsi, en

période de stress métabolique, le glucose devient la principale source d’énergie employée

par le coeur. Ce changement de substrat est dû au manque d’oxygène qui rend impossible

une synthèse suffisante d’ATP au niveau mitochondrial pour combler ses besoins

énergétiques. Ainsi, le coeur favorise la production d’ATP via la glycolyse qui ne

nécessite pas d’oxygène. Comme le glucose devient un substrat essentiel dans ces

conditions, le coeur doit donc augmenter sa captation de glucose afin de subvenir à ses

besoins. Dans de telles circonstances, l’augmentation du transport de glucose se fait

grâce à l’augmentation de la translocation des vésicules de GLUT4 vers la membrane

plasmique (Young et col!., 1997; Zierath et coil., 1998). Par contre, il existe deux

différences importantes entre la stimulation du transport de glucose par un stress

métabolique et par l’insuline. Tout d’abord, l’insuline et le stress métabolique recrutent

des pools vésiculaires de GLUT qui sont différents (Becker et coli., 2001). Cette

particularité est également observée dans le muscle squelettique entre l’insuline et

l’exercice (Codene et col!., 1995). Contrairement à l’insuline où les vésicules mobilisées

à la membrane contiennent très peu de GLUT1, le stress métabolique entraîne la

translocation de vésicules composées à la fois de GLUT1 et de GLUT4 (Young et coll.,

1997). En réponse à l’insuline, l’élévation des GLUT4 membranaires résulte d’une

augmentation de l’exocytose des vésicules de GLUT4. Par contre, il a été suggéré qu’une
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diminution de l’endocytose des GLUT4 serait davantage responsable de l’augmentation

des GLUT4 membranaires observée lors d’un stress métabolique dans le coeur (Yang et

Holman, 2004). La deuxième différence entre l’insuline et le stress métabolique est au

niveau de la voie de signalisation activée par les deux stimuli. L’insuline et le stress

métabolique ont des effets additifs sur le transport de glucose et la translocation des

vésicules de GLUT4 (Pelletier et colI., 2005; Sun et coll., 1994), ce qui suggère que les

deux stimuli activent des voies de signalisation distinctes. Alors que l’insuline active une

voie de signalisation PI3K-dépendante essentielle à la stimulation du transport de

glucose, le stress métabolique stimule le transport de glucose de façon PI3K-

indépendante (Figure 13) (Pelletier et coll., 2005; Egert et coll., 1999; Russell III et coll.,

1999). Pour augmenter le transport de glucose dans le muscle squelettique, la contraction

•? ATP/AMP
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Figure 13 Les enzymes responsables de la stimulation du transport de glucose en réponse au
stress métabolique. Voir les sections 111. C. 2. pour la discussion.

et l’hypoxie stimulent également une voie de signalisation PI3K-indépendante, similaire

à celle activée par un stress métabolique dans le coeur (Lund et coll., 1995; Mu et coll.,

2001). Par contre, il a été démontré que la contraction cardiaque augmente le transport

de glucose via l’activation d’une voie de signalisation PI3K-dépendante (Till et cou.,

1997). Ainsi, il semble que la contraction cardiaque active une voie de signalisation

Stress métaboSque
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différente de celle stimulée par le stress métabolique pour augmenter le transport de

glucose dans le muscle cardiaque.

2. L ‘activation d’une voie de signalisation phosphatidylinositol 3-kinase-

indépendante

Au cours des dernières années, plusieurs enzymes ont été identifiées comme

étant impliquées dans la stimulation du transport de glucose en réponse au stress

métabolique. L’enzyme la plus importante est sans aucun doute l’AMPK. L’AMPK est

un hétérodimère composé d’une sous-unité catalytique Œ et de deux sous-unités

régulatrices 3 et y (Carling, 2004). Dans le coeur, il existe deux isoformes de la sous-

unité Œ (cd et a2) (Stapleton et coll., 1996). L’AMPK est une sérine/thréonine kinase

qui agit comme senseur énergétique. L’AMPK est activé par l’AMPKK qui phosphoryle

le résidu thréonine’72 ou par une augmentation du ratio de l’AMP/ATP qui active

l’enzyme de façon allostérique (Hallows, 2005). L’AMPK est inhibé par une diminution

du ratio de l’AMP/ATP et par le NADH (Rafaeloff-Phail et colI., 2004). Comme

mentionné précédemment, la contraction cardiaque constitue un stimulus particulier au

niveau cardiaque puisqu’il possède des spécificités qui le distingue du stress métabolique.

Cela se reflète également au niveau de l’implication de l’AMPK dans la stimulation du

transport de glucose en réponse à la contraction cardiaque. Il a été démontré que la

contraction cardiaque, contrairement au stress métabolique, n’ active pas l’AMPK dans le

coeur (Beauloye et colI., 2002), ce qui laisse suggérer que cette enzyme n’est pas

impliquée dans l’augmentation du transport de glucose en réponse à la contraction dans le

muscle cardiaque. Par contre, cette enzyme est impliquée dans la stimulation du

transport de glucose en réponse au stress métabolique dans le coeur. Il a été démontré que
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la suppression de l’activation de l’AIvIPK, en surexprimant un AMPK ayant une activité

kinase altérée sur la sous-unité OEl, entraîne une inhibition complète de la stimulation du

transport de glucose en réponse à une ischémie partielle (Russell III et coll., 2004).

L’utilisation d’un adénovirus DN-AMPK a confirmé le rôle essentiel de cette enzyme

dans la stimulation du transport de glucose en réponse à une hypoxie chimique (Pelletier

et coll., 2005) et à une ischémie complète (Xing et coll., 2003). Toutefois, dans ces deux

conditions, l’inhibition du transport de glucose n’est que partielle. Cela suggère qu’une

autre voie de signalisation pourrait participer à ce processus dans le coeur. Ainsi, deux

voies de signalisation, une AMPK-dépendante et l’autre AMPK—indépendante, seraient

activées en réponse à une hypoxie et une ischémie complète, afin d’augmenter de façon

maximale le transport de glucose dans le coeur. La contribution de 1’AMPK dans la

stimulation du transport de glucose pourrait donc dépendre de la nature et de la sévérité

du stimulus détecté dans le muscle cardiaque.

Il est clair que le stress métabolique active une voie de signalisation AMPK

dépendante afin de stimuler le transport de glucose. Par contre, les enzymes localisées en

aval de l’AMPK sont encore bien peu connues. Récemment, la p38MAPK a été

identifiée comme étant une enzyme impliquée dans le transport de glucose en réponse au

stress métabôlique et dont l’activation est AMPK-dépendante (Lemieux et coli., 2003; Li

et coll., 2005; Pelletier et coll., 2005). La p38MAPK semble être activée via la formation

du complexe AMPKJTAB1 (Li et coIl., 2005). Une étude a démontré que l’activation de

la p38MAPK dans le muscle cardiaque ne serait pas dépendante de l’activation de

l’AMPK en réponse à l’exercice physique (Musi et col!., 2005). Cela suggère, une fois
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de plus, que la contraction cardiaque stimule le transport de glucose via l’activation d’une

voie de signalisation distincte de celle activée lors d’un stress métabolique au niveau du

coeur. Le rôle exact de la p38MAPK dans le transport de glucose est controversé. Il a été

démontré que l’inhibition de la p38MAPK en réponse au stress métabolique diminue le

transport de glucose sans affecter la translocation de GLUT4 vers la membrane

plasmatique dans les cellules adipeuses (Yarnaguchi et colI., 2005). Ainsi, la p38MAPK

serait impliquée dans la régulation de l’activité intrinsèque des GLUTs situés à la

membrane plasmatique plutôt que dans le mécanisme de translocation de ces

transporteurs. Dans le coeur, il a été démontré que l’inhibition de la p38MAPK altère la

translocation de GLUT4 vers la membrane plasmiquc (Li et coll., 2005). Ainsi, la

p38MAPK pourrait être impliquée dans le processus de translocation des GLUTs dans le

coeur, mais d’autres études devront confirmer le rôle de la p38MAPK dans le transport de

glucose en réponse au stress métabolique dans le coeur. Ainsi, la divergence des résultats

sur le rôle de la p38MAPK dans le transport de glucose suggère que cette enzyme

pourrait exercer un effet tissu-spécifique.

3. Les autres enzymes candidates possibles

Le eNOS (endotheliaÏ nitric oxide synthase) permet la synthèse du NO et est

activé par I’AMPK dans le coeur (Chen et coll., 1999). Certaines études suggèrent que

l’activation de eNOS est impliquée dans la translocation de GLUT4 de façon AMPK

dépendante (Li et cou., 2004), alors que d’autres démontrent que le NO diminue ce

processus en réponse à l’ischémie cardiaque (Lei et coli., 2005). Ainsi, l’implication de

eNOS dans la stimulation du transport de glucose en réponse au stress métabolique est

encore incertaine.
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D’autres enzymes pourraient également contribuer à l’augmentation du

transport de glucose en réponse au stress métabolique. Les PKC dites classiques sont

activées par le stress métabolique et leur implication dans le transport de glucose semble

très probable (Khayat et coll., 1998; Agnetti et col!., 2005). La CAMK

(Ca2/catmodulin-dependent protein kinase) représente une enzyme qui pourrait, elle

aussi, être impliquée dans la stimulation du transport de glucose lors du stress

métabolique (Wright et coli., 2005). Pour l’instant, très peu d’études ont été réalisées

dans le coeur sur la PKC et la CAIV1X et nous ne savons pas si ces enzymes sont activées

de façon AIvIPK-dépendante ou —indépendante.

D. Régulation du transport de glucose dans le coeur

1. Les agonistes

Il existe différents facteurs pouvant modifier le métabolisme du glucose dans

le coeur. Parmi les facteurs qui favorisent un meilleur transport du glucose dans le coeur

on retrouve l’entraînement physique. Il a été démontré que l’exercice peut induire une

augmentation de l’expression de GLUT4 qui se traduit par une élévation potentielle du

métabolisme glycolytique dans le coeur (Chu et coil., 2005; Hashimoto et coll., 2004).

De plus, il a été démontré que l’exercice entraîne une augmentation de la sensibilité à

l’insuline dans le coeur. L’exercice provoque une diminution du contenu en glycogène

retrouvé dans le coeur. La diminution du contenu en glycogène ainsi que l’exercice

physique sont associés à une augmentation de l’activation de la PKB (Lajoie et col!.,

2004b; Lajoie et col!., 2004a). La diminution du contenu en glycogène et la suractivation

de la PKB pourraient être responsables de l’augmentation de la sensibilité à l’insuline

observée après un entraînement physique (Richter et coll., 2001; Katome et cou., 2003).
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Le préconditionnement est un phénomène d’adaptation qui permet au coeur

d’être plus résistant lors de périodes prolongées d’hypoxie ou d’ischémie. Le

préconditionnement est généré en exposant le coeur à plusieurs courtes périodes

successives d’ischémie ou d’hypoxie non-léthales. Comme l’exercice, le

préconditioimement induit une augmentation de l’expression de GLUTI et GLUT4

(Jones et Bergeron, 2001; Nishino et cou., 2004) et une diminution du contenu en

glycogène dans le coeur (McNulty et cou., 1996). Ces changements permettent

d’améliorer le transport de glucose en réponse à l’insuline ou à un stress métabolique et

sont associés à une hausse de la sensibilité à l’insuline telle que mentionnée

précédemment.

Finalement, il existe des inhibiteurs des protéines tyrosines phosphatases qui

miment les effets biologiques de l’insuline (Jackson et coli., 1988). Parmi ces

inhibiteurs, on retrouve les composés de vanadate présents dans la plupart des organismes

vivants (Mohammad et coil., 2002; Sekar et coli., 1996). En plus d’améliorer la fonction

cardiaque, il a été démontré que l’administration de ces composés diminue

l’hyperglycémie et améliore l’action de l’insuline chez les rats diabétiques (Heyliger et

cou., 1985; Yuen et colI., 1993; Noda et coll., 2003). Les protéines tyrosines

phosphatases sont responsables de la contre-régulation de l’action de l’insuline. Ainsi,

l’inhibition de ces enzymes par les composés de vanadate entraîne une prolongation de

l’effet de l’insuline. Bien que l’inhibition des protéines tyrosines phosphatases représente

le principal mécanisme d’action des composés de vanadium, ces derniers exercent

également leur effet via l’activation d’autres processus. Il a été démontré que le vanadate

stimule la phosphorylation en tyrosine du récepteur à l’insuline et de l’IRS-l favorisant
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ainsi l’augmentation du transport de glucose (Ge et cou., 1999; Tardif et coiL, 2003). De

plus, l’activation de la PKB et du transport de glucose en réponse au vanadate sont PI3K-

dépendantes dans les cardiocytes (Tardif et coiL, 2003; Donthi et coIl., 2000). La

restauration des niveaux d’expression de GLUT4 chez les rats diabétiques en réponse à

un traitement au vanadate représente un autre mécanisme d’action pouvant expliquer

l’effet bénéfique de ce composé sur l’action de l’insuline (Kopp et coIl., 1997). Le

vanadate exerce également un effet antioxydant pouvant avoir un effet positif sur le

transport de glucose (Matsubara et colI., 1995). Ainsi, le vanadate représente un autre

facteur pouvant améliorer le transport de glucose dans le coeur.

2. Les inhibiteurs

Bien que certaines conditions physiologiques ou agents chimiques permettent

d’améliorer le transport dc glucose au niveau cardiaque, il existe également des facteurs

qui contribuent à diminuer ce processus. Tout d’abord, une diminution de l’expression

des transporteurs GLUT4 peut altérer de façon significative la captation de glucose en

réponse à différents stimuli. Le jeûne prolongé ainsi que le diabète (type 1 et 2)

représentent deux situations physiologiques et physiopathologiques où les niveaux de

GLUT1 et de GLUT4 sont diminués (Van der Lee et colI., 2001; Sugden et Holness,

1993; Camps et coil., 1992; Heled et coll., 2005). Les mécanismes de régulation qui

gèrent l’expression des GLUTs dans le coeur ne sont pas comrns, mais il a été proposé

que l’absence d’insuline durant le jeûne et dans le diabète pourrait influencer l’expression

génique de ces transporteurs (Zorzano et col!., 1997).

Les acides gras peuvent également exercer un effet délétère sur le transport de

glucose en réponse à l’insuline. Lorsqu’en grande quantité dans le sang, les acides gras
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peuvent induire une résistance à l’insuline. L’excès d’acides gras est dirigé entre autre

vers le coeur où il est entreposé sous forme de triglycérides (Shah et Shannon, 2003).

Bien que les acides gras peuvent inhiber l’utilisation du glucose via le cycle de Randie,

ils peuvent aussi altérer le métabolisme du glucose en induisant une résistance à

l’insuline via l’activation de trois mécanismes distincts. Tout d’abord, les acides gras

peuvent activer des PKC nouvelles (PKCO) qui stimulent l’IicB kinase (11(K), une sérine

kinase (Russeil, 2004). L’IKK peut ensuite phosphoryler l’IRS-l sur des résidus sérines

ce qui inactive l’IRS-l et empêche le recrutement de la PI3K pour la transiocation des

vésicules de GLUT4 en réponse à l’insuline (Gao et coll., 2002). L’IXK peut également

induire la résistance à l’insuline yia la transcription NF-KB-dépendnte de différents gênes

tels SOCS (Russell, 2004). Deuxièmement, les acides gras peuvent activer certaines

phosphatases telles la PTEN (phosphatase and tensin homologue detected on

chromosome 10). La PTEN possède la capacité de déphosphoryler PIP3 et, par

conséquent, réduit l’activation de la PDK1 ce qui inhibe la PKB qui est impliquée dans la

stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline (Maehama et Dixon, 199$).

Finalement, les acides gras peuvent altérer la voie de signalisation de l’insuline via la

génération de sphingolipides tels les céramides. Les céramides inhibent la PKB en

bloquant sa translocation et en favorisant sa déphosphorylation par la protéine

phdsphatase 2A (Stratford et coll., 2004).

Le stress oxydatif représente un déséquilibre entre la production des ROS et le

système de défense antioxydant. La formation des ROS se produit essentiellement au

niveau de la mitochondrie (Figure 14). Dans la nature, les molécules d’oxygène peuvent
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produire des radicaux libres tels l’anion superoxyde (O{) grâce à la xanthine et/ou la

NADH oxydase. La superoxyde dismutase (SOD) est une enzyme qui catalyse la

formation de peroxyde d’hydrogène (F1202) à partir de deux molécules dc O{. Le F1202

peut être métabolisé en radical d’hydroxyl (OH) ou en eau par la catalase ou la

X an th in e
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Figure 14 La régulation de la produçtion et de la dégradation des ROS.
Voir les sections III. D. 2. pour la discussion.

gluthatione. La surproduction de ROS peut être stimulée par l’aldostérone (Rude et coll.,

2005), l’inflammation (Morena et coil., 2005), la dyslipidémie (Xu et coll., 2005) et

l’hyperglycémie (Niedowicz et Daleke, 2005). Bien que la formation des ROS soit

essentielle au bon fonctionnement de l’organisme, une surproduction peut avoir des effets

délétères. Le stress oxydatif favorise le développement de l’athérosclérose en diminuant

la fonction endothéliale tel que mentionné dans la section I. B. De plus, l’accumulation

de ROS diminue la sécrétion d’insuline (Zraika et coll., 2006; Poitout et Robertson, 2002)

et réduit la sensibilité des tissus périphériques à cette hormone (Evans et coll., 2005;

Bloch-Damti et Bashan, 2005; Houstis et coll., 2006). Ainsi, le stress oxydatif pourrait

jouer un rôle important dans l’étiologie du diabète. Par contre, les mécanismes activés

par les ROS pour induire la résistance à l’insuline sont encore bien peu connus. Il a été

suggéré que le stress oxydatif pourrait activer la voie de signalisation llKK- /NF-iB
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(nuclearfactor kappa B). L’activation de NF-icB inhiberait la stimulation de l’WS-l par

l’insuline et, ainsi, bloquerait l’augmentation du transport de glucose en réponse à cette

hormone (Itani et coli., 2002; Ogihara et coil., 2004; Ogihara et cou., 2004). Il a été

démontré que le stress oxydatif active également certaines MAPK telles ERK 1/2

(Gaitanaki et cou., 2003) et que l’activation de base de cette enzyme est augmentée chez

les patients diabétiques (Carlson et coil., 2003). Comme mentionné dans la section III. B.

4., ERK 1/2 induit une rétroaction négative sur le transport de glucose en réponse à

l’insuline et pourrait donc contribuer au développement de la résistance à l’insuline

induite par les ROS (Bloch-Damti et Bashan, 2005).

IV. L’IMPLIcATIoN DES CORPS CÉTONIQUES SUR L’ORGANISME

Le métabolisme du glucose peut être modulé par plusieurs substrats énergétiques.

Il a été démontré que les acides gras peuvent influencer le métabolisme du glucose:

1) en inhibant son oxydation via le cycle de Randie et, 2) en réduisant son transport en

créant une résistance à l’insuline dans les tissus sensibles à cette hormone tel le coeur. Le

glucose peut lui-même produire des effets qui se reflètent au niveau de son métabolisme.

Ainsi, l’hyperglycémie, via la production de stress oxydatif, peut elle aussi entraîner le

développement de la résistance à l’insuline dans le coeur. Tous ces mécanismes de

contre-régulation permettent de balancer l’utilisation des différents substrats énergétiques

retrouvés dans l’organisme. Bien que le glucose et les acides gras représentent les deux

principaux substrats retrouvés dans le coeur, il peut arriver que les corps cétoniques

augmentent de façon considérable. Et alors, quel est leur impact sur le métabolisme du

glucose?



5$

A. Les conditions physiologiques et physiopathologiques qui favorisent la

cétogenèse

De façon générale, on distingue trois stades cliniques reliés à la concentration

plasmatique de corps cétoniques: la condition normale (<0,1 mM), l’hypercétonémie

(>1 mlvi) et l’acidocétose (>3 mM) (Owen et coll., 1969; Laffel, 1999). Normalement,

les concentrations de corps cétoniques sont inférieures à 50 jiM après un repas. Il existe

différentes circonstances qui peuvent favoriser la production de corps cétoniques chez

l’humain. Tout d’abord, l’hypercétonémie peut être induite par certaines situations

physiologiques telles l’exercice prolongé (Fukatsu et coli., 1996) et le jeûne (Owen et

coll., 1969). L’exercice prolongé peut entraîner une augmentation des corps cétoniques

avoisinant 1 à 2 mM (Koeslag et coll., 1980). Suite à un jeûne d’une nuit, ces

concentrations peuvent grimpées jusqu’à 0,4 mM et peuvent même atteindre 8 mM après

un jeûne prolongé (Fukao et colI., 2004; Owen et Reichard, Jr., 1975). Dans de telles

circonstances, les corps cétoniques peuvent contribuer de 30 à 40 % des besoins

énergétiques d’un individu (Laffel, 1999). La cétogenèse peut également être augmentée

de façon volontaire par la prise d’une diète dite cétogène. La diète cétogène peut

entraîner une hausse des concentrations plasmatiques des corps cétoniques allant jusqu’à

2 à 3 mM (Huttenlocher, 1976; Musa-Veloso, 2004). Cette diète riche en gras et faible

en glucose (ou en hydrates de carbone) ou hypocalorique stimule la production hépatique

de corps cétoniques (Cullingford, 2004). Les premières diètes cétogènes ont été

popularisées dans les années 1860 par William Banting parce qu’elles avaient comme

bienfait de faire maigrir les gens qui la consommait (Banting, 1863). Cette diète a
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ensuite pris un nouvel essor entre les années 1960 et 2000 dans la course à la minceur

devant le phénomène d’obésité de plus en plus grandissant (Lean et cou., 1997).

Aujourd’hui, elle est également utilisée dans le traitement de l’épilepsie (Freeman et

col!., 1998).

Finalement, il existe des situations physiopathologiques associées avec

l’hypercétonémie et l’acidocétose. Par exemple, les patients atteints de défaillance

cardiaque présentent souvent des niveaux élevés de corps cétoniques dans le sang

(Lommi et col!., 1997). Les personnes atteintes de défaillance cardiaque ont un

métabolisme énergétique altéré comparativement aux gens sains. Parce que certaines

enzymes-clés de l’oxydation des acides gras sont surexprimées dans la défaillance

cardiaque, le coeur de ces patients métabolise plus d’acides gras que normalement

(Raynolds et coll., 1994; Lommi et coll., 1998). Cette augmentation du métabolisme des

acides gras favorise ainsi la formation de corps cétoniques. La pathologie où

l’hypercétonémie et l’acidocétose sont le plus souvent observées est probablement le

diabète (type I et 2) (Newton et Raskin, 2004). Lorsque bien contrôlés, les patients

atteints du diabète de type 1 ou de type 2 ont normalement des concentrations de corps

cétoniques inférieures à 1 mM (Foster et coll., 1978; Guerci et coli., 2005).

L’acidocétose diabétique apparaît plus souvent chez les patients diabétiques de type 1,

mais elle peut également se manifester chez les patients diabétiques de type 2. Durant

une période d’acidocétose, les concentrations de corps cétoniques peuvent atteindre de 10

à 25 niM (Umpierrez et coil., 1995; White, 2003). L’augmentation des acides gras

circulants et la diminution des concentrations ou de l’action de l’insuline retrouvées dans

le diabète représentent une situation idéale pour la formation des corps cétoniques dans le
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foie, mais aussi marginalement dans le rein. La formation accrue de corps cétoniques

module le ratio du f3-hydroxybutyrate et de l’acétoacétate. Alors qu’il est normalement

de 1:1, il peut augmenter jusqu’à 5:1 lors du diabète (Stephens et colI., 1971). Ceci

suggère que le 13-hydroxybutyrate est le corps cétonique préférentiellement produit lors

du diabète. En plus d’observer une augmentation de la synthèse des corps cétoniques,

leur utilisation est réduite de façon significative dans le coeur et les muscles squelettiques

des patients diabétiques (Balasse et Fery, 1989; Grinblat et cou., 1986). Cela contribue à

garder les niveaux de corps cétoniques élevés. L’acidocétose peut entraîner de multiples

complications chez les patients diabétiques telles que le vomissement, la déshydratation,

la fatigue et la douleur abdominale (Newton et Raskin, 2004).

B. L’influence des corps cétoniques sur te métabolisme des acides gras et du

glucose

1. Auniveaudufoie

Bien que les corps cétoniques influencent peu le métabolisme énergétique de

l’organisme en temps normal, ils peuvent jouer un rôle plus marqué en période

d’hypercétonémie où ils régulent le métabolisme énergétique. Ainsi, une augmentation

aigu des corps cétoniques exerce des effets distincts sur le métabolisme du glucose et

des acides gras. Tout d’abord, les corps cétoniques diminuent la glycémie plasmatique

en inhibant la production hépatique de glucose. Certaines études suggèrent que les corps

cétoniques ont des effets directs sur la production hépatique de glucose (Shaw et Wolfe,

1984; Balasse et coll., 1967; Henry et coil., 1990). Il a également été proposé que la

stimulation de la sécrétion d’insuline induite par une exposition aiguê aux corps
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cétoniques est responsable de la diminution de la production hépatique de glucose (Miles

et col!., 1981). Cette diminution pourrait également être due à une baisse de la

disponibilité de certains précurseurs néoglucogéniques tels l’alanine et le glycérol

observée lors d’hypercétonémie (Sherwin et coll., 1975; Senior et Loridan, 1968). De

façon aigué, les corps cétoniques peuvent également influencer le métabolisme des acides

gras. Le 3-hydroxybutyrate peut inhiber la lipolyse, probablement via l’activation des

récepteurs nicotiniques (Henry et colL, 1990; Taggart et coli., 2005) . Le mécanisme

d’action du 3-hydroxybutyrate est encore peu compris, mais il modulerait la régulation de

la cétogenèse en limitant la quantité d’acide gras allant vers le foie.

2. Au niveau du cerveau

Certains organes sont particulièrement sensibles aux corps cétoniques. Le

cerveau est un tissu qui ne peut métaboliser que le glucose et les corps cétoniques

puisque les acides gras ne passent pas la barrière hémato-encéphalique. Le cerveau a

besoin d’un apport constant en substrat énergétique sans lequel l’humain ne survivrait

pas. Ainsi, après une certaine période d’adaptation, l’hypercétonémie entraîne

l’augmentation de la captation et de l’oxydation des corps cétoniques au niveau cérébral

(Blomqvist et coll., 2002). Dans de telles circonstances, pratiquement tous les besoins

énergétiques du cerveau sont comblés par les corps cétoniques plutôt que le glucose

(Owen et cou., 1967). Contrairement à l’hyperglycémie chronique qui désensibilise le

cerveau au métabolisme du glucose, l’hypercétonémie chronique n’induit aucune

résistance du cerveau aux expositions aigus aux corps cétoniques (McCall et col!., 1986;

Blomqvist et col!., 2002). Cela suggère que l’utilisation des corps cétoniques peut
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représenter un bon moyen de survie en période de stress prolongé. En plus de servir

comme source d’énergie, les corps cétoniques peuvent être utilisés pour la synthèse

d’acides aminés ou de lipides dans le cerveau (Pan et cou., 2000).

3. Au niveau du muscle squelettique

Le muscle squelettique est un organe qui métabolise principalement les acides

gras et le glucose. Lorsque l’apport en corps cétoniques augmente, le muscle utilise

préférentiellement ce substrat aux acides gras (Ruderman et cou., 1971). Ainsi, une

exposition aigu aux corps cétoniques cause une légère diminution de la captation et de

l’oxydation des acides gras dans le muscle (Littie et cou., 1970). Cet effet est

probablement dû à une augmentation de la sécrétion d’insuline, à une inhibition de la

lipolyse ou à une augmentation des ratios d’acétyl CoA/CoA ou NADH/NAD produits

par les corps cétoniques (Bjomtorp et Schersten, 1967; Kunau et cou., 1995). Par contre,

une exposition aigu aux corps cétoniques n’altère pas la captation du glucose en réponse

à l’insuline dans le muscle (Berger et cou., 1976). Les effets à long terme des corps

cétoniques sur le métabolisme du glucose dans le muscle squelettique sont très

controversés. Selon certaines études, la diète cétogène n’altère pas le métabolisme du

glucose en réponse à l’insuline (Bisschop et col!., 2001; Cutler et coll., 1995). Par contre,

il a également été démontré que le jeûne peut induire une résistance à l’insuline et

diminuer l’activité de la PDH et, par conséquent, diminuer le métabolisme du glucose

dans le muscle (Ashour et Hansford, 1983; Mansell et Macdonald, 1990; Bjorkman et

Eriksson, 1985). De plus, l’utilisation des corps cétoniques peut entraîner une

augmentation de la synthèse du citrate qui exerce un effet inhibiteur sur la glycolyse via

le cycle de Randie (voir section II. D. 1. et Figure 11) (Saha et cou., 1997).
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4. Au niveau du coeur

Bien que les acides gras et le glucose soient les substrats majeurs utilisés par

le coeur, les corps cétoniques sont les premiers substrats énergétiques métabolisés

lorsqu’ils sont présents dans l’organisme (Randie et coll., 1963). Quand les corps

cétoniques représentent la seule source d’énergie disponible, ils peuvent combler 50 % et

75 % des besoins énergétiques du coeur chez des animaux nourris ou à jeun,

respectivement (Sultan, 198$; Sultan, 1990). De façon aigu, les corps cétoniques

affectent la captation ainsi que l’oxydation des acides gras tel qu’observé dans le muscle

squelettique (Stanley et coil., 2003; Hasselbaink et coll., 2003). Par contre, l’effet

inhibiteur des corps cétoniques est beaucoup plus puissant dans le coeur que dans les

muscles squelettiques (Little et coll., 1970). En plus de réduire l’oxydation des acides

gras dans le coeur (Hasselbaink et coll., 2003), les corps cétoniques favorisent la lipolyse

et la relâche des acides gras du coeur vers la circulation sanguine (Larsen et Severson,

1990). Contrairement au muscle squelettique, une exposition aiguê aux corps cétoniques

affecte le métabolisme cardiaque du glucose en inhibant sa captation ainsi que son

oxydation (Williamson et Krebs, 1961). De plus, ils favorisent la synthèse de glycogène

dans le coeur (Randle et coll., 1964). 11 existe trois mécanismes par lesquels les corps

cétoniques inhibent l’effet de l’insuline ou le métabolisme du glucose dans le coeur. Tout

d’abord, l’augmentation du ratio de NADH/NAD, due à l’oxydation des corps

cétoniques, inhibe la PDH (Kerbey et coll., 1976). Ensuite, l’accumulation du citrate par

le métabolisme des corps cétoniques désactive la PFK-1. finalement, l’accumulation de

glucose-6-phosphate due à l’inhibition de la PFK-1 entraîne une inhibition de

l’hexokinase. L’inhibition de ces trois enzymes, suite au métabolisme des corps
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cétoniques, explique leur impact sur le métabolisme du glucose dans le coeur (Randle et

coli., 1964). L’acétoacétate et le f3-hydroxybutyrate (le D-f3-hydroxybutyrate, mais pas le

L--hydroxybutyrate) peuvent altérer le métabolisme du glucose de façon aiguè dans le

coeur (Tsai et cou., 2005). Les effets d’une exposition chronique aux corps cétoniques

n’ont pas été étudiés au niveau du coeur quant à leur impact sur le métabolisme des acides

gras. Par contre, une exposition chronique à l’hypercétonémie altère le métabolisme du

glucose dans le muscle cardiaque. Il a été démontré qu’à long terme, une exposition aux

corps cétoniques entraîne le développement d’une résistance à l’insuline dans le coeur,

altérant ainsi le métabolisme du glucose (Tardif et coll., 2001).

Comme nous l’avons constaté, la présence des corps cétoniques peut modifier

l’utilisation des différents substrats énergétiques dans plusieurs organes. La production

des corps cétoniques s’avère indispensable dans certaines circonstances. Lors d’un jeûne,

la principale source d’énergie métabolisée par le cerveau est les corps cétoniques puisque

les quantités de glucose sont insuffisantes pour subvenir aux besoins énergétiques du

cerveau. Par contre, dans certaines pathologies telles le diabète, la présence des corps

cétoniques semblent plutôt exercer un effet délétère sur la sensibilité à l’insuline. Ainsi,

il est important de bien définir l’importance relative des corps cétoniques sur le

métabolisme énergétique.

C. Les bienfaits et les effets néfastes des corps cétoniques

1. Lapertedepoids

Les diètes cétogènes sont constituées principalement d’acides gras et

contiennent peu d’hydrate de carbone. Comme mentionné précédemment, elles
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favorisent la production de corps cétoniques. Bien que les acides gras possèdent une plus

grande densité calorique que les hydrates de carbone, cette diète favorise la perte de

poids, la diminution de l’indice de masse corporelle et du pourcentage de gras (Helge,

2002; Luscombe et cou., 1999; Parker et cou., 2002). Puisque la prise d’hydrates de

carbone est fortement diminuée, cela entraîne une stimulation de la lipolyse et, par

conséquent, augmente le catabolisme au niveau du tissu adipeux (Phinney et coiL, 1983).

Ainsi, la diète cétogène provoque une diminution du poids, tout en favorisant la synthèse

des corps cétoniques. Certains facteurs indépendants de la composition de la diète

cétogène ont été identifiés pour expliquer les effets bénéfiques d’une telle diète sur la

perte de poids la restriction calorique, un poids de départ très élevé et la durée de temps

de la diète (Bravata et cou., 2003). Cela suggère que la prise de toute diète correspondant

à ces critères pourrait être aussi efficace que la diète cétogène. Il semble que cette diète

représente tout de même un moyen efficace pour perdre du poids puisqu’elle est bien

tolérée et ne présente pas d’effet non désirable majeur (aucun changement du bilan

lipidique sanguin, de la glycémie et de l’insulinémie àjeun) (Bravata et coll., 2003).

2. L ‘amélioration des fonctions cérébrales

La diète cétogène est également utilisée dans le traitement de l’épilepsie chez

les patients qui ne répondent pas aux traitements conventionnels (freeman et coIl., 1998;

Vining et cou., 1998). Le mécanisme d’action de cette diète est encore peu compris. Il

semble qu’elle agisse comme anti-convulsant en augmentant le flux énergétique au

niveau du cerveau via la stimulation de la 3-oxydation (Appleton et DeVivo, 1974; Pan et

coll., 1999). La diminution de la concentration sanguine de glucose observée lors de la
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prise de la diète cétogène aurait également un effet sur l’atténuation des crises d’épilepsie

(Greene et cou., 2001). La diète cétogène pourrait finalement exercer un effet anti-

épileptique en agissant sur certaines enzymes impliquées dans la synthèse de

neurotransmetteurs (Kish et cou., 1988; Yudkoff et cou., 20015; Yudkoff et cou., 2001a;

Yudkoff et cou., 1997; Erecinska et cou., 1996).

Les corps cétoniques exercent beaucoup d’autres effets au niveau cérébral. Ils

peuvent être utilisés par le cerveau pour la synthèse de lipides particulièrement

importants dans la restauration de la myélinisation (Swiatek et cou., 1984). La présence

de corps cétoniques permet d’augmenter la biosynthèse du cholestérol dans le cerveau, ce

qui exerce des effets bénéfiques dans le traitement de la maladie d’Alzheimer

(Kashiwaya et cou., 2000; Ohgami et coll., 2003). La production d’ATP par les corps

cétoniques joue également un rôle important dans le traitement du Parkinson (Tieu et

coli., 2003). Finalement, la présence des corps cétoniques exerce un rôle essentiel dans le

maintien des réserves énergétiques du cerveau lors d’un jeûne prolongé (Owen et cou.,

1967).

Bien que l’utilisation de la diète cétogène entraîne plusieurs effets bénéfiques

sur la fonction cérébrale, il faut savoir qu’elle comporte aussi son lot d’inconvénients.

Sur une longue période de temps, la diète cétogène entraîne un retard de croissance

physique et cognitif. Les enfants ayant été traités avec une telle diète ont une taille et un

poids corporel inférieurs à la moyenne des enfants du même âge (Peterson et coll., 2005)

et ont un retard de croissance au niveau cérébral (Nordli, 2002; Thiele, 2003). Les études

faites sur des rats démontrent que la diète cétogène induit des dommages au niveau du

développement cognitif et au niveau de la mémoire visuelle et spatiale (Zhao et cou.,
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2004; Su et cou., 2000). Comme cette diète est souvent très restreinte au niveau de son

contenu en protéines, vitamines et minéraux, il se pourrait que le manque de protéines,

plutôt que l’élévation des concentrations de corps cétoniques, soit à l’origine des

différents retards observés. Plusieurs études seront nécessaires afin de clarifier l’effet à

long terme des corps cétoniques sur le développement physique et cérébral.

3. L ‘effet délétère sur l’action de Ï ‘insuline

Les corps cétoniques exercent plusieurs effets reliés à l’insuline. Tout

d’abord, l’exposition des flots pancréatiques aux corps cétoniques modifie la sécrétion

d’insuline. Bien qu’une exposition de courte durée au f3-hydroxybutyrate stimule la

sécrétion d’insuline en réponse au glucose (Storino et Engel, 1978; Gobema et cou.,

1974), une exposition chronique l’inhibe (Takehiro et colL, 2005). En bloquant la

formation de NADH par le glucose, les corps cétoniques diminuent la production d’ATP

provenant de la glycolyse. Cette baisse d’ATP dans les îlots est responsable de la

diminution de la sécrétion d’insuline en réponse au glucose (Takehiro et coil., 2005).

En plus d’altérer la sécrétion d’insuline, les corps cétoniques sont également

impliqués dans le développement de la résistance à l’insuline. Dans les cellules

chromaffines, il a été démontré qu’une exposition chronique aux corps cétoniques

entraîne une diminution du niveau d’expression des récepteurs à l’insuline et, par

conséquent, une diminution de la réponse à l’insuline (Yokoo et coli., 2003). En plus de

moduler l’expression des protéines impliquées dans la voie de signalisation de l’insuline,

les corps cétoniques peuvent contribuer au développement de la résistance à l’insuline de

plusieurs façons. Tel que mentionné auparavant, les corps cétoniques ont la capacité de
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moduler le métabolisme des acides gras. Ils peuvent inhiber le transport et l’oxydation

des acides gras (Stanley et cou., 2003). Lorsque les cardiocytes sont exposés aux corps

cétoniques de façon aigu, il en résulte une accumulation de palmitate non-estérifié et de

triglycérides. La présence excessive d’acides gras pourrait exercer des effets

cytotoxiques et altérer la voie de signalisation de l’insuline en augmentant la

phosphorylation de l’WS-l en sérine dans le coeur (Petersen et Shulman, 2002). Une

exposition chronique au -hydroxybutyrate provoque également une diminution du

transport de glucose en réponse à l’insuline via l’inhibition de la PKB (Tardif et coll.,

2001). Il a été démontré que l’hypercétonémie augmente la production de ROS chez les

patients diabétiques (Jain et McVie, 1999; Jain et coil., 1999; Jain et coll., 2002). Cette

élévation des ROS pourrait contribuer au développement de la résistance à l’insuline

(Bloch-Damti et Bashan, 2005; Evans et coll., 2005). Les corps cétoniques peuvent aussi

diminuer l’oxydation du glucose en augmentant l’activation de la PDK ce qui entraîne

une réduction du transport de glucose (Sugden et coll., 1995). Finalement, il a été

proposé qu’une augmentation des corps cétoniques est liée à la dysfonction

mitochondriale, phénomène pouvant conduire au développement de la résistance à

l’insuline (An et coll., 2004). Ainsi, la présence de corps cétonique, de façon aigu ou

chronique, pourrait diminuer la sensibilité à l’insuline du muscle squelettique de même

que celle du muscle cardiaque.

4. L ‘implication dans te développement des maladies cardiovascutaires

Il a été démontré que le 3-hydroxybutyrate avait la capacité d’augmenter

l’efficacité du travail cardiaque lorsqu’il est métabolisé (Kashiwaya et coIl., 1997; Sato et
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cou., 1995). L’acétoacétate peut également augmenter la performance contractile du

coeur par son pouvoir antioxydant (Sun, 2001; Squires et cou., 2003). En période de

jeûne prolongé, l’administration de corps cétoniques diminue l’apoptose ainsi que la taille

de l’infarctus normalement observées suite à une occlusion coronarienne (Zou et cou.,

2002). Deux mécanismes pourraient être impliqués dans ce processus. En servant de

substrat énergétique alternatif, les corps cétoniques empêchent la chute radicale d’ATP

dans le coeur lors de l’ischémie. De plus, ils bloquent la lipolyse, ce qui diminue la

demande en oxygène et réduit l’étendu des dommages cellulaires. Par contre, il faut

mentionné que les corps cétoniques exercent un effet protecteur sur le coeur seulement

lorsqu’ils représentent le seul substrat énergétique disponible. Il a été démontré que les

corps cétoniques ne protégent, ni n’accentuent, les dommages cardiaques survenant après

une ischémie partielle lorsque le coeur n’est pas à jeun (King et coll., 2001), et que

l’acétoacétate peut même entraîner une inhibition de la contraction cardiaque

(Zimmerman et coll., 1962). Ainsi, les corps cétoniques exerceraient un effet favorable

sur le coeur lors d’ischémie complète et pourrait diminuer le risque de développer des

MCV dans certaines conditions particulières où l’apport énergétique ne proviendrait que

de ce substrat.

Une diminution des triglycérides et du cholestérol total ainsi qu’une

augmentation des HDL sont des caractéristiques observées lors de la prise prolongée de

la diète cétogène (Sharman et cou., 2002; Dashti et cou., 2003). Ainsi, cette diète semble

modifier de façon favorable les facteurs de risque reliés aux maladies cardiovasculaires.

Bien que certaines études démontrent que l’administration à long terme de la diète

cétogène peut avoir des effets bénéfiques sur le profil lipidique (Sharman et cou., 2002;
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Dasliti et col!., 2003), d’autres ont obtenu des résultats opposés. Ainsi, une augmentation

nette des taux sanguins de cholestérol, de LDL, de triglycérides et d’acides gras ont été

détectés chez des patients ayant pris une telle diète pendant une longue période de temps

(Dekaban, 1966; Chyrek-Borowska et coll., 1992). L’augmentation des ratios de

LDL/HDL observés chez ces patients est associée à une élévation du risque de maladies

coronariennes (Kwiterovich, Ir., 2002), d’athérosclérose (Berenson et cou., 1998) et

d’infarctus du myocarde ($rinivasan et Berenson, 1995). De plus, le développement de

cardiomyopathies constitue une complication reliée à la prise de la diète cétogène (Best et

col!., 2000; Kang et colI., 2004). Il est donc difficile de déterminer si les corps

cétoniques formés suite à la prise de la diète cétogène exercent un effet bénéfique ou

néfaste sur le développement des maladies cardiovasculaires puisque les résultats varient

selon la composition en acide gras de ce type de diète.

Par contre, plusieurs évidences lient la présence des corps cétoniques aux

maladies cardiovasculaires. Tout d’abord, les concentrations de corps cétoniques sont

très souvent élevées lors de défaillance cardiaque chronique (Lommi et col!., 1997;

Lommi et coll., 1998). De plus, il existe une forte corrélation entre les concentrations

plasmatiques de corps cétoniques et le profil athérogène des patients diabétiques (Jain et

coIl., 1998; Jain et coll., 2002). Il a d’ailleurs été démontré que les corps cétoniques

favorisent la formation de plaques d’athérosclérose en agissant comme noyau pour

l’accumulation de lipides, de protéines, de cellules, de sels et autres (Seebach et coli.,

1994). Les corps cétoniques ont la capacité de s’incorporer dans les membranes

cellulaires et de changer la viscosité de ces dernières réduisant, par le fait même,

l’intégrité et la performance de ces membranes (Reusch et coll., 2003; Candiloros et coll.,
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1995). L’augmentation du nombre de ces plaques est associée au développement des

maladies cardiovasculaires (Massie, 2002; Bergman et Van der, 2005; Walton et cou.,

2004). En plus d’affecter le profil athérogène, les corps cétoniques diminuent le taux de

survie des cardiocytes expdsés à un stress (Pelletier et cou., 2002). L’augmentation de la

mortalité pourrait être causée par une accumulation d’acides gras en réponse à la forte

présence des corps cétoniques. Cette accumulation d’acides gras ayant un effet

lipotoxique déclencherait la voie de signalisation de l’apoptose en plus d’induire des

dysfonctions mécaniques cardiaques (Hasselbaink et cou., 2003). L’augmentation du

stress oxydatif induit par les corps cétoniques pourrait également fragiliser les cellules

cardiaques (Tieu et cou., 2003; Jain et McVie, 1999; Jain et colI., 1999) et augmenter le

risque relatif de complications cardiaques. Toutes ces données suggèrent donc que

l’exposition aux corps cétoniques contribue à l’augmentation des MCV tant en agissant

au niveau vasculaire (athérosclérose) qu’au niveau cardiaque (apoptose).

V. LA RATIONNELLE

Les maladies cardiovasculaires représentent une complication majeure reliée au

diabète de type 1 et de type 2. Plusieurs patients atteints du diabète développent une

cardiomyopathie diabétique secondaire aux nombreuses anomalies rencontrées dans cette

pathologie. Parmi tous ces facteurs, la diminution de la captation du glucose constitue un

élément important qui pourrait réguler le développement des maladies cardiovasculaires

puisque ce substrat énergétique est essentiel au maintien des fonctions cardiaques. Les

acides gras, dont les concentrations plasmatiques sont élevées dans le diabète, ont été

identifiés comme étant responsables du développement de la résistance à l’insuline. Par
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contre, l’augmentation des concentrations de corps cétoniques représente un autre

paramètre métabolique pouvant être élevé chez les patients atteints du diabète. Ainsi,

nous nous sommes intéressés à l’impact que pourrait occasionner une exposition aux

corps cétoniques, et plus particulièrement au 3-hydroxybutyrate, sur le transport de

glucose en réponse à l’insuline. Nos résultats démontrent qu’une exposition chronique

(16 h) au 3-hydroxybutyrate rend les cardiocytes insulino-résistants. De plus, ce

traitement inhibe le transport de glucose en réponse à une stimulation aigu au

pervanadate, un inhibiteur des protéines tyrosines phosphatases.

Par la suite, nous avons tenté de contrecarrer le développement de la résistance à

l’insuline induit par une exposition chronique aux corps cétoniques. Pour ce faire, nous

avons utilisé le vanadate, un agent insulino-mimétique qui stimule le transport de glucose

dans les cardiocytes et qui permet de restaurer la fonction cardiaque des animaux

diabétiques. Afin d’identifier d’éventuelles pistes thérapeutiques, nous avons étudié

l’effet chronique du vanadate sur le transport de glucose et l’activation des molécules

impliquées dans ce processus dans les cardiocytes rendus insulino-résistants suite à une

exposition chronique au 3-hydroxybutyrate.

Puisque le glucose représente le principal substrat énergétique utilisé par le coeur

en période de stress métabolique (hypoxie, ischémie), une diminution de son transport en

de telles circonstances pourrait également avoir de lourdes répercussions sur le

développement des maladies cardiovasculaires. Au cours des dernières décennies

plusieurs études portant sur la caractérisation de la voie de signalisation de l’insuline ont

été réalisées dans le tissu adipeux, le muscle squelettique et un peu moins dans le muscle
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cardiaque, mais peu de groupes de recherche se sont intéressés à la régulation du

transport de glucose en réponse au stress métabolique. Les données recueillies sur ce

sujet dans le muscle squelettique ont souvent été transposées au muscle cardiaque.

Depuis, plusieurs évidences suggèrent que le muscle cardiaque constitue un tissu bien

distinct du muscle squelettique. Pour ces raisons, nous avons tout d’abord étudié l’effet

du 2,4-dinitrophénol (DNP), un découpleur de la phosphorylation oxydative

mitochondriale qui mime l’hypoxie, sur la stimulation du transport de glucose afin

d’identifier les enzymes qui régulent ce processus en réponse au stress métabolique dans

les cardiocytes.

Aucune étude n’a évalué la modulation du transport de glucose en réponse au

stress métabolique dans un modèle de résistance à l’insuline au niveau du muscle

cardiaque. Ainsi, nous avons finalement examiné l’effet d’une exposition chronique au

f3-hydroxybutyrate sur la stimulation du transport de glucose en réponse au DNP dans les

cardiocytes adultes.



CHAPITRE 2

Résultats



75

Chronîc exposure to 3-hydroxybutyrate impairs ïnsulin-stimulated glucose

uptake and PKB activation in cardiomyocytes

Annie Tardif1, Nathalie Julien1, Amélie Pelletier1, Gaétan Thibault2, Ashok K.

Srivastava’, Jean-Louis Chiasson’ and Lise Coderreit

Publié dans : American Journal ofPhysiology-Endocrinology and Metabolism 2001 281;
E1205-E1212

Running titie: Ketone bodies induce insulin resistance in cardiomyocytes

‘From the Research Center, Centre hospitalier de l’Université de Montréal (CHUM),

Department of Medicine, University of Montreal, Montreal, H2W 1T8, Canada and

2Clinical Research Tnstitute of Montreal, Department of Medicine, University of

Montreal, Montreal, H2W 1R7, Canada

tTo whom correspondence should be addressed:

Lise Coderre, Ph.D.
Research Center-CHUM
Hôtel-Dieu-CHUM
3850 $t. Urbain
Montréal (Québec) H2W 1T8, Canada
Tel.: (514) 890-8000 x 15092
Fax: (514) 412-7208



76

Chronic exposure to 13-hydroxybutyrate impairs insulin-stimulated glucose

uptake and PKB activation in cardïomyocytes

Annie Tardif’, Nathalie Julien’, Amélie Pelletier’, Gaétan Thibault2, Ashok K. Srivastava’,

Jean-Louis Chiasson’ and Lise Coderre’

Publié dans: American Journal ofPhysiology-Endocrinology and Metabolism 2001 28];
E1205-E1212

Contribution des co-auteurs:

A.T. et N.J. ont réalisé la plupart des expériences portant sur l’eflèt du temps d’exposition

aux corps cétomques et sur l’effet de la concentration des corps cétoniques sur le

transport de glucose en réponse à l’insuline. Elles ont également réalisé la plupart des

expériences portant sur l’effet du PMA et du pervanadate sur le transport de glucose dans

les cardiocytes incubés avec le J3-hydroxybutyrate.

A.P. a réalisé quelques expériences portant sur l’effet du temps d’exposition aux corps

cétoniques et sur l’eflèt de la concentration des corps cétoniques sur le transport de

glucose en réponse à l’insuline. Elle a réalisé toutes les expériences portant sur

l’expression de Gluti et Glut4 et toutes celles portant sur la phosphoiylation de la PKB en

réponse à l’insuline et au pervanadate. Elle a finalement participé à l’écriture du papier.

G.T. a appris à notre groupe de recherche comment isoler les cardiocytes de rat adulte.

A.K.S. a fourni le pervanadate et a également collaboré dans la rédaction du manuscrit.



77

Abstract
Type 1 and type 2 diabetic patients often show elevated plasma ketone body

concentrations. Because ketone bodies compete with other energetic substrates and

reduce their utilization, they could participate in the development of insulin resistance in

the heart. We have examined the effect of elevated levels of ketone bodies on insulin

action in primary cultures of aduit cardiomyocytes. Cardiomyocytes were cultured with

the ketone body, -hydroxybutyrate (HOB) for 4 or 16 h and insu1instimu1ated glucose

uptake was evaluated. While short-term exposure to ketone bodies was flot associated

with any change in insulin action, our data demonstrated that preincubation with HOB for

16 h markedly reduced insulin-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes. This effect

is concentration-dependent and persists for at least 6 h after the removal of HOB from the

media. Ketone bodies also decreased the stimulatoiy effect of PMA and pervanadate on

glucose uptake. This diminution could not be explained by a change in either GLUT1 or

GLUT4 protein content in cardiomyocytes. Chronic exposure to HOB was associated

with impaired PKB activation in response to insulin and pervanadate. These results

indicate that prolonged exposure to ketone bodies altered insulin action in

cardiomyocytes and suggest that this substrate could play a role in the development of

insulin resistance in the heart.

Key words: insulin resistance, ketone bodies, glucose uptake, protein kinase B, heart.
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Introduction

Diabetic subjects have an increased morbidity and mortality from cardiac disease.

In men and women, diabetes raises the risk of developing heart disease by 2.4 and 3.5

times respectively (40). Recent studies suggest that abnormal regulation of glucose

uptake in the heart plays a role in cardiac dysfunction. In humans, a reduction in cardiac

glucose uptake has been observed in obese and type 2 diabetic subjects (3). Diminished

glucose utilization and contractile dysfirnction have been also observed in the heart of the

db/db mice, a model of type 2 diabetes (2). These abnormalities were normalized by

selective overexpression of a glucose transporter (GLUT4) in the heart (2).

In addition to glucose, the heart also uses ketone bodies as an energy source.

Studies have shown that acetoacetate reduces the oxidation of both fatty acids and lactate

in the heart (27). Potentially, ketone bodies could modulate glucose utilization and

insulin action in the heart. Various pathophysiological situations such as diabetes and

starvation are associated with hyperketonemia (25). Significant increases in ketone body

concentration are also observed in chronic heart failure (27,22) and afier a high fat diet

(25). Interestingly, perfusion of the rat heart with ketone bodies as the sole substrate

provoked a severe decline in contractile fttnction, a condition that was normalized with

the inclusion of glucose in the perfiisate (41). In congestive heart failure, the increase in

plasma ketone body concentration correlates with the severity of the cardiac dysfunction

(28).

The major glucose transporters expressed in the heart are GLUT1 and GLUT4. In

this tissue, more than 80% of GLUT1 resides at the plasma membrane and it has been

suggested that this transporter is primarily responsible for basal glucose uptake (13). In

contrast, GLUT4 is found primarily in intracellular vesicles (4,13). Insulin stimulation of

glucose uptake is accomplished by recruiting GLUT4 and to a lesser extent GLUT1 from

their intracellular sites to the plasma membrane (10,13,36,46,48).

Our understanding of the insulin-signaling cascade has increased dramatically in

recent years and many additional proteins involved in insulin action have been identified.

One of these proteins is the serine/threonine kinase PKB or Akt. Overexpression of a

constitutively active PKB increases GLUT4 translocation both in muscle ceils (15,45)
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and adipocytes (22,45). In addition, microinjection of either a PKB substrate peptide or

PKB antibody reduces GLUT4 in response to insulin by 50% (18). On the other hand,

transfection with dominant negative PKB mutants has yielded contradictory resuits (45).

Recent studies have demonstrated, however, that in mice lacking the gene for PKB f3, the

ability of insulin to reduce plasma glucose concentration is reduced (6). Thus, the bulk of

the data suggests that PKB plays a role in insulin-mediated glucose transport.

Because of the potential role of ketone bodies in the regulation of substrate

utilization, we determined whether elevated concentrations of this substrate induce

insulin resistance in the heart. To address this question, we have examined the effect of

ketone bodies on insulin-stimulated glucose uptake and PKB activation in primaiy

cultures of adult cardiomyocytes.
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Experimental procedures

Chemicals

Ail ceil culture solutions, supplements and DNAse I were from Sigma-Aldrich

Canada (Oakville, ON, Canada). Coilagenase was obtained from Worthington

Biochemical Corp (Lakewood, NJ). Human insulin (HumulinTM R) was from Eh Lilly

Canada lic. (Toronto, ON, Canada). Anti-GLUT1 and GLUT4 antibodies were ftom

Research Diagnostics Inc., (Flanders, NJ) and Santa Cruz Biotechnology (Santa Cmz,

CA) respectively. Polycionai antibodies for phospho-PKB (ser 473) and aPKB were

purchased from New England Bioiabs Inc. (Berverley, MA). [3H]2-deoxygiucose (DOG)

was purchased from NEN Research Products (Boston, MA). The enhanced

chemiluminescence detection system was from Amersham Pharmacia Biotech. (Baie

d’Urfée, Québec, Canada). The bicinchoninic acid (BCA) protein assay kit was

purchased from Pierce (Rockford, IL). Ail electrophoresis reagents were obtained from

Boehringer Mannheim (Lavai, Québec, Canada). Potassium diperoxovanadate was

synthesized according to Ravishankar et al. (34).

Isolation of aduit rat cardiomyocytes

Ail experiments conformed to guidelines of the Canadian Council of Animal Care

and were approved by the Animal Care Committee of the Centre Hospitalier de

l’Université de Montréai. Maie Sprague Dawiey rats weighting 175-200 g were injected

with heparin sulfate (500 U intraperiteoneai) 15 min prior to anesthesia with sodium

pentobarbitai (60 mglkg, intraperiteoneai). The heart was excised and calcium-tolerant

cardiomyocytes were isoiated by the Langendorff method (retrograde perfusion) as

described previousiy (43). During the whole procedure, the celis were maintained at

37°C. Briefly, the hearts were rinsed (4 mllmin) for 5 min in Krebs-Ringer (KR) buffer

containing 119 mM NaCi, 4.7 mM KCI, 1.25 mM CaCI2, 1.2 mlvi MgC12, 1.2 mM

KH2PO4, 11 mM dextrose and 25 mM HEPES, pH 7.4. The heart was then perfused

with a caicium-free KR solution for 5 min to stop spontaneous cardiac contractions. This

was foliowed by perfusion with KR buffer suppiemented with 0.05% coliagenase and

15 mM 2-3 butanedione monoxime for 20 min after which the ventricles were separated

from the atria. Ventricies were minced in KR suppiemented with 0.05% collagenase,
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15 mM 2-3 butanedione monoxime and 0.2 mg/ml DNAse I. The resulting ce!!

suspension was filtered through a nylon mesh and centrifuged at 1000 g for 45 sec. The

celis were then diluted and allowed to sediment in the washed solution twice. Freshly

isolated ceils were diluted in culture medium 199 (5.5 mM glucose) supplemented with

0.2% bovine serum albumin (fatty acid free), 5 mM creatine, 2 mM L-camitine, 5 mM

taurine, 1 0 M insulin, 0.1 M ascorbic acid, 100 TU/ml penicillin, 25 jig!ml gentamicin

and 100 jig/mL streptomycin. Ce!! viability was determined by the percentage of rod

shaped ceils and averaged 90-95%. Cardiomyocytes (1 X 1 cells/m!) were plated onto

!aminin-coated dishes. Aller 4 h, the ceils were washed in order to remove damaged celis

and debns. The cells were then incubated with media containing 5.5 mM glucose a!one

or supplemented with 5 mM 3-hydroxybutyrate (HOB) for 16 h or as stated in the figure

legends.

Glucose uptake in primary cultures of cardiomyocytes

The day of the study, the ce!!s were washed twice with 2 ml of KR buffer to

remove insulin, glucose and HOB. The celis were then incubated in 1 ml of ftesh KR

buffer containing no glucose, insulin or HOB for 30 min to restore basa! glucose uptake.

We then added 0.5 iiCi/ml DOG and 108 M insulin and glucose uptake was measured

over a period of 30 min as described previously (7). The ce!ls were a!so stimulated with

100 or 500 nM of the phorbol ester PMA or 100 j.iM pervanadate. Under these

conditions, DOG uptake was linear over 45 min. The uptake was terminated by 2 rapid

washes with 2 ml of ice-co!d KR buffer. CeIls were dismpted with 1 m! of 0.05 M NaOH

(60 min at 3 7°C) and ce!! associated radioactivity was determined by scinti!lation

counting. Glucose uptake was expressed as Bqlmg of protein. Protein concentration was

quantified using the BCA assay with bovine serum albumin as a standard.

Protein kinase B activation

Celis were pretreated with 5 mM HOB for 16 h. The day of the study the ce!!s

were washed twice with 4 ml of media containing no insulin or HOB. The ce!!s were

then incubated in 2 ml of media containing no insulin or HOB for 1 h. They were then

treated with sa!ine, 10_8 M insulin or 100 iM penranadate for 5 min. The reaction was

stopped by 2 rapid washes with ice-cold KR buffer. Ce!ls were lysed in buffer containing
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25 mM Tris-HC1, pH 7.4, 25 mM NaCI, I mM sodium orthovanadate, 10 mM sodium

fluoride, 10 mM sodium pyrophosphate, 2 mlvi EGTA, 2 mM EDTA, 1 mM

phenylmethylsuiphonyl fluoride, 2 mM benzamidine, 10 Ig/m1 aprotinin, 0.5 j.tg/ml

leupeptine, 1% Triton X-100 and 0.1% sodium dodecyl sulfate (SDS). The lysate was

then centrifiiged for 10 min at 12,000 g at 4°C to remove insoluble matenal and the

resulting supematant was used for immunoblotting.

Gel electrophoresis and immunoblotting

Samples were electrophoresed on a 10% SDS polyacrylamide gel, and transferred

to polyvinylidene difluonde membranes (Immobilon, Millipore, Bedford, MA) for

Western blotting. The membranes were blocked for 1 h in 5% (wt/vol) nonfat dry milk in

PBS. They were then incubated with an appropriate primary antibody. For the PKB

experiments, the blots were first probed with anti-phosphorylated (ser473) PKB (j-PKB)

antibody and then reprobed with anti-uPKB. This was followed by a second incubation

with the appropriate secondary antibodies conjugated to horseradish peroxidase and the

antigen-antibody complex was detected with the enhanced chemiluminescence method.

Quantitative analysis was performed using a scanning densitometer.

Statistical anatysis

Statistical analysis was performed using one way analysis of variance (ANOVA)

for multiple compansons. This was followed by a Tukey post hoc test. Ah data are

reported as means ± SEM. Glucose uptake data are means of at least 5 independent

experiments. For the PKB experiments, densitometric analysis was performed on 3

independent experiments. A value ofp < 0.05 was considered significant.
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Resuits

Induction of insuhin resistance by ketone bodies

Because ketone bodies are increased under various pathophysiological situations

we examined whether an elevation in their concentration would decrease glucose uptake

and create a state of insulin resistance in the heart. To address this question, primary

cultures of aduit cardiomyocytes were incubated with the ketone body, -hydroxybutyrate

(HOB) for either 4 or 16 h and insulin-stimulated glucose uptake was evaluated. We

chose HOB because it is the primary ketone body produced during hyperketonemia (25).

Addition of 108 M insulin increased glucose uptake from to 7.2 to 15.2 Bq/mg ofprotein

in cardiomyocytes (p<O.O5) (Fig. lA). The strength of this effect was comparable to

previous reports in the literature for these cells (9). While exposure for 4 h to 5 mM

HOB did flot affect basal or insulin-mediated glucose uptake, our results demonstrated

incubation with HOB for 16 h inhibited the stimulatory effect of insulin on glucose

uptake in cardiomyocytes (p < 0.05) (Fig. lB).

The development of insulin resistance induced by ketone bodies is dose-dependent

Plasma ketone body concentrations vary greatly depending on the nutritional or

pathophysiological state of the animal. In healthy individuals, ketone body

concentrations are usually 0.2 mM. During hyperketonemia, however, these levels can

increase up to 1 mM while during ketoacidosis they reach levels between 3-20 mM. (25).

$imilarly, in the rat, diabetes and starvation are associated with concentrations of HOB

over 1 mM (19). We determined the concentration of ketone body required to induce

insulin resistance in cardiomyocytes. Cardiomyocytes were incubated with increasing

concentrations of HOB for 16 h and glucose uptake was evaluated (Fig. 2). Exposure to

either 1 or 5 mM HOB inhibited insulin action in these celis (p < 0.05). Though not

significant, a 20% decrease in the maximal insulin effect was observed at 0.5 mlvi HOB.

Pretreatment with 0.2 mM HOB has no effect on insulin action. In addition, incubation

with increasing concentrations of HOB was associated with a progressive reduction in

basal glucose transport. While neyer significant, this effect was seen in most of the

experiments (see Figs. 3 and 5). Thus, the decreased response to insulin afier

pretreatment with ketone bodies was dose-dependent and occurred at concentrations that
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are associated with physiological and pathologicai states in vivo. Ail subsequent

experiments were done at 5 mM HOB.

Role of insulin in the reduction of glucose uptake induced by ketone bodies

Our preparations of aduit cardiomyocytes were cultured in the presence of 1 0 M

insulin to maintain celi survival. Desensitization of the glucose uptake process by high

insulin concentrations lias been observed both in adipocytes (14,42) and skeletal muscle

(16) and could play a role in the development ofketone body-induced insulin resistance.

Thus, the reduction in insulin-stimulated glucose uptake that we observed with ketone

body could potentially resuit from a combinatorial effect of elevated concentrations of

insulin and HOB. Aduit cardiomyocytes were cultured with either 1 01 I M or 1 0 M

insulin in the presence or absence of ketone bodies for 16 h and insulin-mediated glucose

transport was examined. We chose these concentrations because complete removal of the

hormone from the media for long periods of time decreased insulin action in primary

cultures of aduit cardiomyocytes (data not shown and ref. (9)). As shown in Fig. 3,

reducing the concentration of insulin in the media from 1 0 to 10H M caused a slight

increase in the effect of insulin on cardiomyocytes. This protocol did not, however,

prevent the development of insulin resistance, and the effect of the hormone was reduced

by 50% both at M and 10” M insulin (p <0.05).

Resensitization of insulin-mediated glucose uptake after ketone body exposure

To better understand the mechanism underlying the development of insulin

resistance by ketone bodies, we next investigated the time course necessaiy to reestablish

insulin action in insulin resistant ceils after removal of ketone bodies. Cardiomyocytes

were exposed to 5 mM HOB for 16 h as described above. The ceils were washed twice

with media containing no HOB and then incubated for a period of 4, 6 or $ h before

evaluation of glucose uptake. Our resuits demonstrated that removal of HOB for either 4

or 6 h did flot improve insulin action in these ceils. A period of 8 h was required to

restore insulin responsiveness in HOB pretreated cardiomyocytes (Fig. 4). These results

indicate that insulin resistance persists for an extended period of time even aller the

removal ofHOB from the media.
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Effect of ketone bodies on the activation of glucose uptake by PMA and pervanadate

We next examined whether ketone bodies alter the response to other glucose

transport agonists. It has been shown that in skeletal muscle, phorbol esters mediate

glucose uptake by a mechanism distinct from insulin (17). Phorbol esters are functional

analogs of DAG that are able to activate classical and novel PKCs present in ventricular

myocytes. Acute activation of PKC was achieved with the phorbol ester PMA. As

shown in Fig. 5A, exposure to 100 nM and 500 nM PMA increased glucose uptake from

12.3 to 17.5 and 20.7 Bq/mg ofprotein respectively. In aduit cardiomyocytes, the effect

of insulin and PMA on glucose uptake was flot additive. Pretreatment with HOB for 16 h

reduced the effect of 100 nM and 500 nM PMA on glucose uptake by 55% and 64%

respectively (p < 0.05).

Pervanadate is a powerful tyrosine phosphatase inhibitor that mimics insulin

action in a variety of cells. It has been shown that pervanadate can bypass a defect in

insulin signaling and stimulate glycogen synthesis in insulin-resistant skeletal muscle

(26). Thus, we examined whether this compound could stimulate glucose uptake in

ketone body-treated cardiomyocytes. As shown in Fig. 5B, pervanadate increased

glucose uptake from 21.2 to 31.6 Bq/mg of proteins. The maximal effect of pervanadate

was reduced by 53% in HOB-treated cardiomyocytes (p < 0.05).

Effect of ketone boUles on GLUT1 and GLUT4 expression

The reduction in insulin-stimulated glucose uptake by ketone bodies could resuit

from changes in the expression of the glucose transporter in cardiomyocytes. To address

this possibility, we evaluated both GLUT1 and GLUT4 content in control and HOB

treated cardiomyocytes. As shown in Fig. 6, ketone bodies did not modify either GLUT1

or GLUT4 protein content in these ceils.

Impairment in PKB activation in response to ketone bodies in aduit cardiomyocytes

PKB is a serine/threonine kinase that has been implicated in insulin action.

Studies by Tsiani et al. (44) have shown that pervanadate is a powerful activator of PKB.

Since PKB activation also plays a key role in insulin action we were interested in

determining whether the activation of this enzyme by either insulin or pervanadate was
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altered in HOB-pretreated cardiomyocytes. To address this question, cardiomyocytes

were pretreated with ketone bodies for 16 h afler which PKB activation in response to

either insulin or pervanadate was evaluated. To ensure that these differences were flot due

to unequal PKB expression, the relative levels of PKB were determined by

immunoblotting. Ketone bodies did flot affect PKB expression in cardiomyocytes (Fig.

7B). In control celis, insulin and pervanadate induce a 4-6-fold increase in PKB

phosphorylation (Fig. 7A). Ketone body pretreatment decreases PKB phosphorylation in

response to insulin and pervanadate by 84% and 69% respectively (Fig. 7C). In additon

to its effect on insulin and pervanadate action, HOB-treated cardiomyocytes show a

tendency toward Iower basal PKB phosphorylation.
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Discussion

Diabetic ketoacidosis is a major complication of type 1 diabetes. Less well

known however, is that plasma ketone body concentrations are also increased in poorly

controlled type 2 diabetic patients, particularly in African Americans (1,25). Higher

ketone body levels have also been observed during chronic heart failure and afier

consumption of a high fat diet (25,27,28). Therefore, there exists a number of

physiological as well as pathological situations where plasma ketone body concentrations

are augmented. Because ketone bodies compete with various metabolic substrates such

as fatty acids, lactate or glucose for utilization by the heart (31,37,47), their contribution

to the energy supply of the myocardium will increase significantly during

hyperketonemia. Our results support a role for ketone bodies in the regulation of

substrate utilization and demonstrate for the first time that chronic exposure to HOB

induces insulin resistance in primary cultures of aduit cardiomyocytes. We have

demonstrated that 1) prolonged exposure to HOB decreases insulin responsiveness as

evaluated by glucose transport and PKB activation, 2) the development of insulin

resistance by HOB is concentration dependant and, 3) in ketone body-treated

cardiomyocytes, impaired glucose uptake in response to insulin persists for at least 6 h

afier the removal of HOB. Together, these data suggest that ketone bodies can play an

important role in the regulation of glucose uptake in cardiornyocytes.

Plasma ketone body concentrations can rise dramatically during diabetes, reaching

levels up to 20 mM (25). Our results demonstrated that a diminution in insulin-mediated

glucose transport occurs afier prolonged exposure to ketone bodies (16 h) at

concentrations of 1 mM and greater. This could have clinical significance because it has

been shown that during diabetic ketoacidosis, plasma levels of ketone bodies usually

remain elevated for more then 12 h aller the beginning of treatment to reduce their levels

(25). Thus, the reduction in insulin responsiveness observed in HOB-pretreated

cardiomyocytes in vitro occurs at concentrations and within a time frame that is

consistent with a role for this substrate in the regulation of glucose transport dunng the

etiology of diabetic complications. Since our measurements were done at

supraphysiological insulin concentrations we do not know whether ketone bodies also
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alter insulin sensitivity in these celis. Studies by Fischer et al. (12) have demonstrated

that the inhibitory effect of various cardiac substrates on glucose transport are more

pronounced at submaximal then at maximal insulin concentration. It would thus be very

interesting to determine whether prolonged exposure to ketone bodies also alters insulin

sensitivity in addition to its effect on insulin responsiveness.

Our resuits show that short-term exposure to HOB (4 h) does flot modif’ insulin

action in cardiomyocytes. Therefore, the inhibition of insulin-stimulated glucose uptake

observed in these celis is flot consistent with a direct competition between glucose and

HOB as energy sources. However, the regulation of glucose uptake could potentially

resuit from the intracellular metabolism of HOB. It has been shown that ketone bodies

modulate the production of a number of metabolites in the heart. Perfusion of the

isolated heart with the ketone body acetoacetate increases the concentration of acetyl

CoA, acetoacetyl-C0A and citrate (31-33,37). Randie and coworkers have proposed that

an increase in citrate and acetoacetyl-CoA levels could inhibit phosphofructokinase and

pyruvate deshydrogenase activity respectively (33). This would lead to an increase in

glucose-6-phosphate concentrations that could then inhibit hexokinase activity and reduce

glucose uptake in the heart. An increase in glucose-6-phosphate has been observed in

heart perfused with acetoacetate and could play a role in the decreased glucose uptake

seen in HOB-treated cardiomyocytes (37). A second possibility is that ketone bodies

increase glycogen andlor triglyceride content in cardiomyocytes and could reduce glucose

transport by a feedback mechanism. An increase in glycogen accumulation could be

caused either by the stimulation of glycogen synthase activity by glucose-6-phosphate or

an increase in HOB utilization during hyperketonemia which could divert some of the

glucose taken up by the cardiomyocytes towards either glycogen or lipid synthesis. This

would also explain the 8 h period that is necessary to restore insulin action in HOB

treated cardiomyocytes. In skeletal muscle, an increase in glycogen or triglycerides levels

has been associated with reduced insulin-stimulated glucose uptake (16,20,2 1,35).

Similar mechanisms could also operate in the heart and induce insulin resistance in this

tissue. We are currently examining these various possibilities.
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In addition to its effect on insulin action, HOB induces a non-significant decrease

in basal glucose uptake compared to control ceils. Because HOB induces a similar

decrease in basal glucose transport both at 1 O M and 1 0’ M insulin, we believe that this

reduction is flot due to incomplete removal of the hormone during the washes.

Reductions in basal and insulin-stimulated glucose uptake have been observed in

cardiomyocytes exposed to extracellular ATP due to a redistribution of glucose

transporters ftom the plasma membrane to their intracellular site (11). Potentially, ketone

bodies could promote a similar intemalization of these transporters and thus lower basal

glucose transport in these ceils.

Our results demonstrated that neither GLUT4 nor GLUI1 protein content was

altered by ketone body treatment. Thus, a change in glucose transporter expression

cannot explain the reduction in agonist-stimulated glucose uptake observed in

cardiomyocytes. In the heart, glucose uptake resuits from glucose transport into the ceils

and its subsequent phosphorylation by the enzyme hexokinase. It has been shown that

during insulin stimulation, the rate-limiting step for this process switches from glucose

transport to glucose phosphorylation (29). Recent studies suggest that in the presence of

HOB, glucose transport may not be the rate-limiting step for glucose uptake (5). Thus,

ketone body-induced insulin resistance could be due to a decrease in GLUT4

translocation, a decrease in hexokinase activity or a combination of both. Ketone bodies

could also impair glucose transporter trafficking or their fusionlinsertion into the plasma

membrane independently of the insulin-signaling cascade. A defect at either of these

steps would diminish the effect of glucose transport agonists in HOB-pretreated

cardiomyocytes.

Our resuits show that, in addition to insulin, ketone bodies also impair the

activation of glucose uptake in response to both phorbol esters and pervanadate. This

suggests that more than one signaling pathway is affected by ketone body treatment or

altematively that they regulate a common step of the three glucose uptake agonists or a

combination of both. Recent data support a role for PKB in the regulation of insulin

stimulated glucose uptake. Impaired PKB activation in response to insulin has been

observed in skeletal muscle from type 2 diabetic subjects (24) and diabetic Goto-Kakizaki
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rats (39). Furthermore, improvement in glucose uptake in these rats was associated with

normalization of PKB activation in response to insulin treatment (23). for these reasons

we investigated the effect of HOB on both insulin and pervanadate activation of PKB.

Our resuits demonstrated that HOB impairs PKB phosphorylation by both agonists in

aduit cardiomyocytes. It has been shown that PKB lies downstream of the insulin

receptor-R$s-PI 3-kinase signaling pathway. The induction of insulin resistance caused

by ketone bodies could therefore arise from impaired activation of this signaling cascade

resulting in decreased PKB activation. Altematively, the block in insulin action

following ketone body treatment could directly target PKB. In skeletal muscle, both

mechanisms have been implicated in the development of insulin resistance by different

fatty acids. Infusion of a mixture of fatty acids reduced both IRS-1 tyrosine

phosphorylation and PI 3-kinase activity in human skeletal muscle (8). On the other

hand, Schmitz-Pieffer et al (38) have shown that the fatty acid palmitate inhibits PKB

activation by insulin without altering IRS-l phosphoiylation and PI 3-kinase activation in

response to the hormone. While we have established that ketone bodies act at the level of

PKB, it remains to be determined whether this effect involves alteration in PI 3-kinase

activation andlor direct inhibition of PKB. Potentially, ketone bodies could activate a

phosphatase resulting in enhanced PKB dephosphorylation and thus inactivation of the

enzyme. Selective dephosphorylation and inhibition of PKB by the phosphatase PP2A

has been observed following an osmotic shock (30). Interestingly, hyperosmotic stress

also prevents PKB activation in response to pervanadate (30). It is therefore possible that

ketone bodies antagonize both insulin and pervanadate action in cardiomyocytes by

promoting PKB dephosphorylation.

In conclusion, our resuits demonstrate that chronic exposure to ketone bodies

inhibits insulin-stimulated glucose uptake in primary cultures of aduit cardiomyocytes.

This effect is both time and concentration dependent. Ketone bodies also alter the ability

of both phorbol esters and pervanadate to stimulate glucose uptake in these celis. Our

data also indicate that ketone bodies pretreatment is associated with impaired PKB

activation in response to insulin and pervanadate.
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Figure Iegends

Figure 1: Incubation of cardiomyocytes with the ketone body, 3-

hydroxybutyrate (lOB), for 4 (A) or 16 h (B) before glucose uptake.

Data shown in A and B are from 5 and 10 independent experiments

respectively. *p <0.05 basal versus insulin-treated ceils, jp < 0.05

different then insulin-stimulated control.

Figure 2: Incubation of cardiomyocytes with increasing concentrations of HOB

for 16 h before glucose uptake. Data shown are from 7 independent

experiments. *p <0.05 basal versus insulin-treated ceils; p < 0.05

different then insulin-stimulated control (0 mM HOB).

Figure 3: Incubation of control and HOB-treated cardiomyocytes with media

containing either iO or 1W” M insulin for 16 h before glucose

uptake. Data shown are from 5 independent experiments. *p <0.05 basal

versus insulin-treated ceils; p < 0.05 different then insulin-stimulated

control.

Figure 4: Removal of ketone bodies for 4, 6 or 8 h. Cardiomyocytes were

pretreated with HOB for 16 h before the removal ketone bodies for 4, 6 or

2 h before glucose uptake. Data shown are from 5 independent

experiments. *p < 0.05 basal versus insulin-treated ceils.

Figure 5: Effect of ketone body-pretreatment on the activation of glucose

uptake by the phorbol ester PMA (A) and by pervanadate (B). Data

shown are from 5 independent experiments *p < 0.05 basal versus insulin

treated celis; **basal versus PMA-treated cells; p < 0.05 different then

insulin-stimulated control celis; # p <0.05 basal versus pervanadate

treated celis; # # p < 0.05 different then pervanadate-stimulated control

cells
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Figure 6: Total GLUT4 (A) and GLUTJ (B) immunoreactive protein in control

and HOB-treated cardiomyocytes.

Figure 7: PKB activation by insulin and pervanadate (PV) in control and HOB

treated cardiomyocytes. A: representative immunoblot ofphospho-PKB.

B: representative immunoblot of total ŒPKB. C: The ratio of signal

derived from scanning phosphorylated PKB over signal derived from total

PKB was calculated.
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Abstract

Thcre is a strong positive correlation between insulin resistance and cardiac

diseases. We have already shown that chronic exposure to the ketone body j3-

hydroxybutyrate (OHB) decreases insulin-mediated activation of protein kinase B (PKB)

and glucose uptake in cardiomyocytes. To gain further insights into the mechanism

underlying ketone body-induced insulin resistance, we examined whether OHB alters

activation of the insulin-signaling cascade and whether the insulinomimetic agent

vanadate could bypass insulin resistance and stimulate glucose uptake in these ceils.

Cardiomyocytes were incubated with 5 mM OHB, 50 iM vanadate or both for 16 h

before the measurement of glucose uptake or the activation of insulin-signaling

molecules. While chronic exposure to OHB did flot alter insulin- or vanadate-rnediated

activation of the insulin receptor, it suppressed LRS-1 tyrosine phosphorylation in

response to both agonists. furthermore, this treatment decreased by 54% and 36% the

phosphoiylation of the p85 regulatory subunit of phosphatidylinositol 3-kinase (P13-K)

and PKB in response to insulin whereas it did flot alter vanadate-mediated activation of

these enzymes. Although insulin did flot significantly stimulate p38MAPK

phosphorylation, vanadate increased it by 3.$-fold. furthenyiore, chronic exposure to

OHB potentiated vanadate’s action, resulting in a 250% increase in enzyme activation

compared to control celis. Though OHB induced a 2.l-fold increase of basal ERK1/2

phosphorylation, inhibition of this enzyme with the MEK inhibitor PD98059

demonstrated that ERKY/2 did not participate in OHB-induced insulin resistance. In

conclusion, ketone bodies promote insulin resistance probably through decreased

activation of the P13-KIPKB signaling cascade. furthermore, vanadate can bypass

insulin resistance and stimulate glucose uptake in OHB-treated cardiomyocytes.

Key words: glucose transport, insulin resistance, beta-hydroxybutyrate, vanadium, heart
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Introduction

Non-obese, insulin-resistant patients have a signiflcantly higher incidence ofheart

disease than healthy, insulin-sensitive subjects, and it lias been postulated that myocardial

insulin resistance may be one of the causal factors in the development of heart disease

(1;2). Prospective studies have suggested that reduction of insulin-mediated glucose

uptake is an independent prognostic factor for the development ofheart failure (3). Iii the

heart, a decrease in insulin-stimulated glucose uptake lias been observed in type 1 and

type 2 diabetic patients (2;4;5) as well as in Zucker fatty rats (6), a model of obesity

induced insulin resistance. 1nterestingly, in obese Zucker rats, administration of

rosiglitazone, an insulin sensitizer, improves cardiac glucose uptake and protects the

myocardium against ischemic injury (6). Furthemiore, overexpression of GLUT-4 in the

heart increases glucose uptake and improves cardiac function ofdb/db diabetic mice (7).

The insulin receptor (W) is a tyrosine kinase that undergoes autophosphorylation

and activation upon insulin binding. Once activated, it phosphorylates insulin receptor

substrate-l tIRS-1) on tyrosine residues ($;9). The pliosphorylated IRS-1 then binds to tlie

SH2 domain of p85, the regulatory subunit of phosphatidylinositol 3-kinase (P13-K)

which, in tum, activates its p110 catalytic subunit and the production ofphosphoinositides

(10). Numerous studies have demonstrated that P13-K activation is required for insulin

stimulated glucose uptake (9;11). One of the downstrearn effectors of P13-K is protein

kinase B (PKB) (12). It lias been reported that overexpression of constitutively-active

PKB increases glucose uptake in cardiomyocytes (13). h addition to the P13-K-dependent

signaling cascade, insulin also activates the mitogen-activated protein kinase (MAPK)

pathway, including ERK1/2 and p38MAPK. While ERK1/2activation lias been involved

in the mitogenic action of insulin (14), p38MAPK activation lias been implicated in the

regulation of glucose uptake through the modulation ofGLUT-4 intrinsic activity (15).

Vanadium compounds are inhibitors of protein tyrosine phosphatases Ihat can

mimic insulin’s action (16). Administration of these compounds to diabetic animais

(17;18) and humans (19) improves insulin sensitivity and decreases plasma glucose

levels. lii the heart, studies have also demonstrated that vanadate administration

improves insulin-induced glucose uptake (20) and the cardiac function (21) of diabetic
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animais. We have shown recently that chronic exposure to vanadate activates the insulin

signaling pathway in a concentration-dependent manner in aduit cardiomyocytes (22).

Similar to insulin, vanadate-enhanced glucose uptake requires P13-K activation in

cardiomyocytes (22). Furthermore, we have demonstrated that p38MAPK is also

implicated in vanadate-induced glucose uptake in a P13-K-independent manner (22).

Elevated circulatory levels ofketone bodies are observed in various physiological

and pathophysiological situations such as type I and type 2 diabetes (23), starvation (23),

and chronic heart failure (24). Cardiomyopathy lias also been identified as a ketogenic

diet-related complication (25;26). In congestive heart failure, the concentration of

circulating ketone bodies correlates with the severity of cardiac dysfunction (27).

InterestingÏy, diabetic patients wïth episodes of ketosis have an increased risk of

cardiovascular mortality (28). We have already shown that chronic exposure to the

ketone body -hydroxybutyrate (OHB) inhibits insulin-mediated PKB phosphorylation

and glucose uptake in cardiomyocytes (29). This alteration of insulin-rnediated glucose

uptake caimot be explained by diminished GLUT-1 or GLUT-4 protein content.

The aim of our study was to provide furtlier insight into the underlying molecular

mechanism involved in OHB-induced insulin resistance. To address this question, we

examined the signaling molecules activated in response to insulin in OHB-treated

cardiomyocytes, and determined wliether chronic exposure to vanadate can prevent

OHB-induced insulin resistance.
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Experïmental procedures

Cheinicals

Ail celi culture solutions, fatty acid-free bovine serum aiburnin (FAF BSA),

water, supplements, vanadyl sulfate (VS), 014E and DNAse I were purchased from

Sigma-Aidricli Canada (Oakville, ON, Canada). Collagenase was obtained from

Worthington Biocliemical Corp. (Lakewood, NI). Human insulin (HumulinTM R) was

procured from Eh Lilly Canada Inc. (Toronto, ON, Canada). Phospho-PKB (ser 473),

PKB, phospho-p38MAPK (Thr 180/Tyr 182) and p38MAPK antibodies were from Ceil

Signaling Teclmology (Beverly, MA) while anti-phosphotyrosine was from Upstate Ccli

Signaling Solutions (Lake Placid, NY). 1R13, IRS-1, p85a (p85), phospho-ERKI/2 and

ERKÏ/2 antibodies were from Santa Cruz Biotechnology Inc. (Santa Cruz, CA). Protein

A sepharose was purchased from Amersham Pharmacia Biotech (Baie d’Urfé, QC,

Canada). Perkin Elmer (Woodbridge, ON, Canada) supphied [3H] 2-deoxyglucose (DG).

Polyvinylidene difluoride membranes were purchased from Iminobilon Millipore

(Bedford, MA). The enhanced chemiluminescence detection system was bought from

Amersham Pharmacia Biotech. PD98059 was from Calbiochem (La Joua, CA). The

Bradford protein assay kit was from Bio-Rad (Hercules, CA). AI] e]ectrophoresis

reagents were obtained from Boehringer Mannheim (Lava], QC, Canada).

Isolation ofadttlt rat cardioinyocytes

Ail experiments conformed to the guidelines of the Canadian Council on Animal

Care and were approved by the Animal Care Committee of the Centre hospitalier de

l’Université de Montréal (CHUM). Male Sprague-Dawley rats weighing 175-200 g were

injected intraperitoneally with 500 U hepann sulfate 15 min prior to anesthesia with

sodium pentobarbital (60 mg/kg, intraperitoneally). The heart was excised, and calcium

tolerant cardiomyocytes were isolated by the Langendorff method as described (29).

Dunng the whole procedure, the cells were maintained at 37°C. Briefly, ail hearts were

rinsed (4 mh/min) in Krebs-Ringer (KR) buffer containing (in mM) 119 NaCI, 4.7 KC],

1.2 MgCl7, 1.2 KH2PO4, 11 dextrose and 25 HEPES, pH 7.4, and supp]emented with

1.25 CaCI2. After 5 min. the perftisate was switched to calcium-free KR forS min to stop

spontaneous cardiac contractions. This vas followed by perfusion with KR buffer
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supplemented with 0.05% collagenase, 15 mM 2-3 butanedione monoxime and 0.1%

FAF BSA for 15 min. For the last 5 min of perfusion, KR buffer was supplemented with

0.05 mM CaC12 The ventricles were then separated from the atria and minced in KR

buffer supplemented with 0.05% collagenase, 15 mM 2-3 butanedione monoxime,

0.2 mg/ml DNAse I, 0.1 mM CaC12 and 0.1% FAF BSA. The resulting ccli suspension

was filtered through a nylon mesh and centrifuged at 1,000 g for 45 sec. The ceils were

washed twice and diluted in medium 199 supplemented with 11 mM glucose, 0.2% FAF

BSA, 5 mlvi creatine, 2 mM L-carnitine, 5 mM taurine, i0 M insulin, 0.1 M ascorbic

acid, 100 IIJ/ml penicillin, 25 tg/ml gentamicin and 100 mg!mi streptomycin, then piated

onto laminin-coated dishes. Ceti viability was detemiined by the percentage of rod

shaped ceils and averaged 90-95%. Afier 4 h, they werc washed to remove damaged

ceils and debris. The remaimng ceils were incubated at 37°C for 16 h in media

containing lO’ M insulin and 5.5 mM glucose supplemented or flot with 50 tM

vanadate, 5 niM OHB, or a combination ofboth. We have previously shown that 50 jiM

vanadate induced 4.1-fold stimulation of glucose uptake whereas acute insulin

stimulation augmented this process by 2.4-fold. Furthermore, the concentration ofinsulin

present in media during the 16-h incubation did not alter insulin or vanadate actions on

glucose uptake, nor did it affect OHB-induced insulin resistance in cardiomyocytes

(22;29) In sorne experiments, 5 mM OHB, 10 jiM PD98059, an inhibitor ofMEK, or a

combination ofboth was added at this step, as indicated in the figure legends.
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Glucose uptake in prirnary cultures ofcardiornyocytes

The celis were washed twice with 1 ml ofKR buffer to remove insulin, OHB and

vanadate. They were then incubated for 30 min in 1 ml of KR buffer containing 5 mM

glucose and 0.2% FAF BSA. The glucose uptake assay was started by the addition of

I j.tCi/mÏ DG and KR buffer (basal) or 10 M insulin, and measured as described

previously (29). Glucose uptake measurement was terminated by 3 rapid washes with

1 ml of ice-cold KR buffer. The celis were disrupted with 0.5 ml of 0.5 M NaOH for

60 min at 37°C, and cell-associated radioactivity was quantified by scintillation counting.

Glucose uptake was normalized to total protein, as measured by Bio-Rad assay, and

expressed as Bq/mg ofprotein.

Cardioinyocyte lysates

The ceïls were washed twice with media containing no insulin, 0H13 or vanadate.

They were then incubated for 1 h in media containing no OHB, vanadate or insulin before

stimulation with KR buffer (basal) or i0 M insulin for 5 min except for the

determination of p38MAPK phosphorylation, where the cells were incubated with the

hormone for 10 min. The reaction was stopped by 3 rapid washes with ice-cold KR

buffer. The ceils were then lysed in buffer containing 25 mM Tris-HCI, pH 7.4, 25 mM

NaCI, 1 mM sodium orthovanadate, 10 mM sodium fluoride, 10 mM sodium

pyrophosphate, 2 mM EGTA, 2 mI\4 EDTA, 1 mM phenylmethylsuiphonyl fluoride,

2 mM benzamidine, 10 tg/ml aprotinin, 0.5 jig!ml leupeptin, 1% Triton X-100 and

0.1% sodium dodecyl sulfate (SDS). The lysate was centrifuged for 5 min at 12,000 g at

4°C to remove insoluble material, and the resulting supematant was taken for

immunoprecipitation and immunoblotting.

lin,,, unoprecipitation

CeIl lysates (1 mg of protein) were incubated overnight with either W3 or anti

phosphotyrosine antibodies at 4°C. Antigen-antibody complexes were

imrnunoprecipitated with protein A sepharose beads for 2 h at 4°C. The

immunoprecipitate was then washed 3 times in lysis buffer before sotubilization in

Laemmli buffer.
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Gel electrophoresis and intrn unoblotting

Equal amounts of protein, measured by Bio-Rad assay, were electrophoresed on

7.5% or 10% SDS-polyacrylamide gels, and transfened to polyvinylidene difluoride

membranes for Western blotting. The membranes were blocked for 1 h with 5% (wt/vol)

milk in PBST, pH 7.4, containing 137 mM NaC1, 3 mM KC1, 1.5 mM KH2PO4, 8 mM

Na2HPO4, 0.05% Tween 20 and 0.02% sodium azide. They were then incubated with the

primary antibody, followed by incubation with the appropriate secondary antibody

conjugated to horseradish peroxidase. Antigen-antibody complexes were detected by the

enhanced chemiluminescence method. Quantitative analysis was performed with a

scanriing densitometer.

Statisticat anatysis

Two-way analysis of variance (ANOVA) was applied for multiple comparisons,

followed by the BonferronilDunnpost hoc test. A 2-tailed Student’s t test was performed

when 2 groups were compared. Ail data are reported as means ± SE. Values ofP<0.05

were considered to be significant.
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Resuits

Citroitic expositre te OHB impairs the stimulation ofghtcose tuptake by insz,lin huit îlot

by vanadate

- We have demonstrated previously that chronic exposure to 5 mM OHB

maximally inhibits insulin-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes (29). We have

also shown that chronic exposure to 50 jiM vanadate increases glucose uptake in

cardiomyocytes (22). It lias been reported that vanadate cai stimulate glucose uptake in

insulin-resistant cells (30). The present study, thus, examined whether chronic exposure

to vanadate could bypass OHB-induced insulin resistance in cardiomyocytes. Celis were

exposed to 5 mM OHB, 50 1iM vanadate, or both for 16 h before measurement of glucose

uptake. As illustrated in figure 1, in control celis, acute stimulation with insulin

increased glucose uptake by 2.1-fold (P<0.04) whereas chronic exposure to vanadate

enhanced this process by 3.9-fold (F<0.001). Chronic exposure to 0H13 provoked a 40%

decrease in basal glucose uptake (P<0.03). This treatment also inhibited insulin

mediated glucose uptake by 45% in cardiomyocytes (P<0.007) (Figure lA), resulting in a

49% decrease in the net effect of insulin on glucose uptake (P<0.02) (Figure lB). In

contrast to insulin, 0H13 did not impair vanadate’s action, and a $.4-fold increase in

glucose uptake was observed in these celis (P<0.001).

Citroutic exposure te OHB does itot alter IR pitospitotylation ht response te insulin and

vanadate

To gain insights into the molecular mechanisms by which ketone bodies induce

insulin resistance and to better understand vanadate’s action, we evaluated activation of

the insulin-signaling cascade in OHB-treated cardiomyocytes in response to either acute

insulin stimulation or chronic exposure to vanadate (16 h). We first examined IR

concentration and activation by insulin or vanadate in these celis. As shown in figure

2A, 0H13 did flot affect the R concentration in cardiomyocytes. Insulin and vanadate

induced 32- (P<0.002) and 5.3-fold (F<0.04) increases in R tyrosine phosphorylation,

respectively, and this response was not altered by OHB. To further characterize the OHB

action, we calculated the net stimulatory effect of insulin and vanadate over basal

phosphorylation in control and OHB-treated celis. Chronic exposure to 0H13 did not
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affect the net stimulatory effect of insulin and vanadate on R phosphorylation in these

celis (Figure 2B).

Cli ronic exposure to OHB inhibits IRS4 tyrosine phospitorytation in respoitse to

insutin and van adate

We then tested the effect of OHB on RS-1 tyrosine phosphorylation in response

to insulin and vanadate. SimilarÏy to what we observed for the W, chronic exposure to

OHB did flot alter RS-1 protein content in cardiomyocytes (Figure 3A). Stimulation

with either insulin or vanadate increased fRS-1 tyrosine phosphorylation by 15-fold

(P<O.O1) (figure 3A), an effect that vas abolished by ketone body treatment. Thus,

chronic exposure to OHB completely suppressed the net stimulatoiy effect of insulin and

vanadate on WS-1 tyrosine phosphorylation in cardiomyocytes (P<O.05) (Figure 3B).

Cuironic exposure te OHB inhibits p85 tyrosine phosphorytation by ùtstttiit but net by

van adate

P13-K activation is required for the stimulation of glucose uptake in response to

both insulin and vanadate (22;3 l-33). We used p85 phosphorylation as a marker of P13-

K activity (22;31;32;34). As shown in Figure 4A, chronic exposure to OHB did not alter

p85 protein content in these ceils. Insulin and vanadate provoked 3.8- (F<O.001) and 2.6-

fold (P<O.05) increases of p85 tyrosine phosphorylation in cardiomyocytes, respectively.

OHB altered insulin-mediated p85 phosphorylation wi thout significantly inhibiting

vanadate’s effect. Thus, chronic exposure to OHB resulted in a 54% reduction of the net

stimuÏatory effect of insulin on p85 phosphorylation (figure 48, F<O.05), whereas this

treatment did not significantïy alter vanadate’s action in these celis.

C’hronic expositre te OHB decreases PKB activation in response te iitsutin but itot

vanadate

We next determined the effect ofOHB on PKB activation by insulin and vanadate

in cardiomyocytes. As shown in Figure SA, OHB did not affect the concentration ofthis

enzyme in cardiomyocytes. hsu1in and vanadate induced 24- (P<O.001) and 5.6-fold

(P<O.005) increases of PKB phosphorylation, respectively. As illustrated in figure 53,
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chronic exposure to 0113 diminished insulin-stimulated net PKB activation by 36%

(P<0.02) while this treatment did not alter its activation in response to vanadate.

Chronic exposure to 01fB increases p38MAPK phosphorytation in response to

vanadate

Studies have shown that p38MAPK activation is required for maximal stimulation

of glucose uptake in response to various stimuli such as 2,4-dinitrophenol (15;33) and

vanadate (22). We, thus, evaluated the effect of OHB on insulin- and vanadate-mediated

p38MAPK activation in cardiomyocytes. As shown in Figure 6A, chronic exposure to

OHB did not affect the concentration ofp38MAPK in cardiomyocytes. Insulin is a weak

activator of p38MAPK, and stimulation with the hormone provoked only a 1.5-fold

increase in enzyme phosphorylation, which was completely inhibited by 0113. As

demonstrated before (22), vanadate is a powerftil p38MAPK activator, and 3.8- (P<0.01)

and 9.8- (P<0.00l) foÏd increase of enzyme phosphorylation was observed in response to

vanadate in control and OHB-treated ceils, respectively. ftiterestingly, and in contrast to

other signaling molecules, OHB induced a 250% increase of vanadate-mediated net

p3$MAPK phosphorylation in cardiornyocytes (P<0.001) (Figure 6B).

Cli ronic exposure to OHB increases ERKJ/2 phosphoiytation

In addition to the WS-1fP13-K signaling pathway, insulin also activates the

mïtogenic Ras/MEKJERK1/2 cascade. As shown in Figure 7, OHB did flot affect

ERK1/2 protein content in cardiomyocytes. Stimulation with insulin or vanadate induced

2.5- (P<0.05) and 4.6-fold increases (F<0.00l) ofERKI/2 phosphorylation, respectively.

Chronic exposure to OHB increased basal ERKÏ/2 phosphorylation by 2.1-foÏd

(P<0.001) cornpared to control ceNs, and acute stimulation with insulin did flot fiirther

activate the enzyme. On the other hand, vanadate increased ERK1/2 phosphorylation by

1 .7-fold (P<0.05).

Chronic inhibition of ERKI/2 does flot restore insutin-stimutated glucose uptake in

OHB-treated celis

Studies have shown that ERK1/2 can phosphorylate WS-1 on serine residues,

subsequently diminishing its tyrosine phosphorylation in response to insulin (35). b
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determine whether OHB-mediated ERKI/2 activation could explain ketone bodyinduced

insulin resistancc, cardiomyocytes were incubated concomitantly with OHB and 10 tM

PD98059, a pharmacological inhibitor of MEK which is an upstream activator of

ERKY/2. Inhibition of MEK completely abolished ERKÎ/2 phosphorylation induced by

OHB (data flot shown). However, it did flot retore the stirnulatory effect of insulin on

glucose uptake in OHB-treated cardiornyocytes (Figure 8).
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Discussion

We have shown previously that chronic exposure to OHB induced insulin

resistance, resulting in diminished glucose uptake in cardiomyocytes (29). Here, we

demonstrated that this decrease is associated with reduced activation of the P13-KJPKB

signaling cascade in response to insulin. Furthemiore, our study revealed that chronic

exposure to vanadate, an insulinomirnetic agent, can bypass OHB-induced insulin

resistance and stimulate glucose uptake in cardiomyocytes. This latter effect may be due,

at least in part, to the ability ofvanadate to activate P13-K and p3$MAPK in OHB-treated

cardiomyocytes.

Hyperketonemia is an important complication not only of type 1 diabetes but also of

poorly-controlled type 2 diabetes (23;36). The concentration ofcirculatoiy ketone bodies

is usually less than 0.2 mM in healthy individuals, but can reach 1 to 3 mM in poorly

controlled diabetics and 5 to 20 mM during severe ketoacidosis (23). Elevated plasma

ketone bodies are also observed in congestive heart failure and in subjects on a ketogenic

diet (27;37). Therefore, there are a number of physiological and pathophysiological

situations where plasma ketone body concentrations are augmented. Interestingly,

frequent ketoacidosis andlor high concentration of ketone bodies correlate with increased

cardiac dysfunction, morbidity and rnortality (28;37).

Our resuits show that chronic exposure to ketone bodies provoked a 45% decrease

of insulin-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes and that vanadate bypassed

OHB’s effect and stimulated glucose uptake in these celis. The observed difference

between insu]in and vanadate effects on glucose uptake after exposure to OHB can flot be

explained by changes in glucose transporter numbers since neither ketone bodies nor

vanadate altered GLUT-4 and GLUT-1 concentrations in cardiomyocytes (22;29).

Potentially, vanadate-enhanced glucose uptake may be due to increased basal glucose

uptake, a process that may not be altered by 01-lB. Alternatively, ketone body-induced

insulin resistance may result from decreased GLUT-4 translocation in response to insulin

but not to vanadate.

We have recentÏy demonstrated that chronic exposure to vanadate activates the

insulin-signaling cascade in a concentration-dependent manner, leading to the stimulation
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of glucose uptake in cardiomyocytes (22). Since vanadate can overcome OHB-induced

insulin resistance in cardiomyocytes, and because protein tyrosine phosphatase inhibition

is its primary mechanism of action, we hypothesized that ketone bodies could mediate

their action through alterations ofprotein tyrosine phosphorylation.

Our resuits demonstrated a discrepancy between the stimulation of glucose uptake

by insulin and vanadate and the degree of R tyrosine phosphorylation. Studies have

shown significant differences in vanadate potency toward various tyrosine phosphatases

(16;22). Our resuits revealed that while vanadate is almost as potent as insulin in

enhancing RS-1 and p85 phosphorylation, it is a weak activator of the R. Potentially,

the discrepancy in tyrosine phosphorylation of [R and glucose uptake may be due to

selective inhibition ofRS-1 andlor P13-K tyrosine phosphatases by vanadate, resulting in

more effective activation ofthese enzymes and thus glucose uptake. Similar conclusions

were drawn by Pandey et al. (38), who demonstrated that vanadate stimulates glycogen

synthesis independently of R tyrosine phosphorylation. Together, these resuils suggest

that R activation is not always required for vanadate’s action.

Multiple studies have shown that the impaired tyrosine phosphorylation of insulin

signaling effectors, including the R, LRS-1 and P13-K, leads to insulin resistance in the

heart and skeletal muscles of rodents and humans (9;39-41). Our results showed that

OHB did flot alter W tyrosine phosphorylation by insulin or vanadate in cardiomyocytes.

However, chronic exposure to 0H13 completely suppressed the WS-1 tyrosine

phosphorylation induced by both agonists. Thus, OHB had similar effects on insuhn- and

vanadate-induced R and IRS-l tyrosine phosphorylation. Similar resuits have been

reported by Kahn’s group where RS-1 but not R phosphorylation in response to insulin

was altered in diabetic skeletal muscles (41). Defects in RS-1 tyrosine phosphorylation

have also been observed in lipid-induced insulin resistance, obesity and diabetes (42;43).

Thus, a reduction of RS-1 tyrosine phosphorylation may be one mechanism by which

0H13 alters insulin’s action.

Our resuits demonstrated that insulin partially lost (54%) its ability to stimulate P13-

K in cardiomyocytes exposed to ketone bodies, which corre]ated with the 36% reduction

in PKB activation in OHB-treated ceils in response to insulin. However, and unlike
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insulin, vanadate-induced p85 and PKB phosphorylation was unaltered by OHB. Since

PKB is located downstream of p85, this observation further supports the fact that

vanadate-induced P13-K activation is unchanged in cardiomyocytes chronically exposed

to ketone bodies. Our results demonstrated that OHB significantly decreased both the net

phosphorylation of p85 (Figure 4B) and glucose uptake in response to insulin without

altering vanadate’s action in these ceils. However, the absolute level of p85

phosphorylation was similar between insulin and vanadate in OHB-treated ceils (Figure

4A). Together, these data suggest that there is a discrepancy between the absolute level

of p85 tyrosine phosphorylation and glucose uptake stimulation in cardiomyocytes. It

lias been demonstrated that binding ofbotli SH2 domains of p85 to RS-1 is necessary to

fully activate tlie enzyme and that binding of only one SH2 domain resuits in partial P13-

K activation (44). Potentially, vanadate may be a more effective activator of P13-K than

insulin and, consequently, glucose uptake. Another possibility is that P13-K localization

is different in response to insulin and vanadate. It bas been suggested that only p85

located in low-density microsomes (LDM) participates in the glucose uptake process

(45;46). Tlius, p85 activation and transiocation to the LDM may lie more sensitive to

vanadate than insulin.

Numerous studies have demonstrated that activation of the P13-KiPKB signaling

pathway is required for insulin- and vanadate-stimulated glucose uptake in

cardiomyocytes (22;31;33;47). lmpaired activation of the P13-KIPKB signaling cascade

in response to insulin bas been observed in many models of insulin resistance, such as

lipid-induced insulin resistance, and in skeletal muscles from type 2 diabetics

(40;42;48;49). Our results demonstrated that ketone bodies exert sirnilar effects on P13-

K, PKB and glucose uptake regarding the amplitude of their inhibition in response to

botli insulin and vanadate. Thus, contraiy to the complete inhibition of LRS-1, we

observed 36-54% inhibition of the insulin-stimulated P13-KIPKB signaling patliway,

which is consistent with the 45% decrease of glucose uptake measured in response to

insulin in OHB-treated cells. In contrast, QHB did flot alter vanadate-mediated P13-

KIPKB activation and glucose uptake despite complete WS-l inhibition. These resuÏts

suggest that IRS-l phosphorylation may not lie required for vanadate action potentialÏy

because vanadate stimulates glucose uptake dowustream of WS-l. Que mecbanism of
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action by which OHB could inhibit insulin’s action is through increased activity andlor

expression of specific protein tyrosine pliosphatases, such as PTP-1B, which could then

lead to diminished P13-K pliosphorylation (50). Studies have demonstrated that higli

energy supply enhances PTP-1B expression in diabetic Psammomys obesus, an animal

model of diet-induced insulin resistance (51). Potentially, vanadate may selectively

inhibit a P13-K tyrosine phosphatase, resulting in P13-K activation.

The P13-K/PKB signaling pathway may represent the key component modulating

glucose uptake in response to insulin and vanadate. Furthermore, our study suggests that

OHB-induced insulin resistance is due to impaired activation ofthe P13-KfPKB signaling

cascade rather than inhibition of ERS-1 activation. However, though OHB totally inhibits

ERS-1 tyrosine phosphorylation in response to insulin, this treatment only partially

reduces activation of the P13-KJPKB signaling cascade. Two possibilities may explain

the discrepancy between ERS-1 and activation of the P13-KIPKB signaling cascade. first,

it is possible that minimal ERS-l activation is sufficient to stimulate P13-K. It has been

dernonstrated that less than 50% of ERS-1 activation is required for the maximal effect of

insulin on P13-K and glucose uptake (52-54). On the other hand, these results suggest

that ERS-l is not essential for insulin-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes. The

latter hypothesis is supported by the studies of Kahn et al. (55) and Aizawa et al. (56) in

ERS-l knockout mice. They have shown that these mice have only minor defects in

insulin’s action despite their lack of ERS-l. Sirnilar resuits have been obtained in

adipocytes infected with an adenovirus overexpressing an ERS-l unable to interact with

the W (57). Furthermore, our own data showed that impaired ERS-l activation by

vanadate was not correlated with either P13-K activation or glucose uptake. Together,

these studies demonstrated that ERS-1 inhibition lias a relatively small impact on insulin

stimulated glucose uptake.

Our resuits suggest that in addition to ERS-l, other enzymes may modulate p85

activation in cardiomyocytes. ERS-l is part of the ERS family composed of 4 members:

ERS-l, ERS-2, ERS-3 and ERS-4. In addition to ERS-l, the heart expresses 2 other

isoforms: IRS-2 and ERS-4 (5$). While the exact role of ERS-4 in insulin-mediated

glucose uptake is stiil under investigation, IRS-2 lias been implicated in insulin’s action.

In ERS-l knockout mice, it lias been reported that ERS-2 activation by insulin can
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compensate for the lack of RS-1 in the liver but also in skeletal muscles (59). b

cardiomyocytes, Tili et al. have demonstrated that insulin stimulates the association

between WS-2 and p85 and may thus, participate in insulin-mediated giticose uptake

(60). However, we were unable to detect IRS-2 in isolated cardiomyocytes (data flot

shown). It is possible that RS-2 is more expressed in non-cardiac cells ofthe rat heart or

that this protein may be lost in culmred cardiomyocytes after a certain period of time.

Altematively, insulin could activate P13-K in an RS-1-independent manner

(57;61). Supporting this hypothesis, it has been demonstrated that while p85 LI is

involved in glucose uptake in response to insulin, it does not bind RS-1 andlor RS-2 in

the heart (34). Different mechanisms could explain how insulin activates P13-K

independently of RS. The R has the ability to directly bind and activate P13-K (62;63),

and this may be sufficient to activate p85, at least partially, resulting in increased glucose

uptake in response to insulin. Another possibility is the existence of docking molecules,

sucli as Gabi, which plays a similar role as RS-l and can transduce a signal from the R

to P13-K (64). In the heart, a 200-kDa phosphoprotein bas also been reported to associate

with P13-K and may serve as a docking protein between the R and P13-K (65). Further

studies will have to be performed to clarify the exact relationship between the W, RS-l

and P13-K in response to insulin and vanadate in the heart.

Our results demonstrated that while insulin is a weak activator of p38MAPK,

vanadate strongly stimulates the enzyme’s phosphorylation. furthermore, and in contrast

to other enzymes, chronic exposure to OHB potentiates vanadate-mediated p38MAPK

activation. We have demonstrated previously that vanadate-enhanced glucose uptake

requires p38MAPK phosphorylation for maximal activation of this process in

cardiomyocytes (22). Furthermore, p38MAPK activation is independent of the P13-

KJPKB signaling cascade since wortmaimin does not inhibit vanadate-mediated

activation ofthis enzyme (22). Thus, p38MAPK activation may contribute to the ability

of vanadate to bypass insulin resistance and stimulate glucose uptake in OHB-treated

cardiomyocytes. Further studies will be necessary to better define the role ofp3$MAPK

in vanadate-mediated glucose uptake in cardiomyocytes.
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In the present study, chronic exposure to OHB was associated with increased

basal ERKÏ/2 phosphorylation in cardiomyocytes. ERK1/2 bas already been identifled

as a potent stimulator of RS-1 serine phosphorylation (35) resulting in decreased RS-1

tyrosine phosphorylation and thus, insulin action (66;67). Our data, however,

demonstrated that inhibition of the MEKIERK1/2-signaling pathway with PD98059 did

not prevent OHB-induced insulin resistance. These finding do not exclude the possibility

that OHB increases IRS-l serine phosphorylation via activation of other kinases. Further

experiments will be required to better understand the molecular rnechanism underlying

ketone body-induced insulin resistance in aduit cardiomyocytes.

In conclusion, the present study demonstrated that OJ-fB inhibits insulin

stimulated glucose uptake by altering activation of the P13-KfPKB signaÏing cascade. It

also revealed that vanadate prevents OHB-induced insulin resistance and stimulates

glucose uptake in this model. Vanadate-stimulated glucose uptake may be due to its

ability to maintain P13-K and p38MAPK activation in ketone body-treated

cardiomyocytes.
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Figure Legends

Figure 1: Effect of chronic exposure to OIIB on insu]in- and vanadate (VS)

stimulated glucose uptake in cardiomyocytes. A: Cardiomyocytes were

incubated in media containing 5.5 mM glucose alone (Control) or

supplemented with 5 mlvi OHB, 50 jiM VS. or a combination of both for

16 h. Glucose uptake vas then measured as described in Experimental

Procedures. B: Net insulin- and vanadate-stimulated glucose uptake from

panel A. Means ± SE of $ independent cxperiments. *p<o.04, different

from basal controls; ***<Çfl, different from basal control and basal

OHB-treated ceils; tp<0•03, different from basal control celts or di fferent

from insulin-stimulated control celis; F<O.O07, different from insulin

control celis.

Figure 2: E ffect of chronic exposure to 0113 on insulin- and vanadate (VS)

mediated IR tyrosine ph osphorylation in cardiomyocytes.

Cardiornyocytes were incubated as described in Figure 1. The ceils were

stimulated with vehicle or 1OE7M insulin for 5 min. Lysates were

immunoprecipitated with R antibody. A: Top: Representative

immunoblot of phosphotyrosine and total R. Bottom: Densitometric

analysis of immunoblots. B: Net insulin- and vanadate-stimulated R

phosphorylation from panel A. Means ± SE of 3 independent experiments.

**p<o.002, different from basal; *p<004 different from basal.

Figure 3: Effect of chronic exposure to 0113 on insulin- and vanadate (VS)

mediated IRS-1 tyrosin e phosphorylation in cardiomyocytes.

Cardiomyocytes were incubated as descnbed in Figure 1. The celis were

stimulated with vehicle or 107M insulin for 5 min. Lysates were

imrnunoprecipitated with phosphotyrosine antibody. A: Top:

Representative immunoblot of phosphorylated tyrosine and total WS- 1.

Bottom: Densitornetric analysis of immunobiots. B: Net insulin- and

vanadate-stimulated LRS-l phosphorylation from panel A. Means ± SE of
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3 independent expenments. **P<0.Ol, different from basal controls;

tp<005 different from insulin- or vanadate- stimulated control ceils.

Figure 4: Effect of chronic exposure to OHB on insulin- and vanadate (VS)

mediated tyrosine phosphorylation of the p85 subunit of P13-K in

cardiomyocytes. Cardiomyocytes were incubated as described in figure

1. The celis were stimulated with vehicle or 107M insulin for 5 min.

Lysates were immunoprecipitated with phosphotyrosinc antibody. A: Top:

Representative immunoblot of tyrosine phosphorylated and total p85.

Bottom: Densitometric analysis of immunoblots. B: Net insulin- and

vanadate-stimulated p85 phosphorylation from panel A. Means ± SE of 5

independent experiments. ***P<•ÇHfl different from basal controls;

*p<005, different from basal controls; tp<005, different from insulin

stimulated control cells.

Figure 5: Effect of chronic exposure to OHB on ïnsulin- and vanadate (VS)

medïated activation of PKB in cardiomyocytes. Cardiomyocytes were

incubated as descnbed in Figure 1. The ceils were then stimulated with

vehicle (basal) or i0 M insulin for 5 min. A: Top: Representative

immunoblot of phosphorylated and total PKB. Bottom: Densitometric

analysis of immunoblots. B: Net insulin- and vanadate-stimulated PKB

phosphorylation from panel A. Means ± SE of 7 independent experiments.

different from basal;
**p<

005 different from basal;

tp<002 different from insulin-stimulated controls.

Figure 6: Effect of chronic exposure to OIIB on insutin- and vanadate (VS)

mediated activation of p38MAPK in cardiomyocytes. Cardiomyocytes

were incubated as described in Figure 1. The ceils were then stimulated

with vehicle (basal) or i07 M insulin for 10 min. A: Top: Representative

imniunoblot of phosphorylated and total p38MAPK. Bottom:

Densitometric analysis of immunoblots. B: Net insulin- and vanadate

stimulated p3$MAPK phosphorylation from panel A. Means ± SE of 5
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independent expenments. **P<O.Ol, different from basal control celis;

P<O.OO1, different from basal OHB-treated celis; ttp<0001, different

from vanadate-stimulated controls.

Figure 7: Effect of chronic exposure to OHB on basal, insulin- and vanadate

(VS) activation of ERKI/2. Cardiomyocytes were incubated as described

in Figure 1. The celis were then stimulated with vehicle (basal) or I 0’ M

insulin for 5 min. Top: Representative immunoblot ofphosphorylated and

total ERK1/2. Bottom: Densitometric analysis of immunoblots. Means ±

SE of 6 independent experiments. *]J<.Çj5, different from basal;

***p<ç different from basal control cells; P<O.0Ol, different from

basal control ceils.

Figure 8: Effect of ERKI/2 inhibition on insulin-mediated glucose uptake in

OHB-treated cardiomyocytes. Cardiomyocytes were incubated in media

containing 5.5 mM glucose alone or supplemented with 5 mM 0H13,

10 .iM PD98059 or a combination of both for 16 h. Glucose uptake

measurements were performed as described in Experimental Procedures.

Means ± SE of 10 independent experiments. ***<c1, compared to

basal; ftp<001 different from insulin-stimulated control or PD9$059-

treated cells.
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Abstract

During metabolic stress, such as ischemia or hypoxia, glucose becomes the

principal energy source for the heart. It lias been shown that increased cardiac glucose

uptake during metabolic stress lias a protective effect on celi survival and lieart function.

Despite its physiological importance, only limited data are available on the molecular

rnechanisms regulating glucose uptake under tliese conditions. We used 2,4-

dinitroplienol (DNP), an uncoupler of oxidative pliospliorylation, as a model to mimic

liypoxia and to gain insight into the signaling pathway underlying metabolic stress

induced glucose uptake in primary cultures of rat adult cardiomyocytes. The resuits

demonstrate that 0.1 mIVI DNP induces 2.2- and 9-fold increases in AMPK and

p3$MAPK pliosphorylation, respectively. This is associated with a 2.3-fold increase in

glucose uptake in these cells. To further delineate the role of AIvIPK in the regulation of

glucose uptake, we used two complementary approaches: pharmacological inhibition of

the enzyme with adenine 9-F3—D arabinofuranoside (AraA) and adenoviral infection with

a dominant-negative AMPK (DN-AMPK) mutant. Our resuits show that overexpression

of DN-AMPK completely suppressed DNP-mediated phospliorylation of acetyl CoA

carboxylase, a downstream target of AMPK. Inhibition of AMPK with eitlier AraA or

DN-AMPK also abolished DNP-mediated p38MAPK phosphorylation. Importantly,

AMPK inhibition only partially decreased DNP-stimulated glucose uptake in

cardiomyocytes. Inhibition ofp38MAPK witli the pharmacological agent PD169316 also

partially reduced (70%) glucose uptake in response to DNP. fi conclusion, our results

indicate tliat p38MAPK acts downstream ofAMPK in cardiomyocytes and that activation

of the AMPKJp3$MAPK signaling cascade is essential for maximal stimulation of

glucose uptake in response to DNP in aduit cardiomyocytes.
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Introduction

The heart utilizes a variety of substrates, such as fatty acids, ketone bodies and

glucose for ATP production. Although fatty acids account for 60 to 70% of total energy

production during aerobic conditions (1), carbohydrates become the major substratc

during anaerobic periods and metabolic stress (2-4). It is well-established that metabolic

stressors, such as contractions (5), ischemia (6), and hypoxia (7), stimulate cardiac

glucose uptake. It has been demonstrated that the ability of the heart to increase glucose

uptake during iscliemia is essential in preserving contractile function (3). Conversely, a

decrease in glucose uptake and failure to maintain ATP levels during hypoxia increase

cardiomyocyte death (8). Thus, the ability of the heart to upregulate glucose uptake

during metabolic stress is crucial for the maintenance of cardiac energy homeostasis and

function.

Several laboratories have reported that AMP-activated protein kinase (AMPK)

plays a major role in the regulation ofmetabolic stress-induced glucose uptake. AMPK is

activated by increased AMP/ATP or creatine/phosphocreatine ratios (9; 10) and by Thrl 72

phosphorylation by one or more upstream AMPK kinases (11-13). In skeletal muscle,

activation of AMPK is observed in response to the adenosine ana]og 5-aminoimidazole-

4-carboxamide nbonucleoside (AICAR) (14-16) as well as various metabolic stimuli,

such as muscle contractions (17), hypoxia (18;19) and 2,4-dinitrophenol (DNP) (18;20).

Adenovirus-mediated expression of a constitutively-active AMPK mutant (21) or

activation of this enzyme by AICAR (22) increases glucose uptake in skeletal muscles.

Conversely, overexpression of a dominant-negative AMPK (DN-AMPK) mutant in

skeletal muscle ceils or a kinase-dead AMPKo2 (KD-AMPK) isofonn in mice skcletal

muscle completely suppresses both hypoxia- and AICAR-stimulated glucose uptake

(19;23). In contrast, expression of the KD-AMPK mutant only partially reduces

contraction-mediated glucose uptake, suggesting that activation of an additional signaling

pathway is required for this stimulus.

A1\4PK activation bas been associated with the activation of nurnerous kinases,

including p38MAPK (24-26). As with AMPK, p38MAPK activation is observed in

response to ischemia (27), hypoxia (2$) and DNP (29). It has been suggested that, in



146

skeletal muscle, p3$MAPK activation is essential for maximal stimulation of glucose

uptake in response to insulin (30) and contractions (31). Furthermore, it bas been shown

that in liver-derived Clone 9 cells, p3$MAPK is downstream of AMPK (32), and

inhibition ofp3$MAPK suppresses AICAR-stimulated glucose uptake in these ceils.

Most of the studies cited above were performed in skeletal muscle. However, it

is unclear whether the signaling pathway identified in skeletal muscle also operates in the

heart. In skeletal muscle, stimulation of glucose uptake by exercise is independent of

phosphatidylinositol 3-kinase (P13-K). fr1 contrast, inhibition of this enzyme diminishes

glucose uptake in contracting cardiomyocytes (33 ;34). Furthermore, hypoxia-induced

glucose uptake is completely abolished in skeletal muscle overexpressing a KD-AMPK

mutant (19), while ischemia-induced glucose uptake is only partially suppressed in

transgenic mice overexpressing a DN-AMPKŒ2 mutant in the heart (6). Together, these

results suggest that significant differences exist in the regulation of glucose uptake

between skeletal and cardiac muscles.

The aim of this project was to examine the signaling cascade activated in

response to metabolic stress that leads to increased glucose uptake in primary cultures of

aduit cardiomyocytes. We have used DNP, a weak base that dissipates the H gradient,

uncoupling the mitochondrial oxidative chain, as a model to mimic hypoxia in

cardiomyocytes and to study the molecular effectors that participate in the regulation of

glucose uptake under these conditions. We chose to examine the contribution ofAMPK

and p38MAPK, two enzymes involved in metabolic stress-mediated glucose uptake in

skeletal muscle but whose role lias not been clearly defined in tlie heart. Our resuits

indicate that, in adult cardiomyocytes, p38MAPK acts downstream of AMPK.

furthermore, and in contrast to skeletal muscle, inhibition of the AMPKIp38MAPK

signaling pathway only partially abolishes the stimulation of glucose uptake in response

to DNP.
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Experimental procedures

Chemicals

Ail ceii culture solutions, fatty acid-ftee bovine serum albumin (FAF BSA),

water, supplements, Wortmannin, DNP, adenine 9-3-D arabinofuranoside (AraA),

potassium ferricyanide, potassium ferrocyanide, and DNAse I were purchased from

Sigma-Aidnch Canada (Oakville, ON, Canada), and X-gal xvas from Roche (Lavai, QC,

Canada). Collagenase was obtained from Worthington Biochemical Corp. (Lakewood,

NJ). Human insulin (Humulin R ‘) was procured from Eh Lilly Canada Inc. (Toronto,

ON, Canada). Phospho-p38MAPK (Thr 180!Tyr 182), p38MAPK, phospho-AMPK (Thr

172) and AMPK polyclonal antibodies were from Ccii Signaling Technology (Beveriy,

MA) while phospho-acetyl CoA carboxylase (5cr 79) (ACC) was from Upstate Ceil

Signaling Solutions (Lake Placid, NY). DuPont NEN Research Products (Boston, MA)

suppii ed [3H] 2-deoxyglucose (DG). Poiyvinyiidene difluoride membranes were

purchased from Immobilon Millipore (Bedford, MA). The enhanced cherni luminescence

detection system was bought from Amersham Pharmacia Biotecli (Baie d’Urfé, QC,

Canada). PD169316 was from Calbiochem (La Jolla, CA). The Bradford protein assay

kit was from Bio-Rad (Hercules, CA). Ail electrophoresis reagents were obtained from

Boebringer Mannheim (Lavai, QC, Canada).

Isolation of aduit rat cardiomyocytes

Ail experiments conformed to guideiines of the Canadian Council on Animai

Care and were approved by the Animal Care Committec of the Centre hospitalier de

l’Université de Montréal. Male Sprague-Dawley rats weighing 175-200 g were injected

ip with 500 U heparin sulfate 15 min prior to anesthesia with sodium pentobarbitai (60

mg/kg, ip). The heart was excised, and calcium-toierant cardiomyocytes were isolated by

the Langendorff method as described previousÏy (35). During the whole procedure, the

celis were maintained at 37°C. Briefly, ail hearts were rinsed (4 rnl/min) for 5 min in

Krebs-Ringer (KR) buffer containing (in mM) 119 NaC1, 4.7 KCI, 1.25 CaCI2,

1.2 MgC12, 1.2 KH2PO4, 11 dextrose and 25 HEPES, pH 7.4. They were then perfused

with a caicium-free KR solution for 5 min to stop spontaneous cardiac contractions. This

was foliowed by perfusion with KR buffer supplemented with 0.05% collagenase, 15 mM
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2-3 butanedione monoxime and 0.1% FAF BSA for 15 min. For the last 5 min of

perfusion, the KR buffer was supplemented with 0.05 mM CaC12, afier which the

ventricles were separated from the atria. The ventricles were minced in KR

suppÏemented with 0.05% collagenase, 15 mM 2-3 butanedione monoxime, 0.2 mg/ml

DNAse I, 0.1 mlvi CaC12 and 0.1% FAF BSA. The resulting celi suspension was flltered

through a nylon mesh and centriftiged at 1,000 g for 45 sec. The ceils were washed twice

and diluted in medium 199 supplemented with Il mM glucose, 0.2% FAF BSA, 5 mM

creatine, 2 mM L-camitine, 5 mlvi taurine, 10 M insulin, 0.1 M ascorbic acid, 100 1111m!

penicillin, 25 jiglml gentamicin and 100 mglml streptomycin, then plated onto laminin

coated dishes. Afier 4 h, they were washed to remove damaged celis and debris before

incubation at 37°C for 16 h in media containing 10 M insulin and 5.5 mM glucose.

Cardiomyocyte infection

The adenovirus Ad5/CMVINLS-LacZ, which encodes the sirnian virus 40 large

T-antigen nuclear-localization signal fiised to the EscÏzerichia cou lacZ reporter gene

(36), served as a control to assess the percentage of infected cardiomyocytes at different

multiplicities of infection (MOI). Dr. Lee A. Witters (Dartmouth Medical School,

Dartmouth, MA) kindly provided the adenovirus containing the DN-AMPK mutant under

the CMV promoter. This construct bas a point mutation of the phosphorylation site (Thr

172) within the AMPKcU subunit and inhibits both AMPKa1 and a2 heterotrimers (Dr.

Lee A. Witters, personal communication). Isolated cardiomyocytes were infected with

100, 200 or 500 MOI ofeither Ad5/CMV1NLS-LacZ or DN-AMPK in media containing

50 cg/ml of laminin. Afier 16 h, they were washed and incubated for an additional $ h

before glucose uptake measurements or enzyme activation studies.

In situ -ga1actosidase staining with X-Gal

Celis were washed twice with KR buffer and fixed with ice-cold methanol for 10

min at —20°C. They were rewashed with KR buffer before 3-galactosidase staining was

performed (37). Briefly, the ceils were incubated for 2 h at 37°C with stain solution

which contained 5 mM potassium ferricyanide, 5 mM potassium fenocyanide, 2 mM

MgC12 and I mglml X-gal. The cells were then rinsed twice with KR buffer and fixed
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with 10% formalin for 10 min at room temperature. f3-galactosidase-positive ceils with

blue nuclei were then counted.

Glucose uptake in primary cultures of cardïomyocytes

The ceils were washed twice with 1 ml of KR buffer. They were then incubated

for 30 min in 1 ml ofKR buffer containing 5 mM glucose and 0.2% fAF BSA. for the

adenovirus experiments, glucose assays were conducted in media containing 1 01 l M

insulin to prevent DNP-associated ccli death in DN-AMPK-infected cardiomyocytes.

Inhibitors of P13-K (100 nM Wortmannin), AMPK (0.1, 0.5 and 1 mM AraA) and

p38MAPK (0.1, 0.2 and 0.5 1iM PD169316) were added during the preincubation step as

indicated in the figure legends. The glucose uptake assay was started by the addition of

1 iCi/ml DG. Vehicle (basal), DNP and insulin were also added at this step as indicated

in the figure legends, and measured as descnbed previously (35).. Glucose uptake

measurement was terminated by 3 rapid washes with I ml of ice-cold KR buffer. The

celis were disrupted with 0.5 ml of 0.5 M NaOH for 60 min at 37°C, and cell-associated

radioactivity was quantified by scintillation counting. Glucose uptake was normalized to

total protein, as measured by Bio-Rad assay.

AMPK, ACC and p3$MAPK activation

The ceils were washed twice with media containing no insulin and incubated for

1 h before stimulation with 0.1 mM DNP for 5 or 10 min. Inhibitors of AMPK and

p38MAPK were added 30 min pnor to stimulation with DNP. As in the transport

experiments, lOht M insulin was added to the media when the cardiomyocytes were

infected with adenovirus. The reaction was stopped by 3 rapid washes with ice-cold KR

buffer. The cells were then lysed in buffer containing 25 mM Tris-HCI, pH 7.4, 25 mM

NaCl, 1 mM sodium orthovanadate, 10 mM sodium fluoride, 10 mM sodium

pyrophosphate, 2 niM EGTA, 2 mM EDTA, 1 mM phenylmethylsulphonyl fluoride,

2 mM benzamidine, 10 jig/ml aprotinin, 0.5 rg!m1 leupeptin, 1% Triton X-100 and 0.1%

sodium dodecyl sulfate (SDS). The lysate vas centrifuged for 5 min at 12,000 g at 4°C to

remove insoluble matenal, and the resulting supematant was taken for immunoblotting.
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Gel electrophoresis and immunoblotting

Samples were electrophoresed on 6% or 10% SDS-polyacrylamide gel, and

transfcrred to polyvinylidene difluoride membranes for Western blotting. The

membranes were blocked for 1 h with 5% (wt/vol) milk in PBST, pH 7.4, containing

137 mM NaC1, 3 mM KC1, 1.5 mM KH2PO4, 8 mM Na2HPO4, 0.05% Tween 20 and

0.02% sodium azide. They were then incubated with the primary antibody, followed by

incubation with the appropriate secondary antibody conjugated to horseradish peroxidase.

Antigen-antibody complexes were detected by the enhanced chemiluminescence method.

Quantitative analysis was performed with a scanning densitorneter.

Statistical analysis

Two-way analysis of variance (ANOVA) was applied for multiple comparisons,

foÏlowed by the fisher post lioc test. Ail data are reported as means ± SE. Values of

P < 0.05 were considered to be significant.
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Resuits

DNP and insulin stimulate glucose uptake through the activation of distinct

signaling pathways in cardiomyocytes

li skeletal muscle, exercise and hypoxia stimulate glucose uptake in a P13-K-

independent maimer. However, in the heart, P13-K is activated during contraction,

ischemialreperfusion and preconditioning (34;3$;39). Thus, we investigated the role of

P13-K in DNP-mediated activation of glucose uptake in adult cardiomyocytes. We first

established the concentration ofDNP necessary to stimulate glucose uptake in these ceils.

The addition of 0.05 mM and 0.1 mM DNP increased cardiac glucose uptake by 1.4- and

2.3-fold, respectively (F < 0.02). At concentrations of 0.2 mM and above, we noted that

a subset of celis lost their characteristic rod-shaped fonn, suggesting a cytotoxic effect of

DNP at higher concentrations (data not shown). Therefore, ail subsequent experiments

were performed at 0.1 mM DNP. We next examined whether P13-K played a role in

DNP-mediated glucose uptake in aduit cardiomyocytes. Our resuits showed that, in adult

cardiomyocytes, the stimulatory effect ofinsulin and DNP on glucose uptake was additive

(F < 0.02), indicating that the two stimuli utilized distinct signaling cascades (Figure lA).

Inhibition of P13-K by 100 nM Wortmannin completely suppressed the increase of

glucose uptake induced by insulin (F < 0.02) (Figure lB). h contrast, the inhibitor vas

without any effect on DNP-mediated glucose uptake, suggesting that P13-K does not play

a role in this process. Thus, in isolated aduit cardiomyocytes, DNP and insulin stimulated

glucose uptake through the activation of distinct signaling cascades.

Pharmacological inhibïtion of AÏ’IPK reduces DNP-mediated p3$MAPK activation

and glucose uptake in cardiomyocytes

AMPK plays a major role in stress-induced glucose uptake in skeletal muscle

(25). The primary site responsible for AMPK activation is Thr 172, and phosphorylation

ofthis site increases enzyme activity by 50- to lOO-fold (40). As a first step to delineate

the contribution of AMPK to DNP-mediated glucose uptake, we inhibited the enzyme

with the pharmacological agent, AraA. AduÏt cardiornyocytes were pretreated with

increasing concentrations ofAraA (0.1, 0.5 and 1 mM) for 30 mm, after which the cells

were stimulated with DNP before measurement of AMPK activation with an antibody
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that recognizes its phosphorylated form. As shown in Figure 2A, DNP induced a 1 .8-fold

increase in AMPK phosphorylation (P < 0.007). Incubation of cardiomyocytes with

increasing concentrations of AraA provoked a dose-dependent decrease of DNP-medi ated

AMPK phosphorylation, resulting in 60% (P < 0.02) and 80% (P < 0.007) reductions of

DNP-induced enzyme phosphorylation at 0.5 and I mM AraA, respectively. Since AraA

prirnarily inhibits the AMPKŒ2 isoform (17), the residual AMPK activity observed in

cardiomyocytes is probably due to the AMPKa1 isoform.

Xi et aÏ. (32) have demonstrated that p38MAPK is localized downstream of the

AMPK signaling cascade in Jiver-derived Clone 9 cells. We, therefore, examined

whether AMPK inhibition suppresses DNP-mediated p38MAPK activation in

cardiornyocytes. p38MAPK activation was assessed with an antibody that recognizes the

active and phosphoiylated form of the enzyme. Maximal activation of this enzyme was

achieved afier 10 min of stimulation (data flot shown). This time point was used in

subsequent experiments. As shown in Figure 2B, DNP is a powerful activator of

p3$MAPK, inducing a 94-fold increase of enzyme phosphorylation in control

cardiomyocytes (P < 0.002). Inhibition of AMPK with I mM AraA was associated with

a 62% reduction ofp38MAPK phosphorylation in response to DNP (P < 0.05).

We next studied the contribution of AMPK to DNP-stimulated glucose uptake in

aduit cardiomyocytes. As illustrated in Figure 3, DNP increased glucose uptake by 2.4-

fold in aduit cardiomyocytes (P <0.001). Incubation with increasing concentrations of

AraA inhibited DNP action in a dose-dependent manner in these ceils. At 0.5 mM and

1 mM AraA, we observed 41% (P <0.02) and 51% (P <0.002) reductions of glucose

uptake in response to DNP. Incubation with a higlier concentration ofAraA (2 mM) did

flot further inhibit DNP-mediated glucose uptake in cardiomyocytes (data not shown).

DN-AMPK ïnhibits AMPK, ACC and p38MAPK phosphorylaton and reduces

glucose uptake in response to DNP

Pharmacological inhibitors are useful tools to examine the role of an enzyme in

signaling pathways. However, most inhibitors also demonstrated non specific effects

towards other enzymes. To further ascertain the role of AMPK in p38MAPK activation
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and glucose uptake, we overexpressed a DN-AMPK mutant by adenoviral infection.

Cardiomyocytes express very 10w levels of coksakievirus and adenovirus receptors, and

show low infectivity compared to other cells (41). We, therefore, used a nuclear

engineered 3-ga1actosidase reporter gene to titer virus infectivity in cardiomyocytes.

Infection with 100, 200 and 500 MOI resulted in 68%, 72% and 81% nuclear staining,

respectively (data not shown). Based on these results, we infected cardiomyocytes with

500 MOI of DN-AMPK adenovints in subsequent experiments. We monitored DN

AMPK expression by Western blotting with an anti-AMPK antibody. As shown in

Figure 4A, infection witli 500 MOI of DN-AMPK increased AMPK content by 9.5-fold

(P < 0.003). We next determined whether DN-AMPK could inhibit endogenous AMPK

and prevent DNP-mediated phosphorylation of AIVIPK. As shown in Figure 4A,

stimulation with DNP produced a 2.2-fold increase in AMPK phosphorylation

(P < 0.005). Overexpression of 500 MOI of DN-AMPK completely suppressed DNP

mediated phosphorylation of AMPKŒ1 and Œ2 isoforms (P < 0.005). These resuits

suggest that DN-AMPK acts as a dominant negative inhibitor of endogenous AMPK.

To further ascertain AMPK inhibition by DN-AMPK, we examined the

phosphorylation of a downstream target of AMPK, ACC, in response to DNP.

Phosphorylation of ACC on ser79 reflects AIvIPK activation by phosphorylation and by

allosteric effectors. As illustrated in Figure 48, DNP induced a 3-fold-increase of ACC

phosphorylation in control celis (P < 0.00 1) which vas completely abolished upon

infection with DN-AMPK (P < 0.00 1). The parallel reduction in phosphoiylated AMPK

and ACC demonstrated that overexpression of DN-AMPK inhibited the activation of the

endogenous enzyme in response to DNP.

We next established the effect of DN-AMPK on p38MAPK activation in

cardiomyocytes. As shown in Figure 4C, infection with DN-AMPK did not affect the

concentration of p3$MAPK. Stimulation with DNP provoked a 2-fold increase in

p38MAPK activation in cardiomyocytes (P < 0.00 1). Infection with 500 MOI of DN

AMPK completely inhibited p38MAPK phosphorylation in response to DNP (P < 0.004).

These resuits confirmed the role of AMPK in DNP-mediated activation ofp38MAPK.
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b examine the contribution of AMPK to DNP-stimulated glucose uptake in

adult cardiomyocytes, we infected cardiomyocytes with 500 MOI of DN-AMPK

adenovirus. Stimulation with DNP produced 1 .6-fold stimulation of glucose uptake in

cardiomyocytes (P < 0.05). In concordance with what was observed with AraA, DN

AMPK overexpression only partially reduced (39%) the increase of glucose uptake

following DNP stimulation (figure SA). In contrast, insulin-stimulated glucose uptake (P

<0.05) was flot affected by DN-AMPK overexpression, and a 2.1 - to 2.5-fold increase in

glucose uptake was obtained in control and DN-AMPK-infected ceils, respectively

(figure 5B).

DN-AMPK does not modulate GLUT1 and GLUT4 content in cardiomyocytes

GLUT1 and GLUT4 are the primaiy glucose transporters expressed in the heart.

Because an alteration in the concentration of either GLUT1 and GLUT4 levels could

modulate DNP-stimulated glucose uptake, we evaluated their protein content by Western

blotting in adenoviral infected cardiomyocytes. Infection with 500 MOI DN-AMPK did

not affect the concentration of either GLUT 1 or GLUT4 proteins in cardiomyocytes (data

not shown).

PD169316 inhibits DNP-induced p38MAPK phosphorylation and glucose uptake in

cardiomyocytes

Our results suggested that AMPK participates in DNP-induced glucose uptake

and that p38MAPK acts downstream of AMPK in this signaling pathway. To determine

the contribution ofp38MAPK to DNP-mediated glucose uptake, we inhibited the enzyme

with PD 169316. This pharmacological compound binds to the ATP-binding pocket of

the enzyme and inhibits p38MAPK activity with an 1C50 of 0.89 nM. Inactivation of

p3$MAPK is associated with a reduction in Tyr-182 andlor Thr-180 phosphorylation,

which is detectable by Western blotting. Cardiomyocytes were pretreated with increasing

concentration of PD169316 for 30 min before evaluation of DNP-mediated glucose

uptake in these celis. As shown in Figure 6A, PD169316 inliibited DNP-stimulated

glucose uptake in a dose-dependent maimer in cardiomyocytes. At 0.5 iiM, PD169316

provoked a 69% decrease in DNP-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes

(P <0.003). Pretreatment with 1 tM PD169316 did not further inhibit DNP-mediated
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glucose uptake (73% reduction; data not shown). Together, these resuits suggested that

maximal inhibition of glucose uptake is achieved at 0.5 tM PD169316. We next

evaluated the ability of this compound to inhibit p38MAPK activation in cardiomyocytes.

As shown in f igure 6B, DNP increased p38MAPK phosphorylation by 4.5-fold in control

celis (P < 0.004), and preincubation with 0.5 jiM PD169316 caused a 40% reduction of

DNP-mediated p38MAPK phosphorylation in cardiomyocytes (P < 0.04).
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Discussion

DNP was used as a model to mimic hypoxia in cardiomyocytes and to study the

molecular mechanisms underlying the stimulation of glucose uptake in response to stress

in these cells. Our data demonstrated that P13-K activation is not required for DNP

mediated glucose uptake in cardiomyocytes. Our resuits also show that AMPK inhibition

suppressed p3$MAPK activation in response to DNP in aduit cardiomyocytes. More

importantly, inhibition of the AMPK/p38MAPK signaÏing cascade oniy partiaÏly

abolislied DNP-stimulated glucose uptake in these cells. Collectively, these findings

demonstrated that p38MAPK is downstrearn of the AMPK signaling cascade in

cardiomyocytes and that activation of A1\4PK and p38MAPK is required for maximal

stimulation of glucose uptake during metabolic stress.

hi skeletal muscle, insulin and contractions stimulate glucose uptake through

activation of distinct signaling cascades, as demonstrated by the additive effect of these

stimuli on this process. Furthermore, while activation of P13-K is required for insulin

action, the enzyme does flot participate in the regulation of glucose uptake by

contractions. In comparison, in isolated aduit cardiomyocytes, the effects of insulin and

contractions on glucose uptake are not additive (34). In addition, in cardiomyocytes,

contractions activate P13-K, and inhibition of the enzyme reduces contraction-mediated

glucose uptake in these ceils (34). These results suggest that P13-K participates in the

regulation of cardiac glucose uptake during contractions. In contrast to what lias been

observed for contractions, the effects ofDNP and insulin are additive in cardiomyocytes.

Furthemiore, inhibition of P13-K by Wortmannin does flot alter DNP-mediated glucose

uptake whilc it completely suppresses insulin’s stimulation of this process. Togetlier,

these resuits demonstrated that P13-K does not contnbute to DNP-stimulated glucose

uptake in cardiomyocytes. This is in agreement with what has been reported for iscliemia

and preconditioning, both of which activate glucose uptake in a P13-K-independent

mariner (39;42). It should be noted that in skeletal muscle, the contribution ofAMPK to

the stimulation of glucose uptake differs between hypoxia and contractions (19).

Potentially similar differences in the signaling patliway activated in response to

contractions and DNP may also exist in the myocardium.
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Several enzymes have been identified as potent mediators of glucose uptake in

response to metabolic stress (25). AMPK, which regulates both glycolysis and fatty

oxidation, is considered an important metabolic fuel gauge. The pharmacological

activation of AMPK by AICAR stimulates glucose uptake in cardiac papillary (43) and

skeletal muscles (44). However, stimulation with AICAR did flot increase glucose uptake

in cardiomyocytes (unpublished data). Studies have demonstrated that AICAR does flot

activate AMPK in these ceils (45;46;47) probabïy because they Îack adenylate cyclase,

the enzyme responsible for its conversion to ZMP (47). hi skeletal muscles, there is a

good conelation between AMPK activation and enhanced glucose uptake in response to

various metabolic stressors (25;4$). On the other hand, the role of AMPK in the

regulation of cardiac glucose uptake has been largely unexplored. Therefore, our

objective was tô delineate the contribution of AMPK to p38MAPK activation and the

stimulation of glucose uptake in response to DNP in aduit cardiomyocytes. The role of

AMPK was examined using two complementary approaches: pharmacological inhibition

of the enzyme with AraA, and adenoviral-mediated infection of cardiomyocytes with a

DN-AMPK mutant. Our results showed that inhibition with AraA reduced DNP

mediated AMPK phosphorylation in a dose-dependent manner in adult cardiornyocytes.

Overexpression of the DN-AMPK mutant also prevented AMPK and ACC

phosphorylation in response to DNP. lEhibition of DNP-mediated ACC phosphoiylation

by DN-AMPK suggests that the mutant acts as a dominant negative of endogenous

enzyme.

Activation of p38MAPK has been observed in response to various stimuli

including hyperosmolarity, hypoxia, ischemia, preconditioning and DNP, stimuli that are

also associated with increased AMPK activity (49). furthermore, in skeletal muscles,

pharmacological activation ofAMPK by AICAR stimulated p38MAPK (24). Our results

show that stimulation with DNP also activates AMPK and p38MAPK. Importantly,

inhibition of AMPK with AraA greatly decreased DNP-mediated p3$MAPK

phosphorylation in cardiomyocytes. furthermore, overexpression of DN-AMPK

completely inhibited DNP-mediated p38MAPK phosphorylation in cardiomyocytes.

While we can not exciude that DN-AMPK action is mediated by its binding to a
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component of the p3$MAPK signaling cascade, the fact that we observed a reduction of

p38MAPK phosphorylation following AMPK inhibition by a pharmacological agent or

by the molecular approach strongly suggests that p38MAPK is a downstream target of

AMPK. Similar findings were also reported by Xi et al. who demonstrated that

overexpressing a DN-AMPK abolished p38MAPK activation in Iiver-derived Clone 9

cells (32). In contrast, in 3T3-L1 adipocytes, activation of AMPK irnpaired insulin

mediated glucose uptake (50) whereas activation of p38MAPK participates in the

stimulatoiy effect of insulin on glucose uptake through modulation of GLUT4 intrinsic

activity (30). This latter resuit suggests that the coupling between AMPK and p3$MAPK

may be tissue-specific. Our resuits demonstrated that, in the heart, p38MAPK is

downstream ofAMPK. Additional work will be needed to further define the relationship

between AMPK and p38MAPK in different tissues.

Studies have suggested that activation of AMPK is required for AICAR- and

hypoxia-stimulated glucose uptake in skeletal muscle. However, whether this enzyme

plays a similar role in the heart is stiil not resolved. We thus examined AMPK’s

contribution to the regulation of glucose uptake in aduit cardiomyocytes. Inhibition of

AMPK by AraA or DN-AMPK reduces the stimulatoiy effect of DNP on glucose uptake

by 51% and 39%, respectively. Thus, in aduit cardiomyocytes, inhibition of AMPK

provokes only a partial reduction of glucose uptake in response to DNP. Xing et al. (6)

also reported similar results in which no-flow ischemia-induced glucose uptake vas

inhibited by 62% in transgenic mice hearts overexpressing a DN-AMPKŒ2 mutant. On

the other hand, overexpression of a KD-AMPK mutant completely abolished the

stimulation ofcardiac glucose uptake during low-flow ischemia (51). These differences,

in the contribution of AMPK to glucose uptake may be related to the severity of the

metabolic stress generated. Altematively, they may be compensatory mechanisms

activated in response to inhibition of both cd and a2 AMPK isoforms in the heart. Our

studies suggest that in cardiomyocytes, inhibition of AMPK only partially decreased

glucose uptake in response to DNP. Studies have demonstrated that glucose is an

important substrate during metabolic stresses such as ischemia or hypoxia. Thus, the

partial reduction of glucose uptake in response to AMPK inhibition may be a protective
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mechanism to prevent complete suppression of cardiac glucose uptake, which could be

detrimental for the heart. Thus, the contribution of multiple pathways to the stimulation

of glucose uptake during metabolic stress may aiiow for the maintenance of glucose

supply and thus cardiac function. Further studies exploring the role of AMPK in various

models of iscliemia will 5e needed to clarify the contribution of this enzyme to the

stimulation of glucose uptake in the heart.

AMPK also phosphorylates and activates phosphofructokinase-2 (PfK-2) in the

heart. PFK-2 is the enzyme responsible for the synthesis of fructose 2, 6-phosphate, a

powerful activator of the glycolytic pathway (46). Thus, inhibition of AMPK shouid be

paralleled by a concomitant reduction of PKF-2 activity, glycolysis and potentially

glucose uptake. Studies have shown, however, that stimulation of glycolysis by increased

cardiac workload does not require AMPK activation (52). furthermore, in transgenic

mice overexpressing DN-AMPK or KD-AMPK, cardiac glycogen breakdown occurs

normally, suggesting that glycolysis was not irnpaired in these animais (6;51). h addition

to AMPK, PFK-2 can 5e phosphorylated and activated by other kinases, including protein

kinase A. Cardiac glycolysis is also regulated by local factors such as adenine nucleotide

concentration ami intracellular pH (53;54). Thus, the regulation of PfK-2 activity

involves multiple and overlapping mechanisms, reflecting the importance ofglycolysis in

maintaining energy supplies during stressfuÏ conditions. Whether inhibition of AMPK

impairs glycolysis in DNP-stimulated cardiomyocytes remains to 5e investigated.

Several studies have demonstrated that p38MAPK participates in the regulation

of glucose uptake in response to various stimuli probably through the modulation of

GLUT1 (55) or GLUT4 intrinsic activity (30;56). We have shown that p38MAPK is

downstream of the AMPK signaling cascade and that inhibition of AMPK decreases

glucose uptake in cardiomyocytes. We thus sought to determine whether inhibition of

p3SMAPK wouid also diminish glucose uptake in response to DNP in these ceils.

Pharmacological inhibition of p38MAPK with PDI 69316 only partially decreased DNP

mediated glucose uptake in cardiomyocytes. Whïle we can not mie out that the decrease

in glucose uptake by PD169316 is independent of p38MAPK inhibition, this result is

consistent with the partial reduction of glucose uptake observed in response to AMPK
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inhibition in cardiomyocytes. On the other hand, these data contrast with the study of Xi

et al., in which they reported that inhibition of p38MAPK cornpletely suppresses AICAR

mediated glucose uptake in Clone 9 cells. Similar resuits were also obtained for skeletal

muscle, in which pharmacological inhibition of p38MAPK completely suppressed

AICAR-mediated glucose uptake (24). On the other hand, inhibition of the enzyme

decreased only partially contraction-mediated glucose uptake (31). As mentioned above,

the contribution of the AMPKJp3$MAPK signaling pathway to glucose uptake is both

tissue- and stimuli-specific. Our data in aduit cardiomyocytes strongly suggest that in this

tissue, activation of an additional pathway is required for the maximal stimulation of

glucose uptake in response to DNP.

h skeletal muscle, overexpression ofKD-AMPK mutant or selective ablation of

AMPKŒ2 completely blocked the stimulatoiy effect of either AICAR or hypoxia in this

tissue (57). Similar resuits have been reported by Fryer et al. (21) who demonstrated that

AICAR-induced glucose uptake was complctely inhibited by DN-AMPK overexpression

in H-2K muscle celis. Thus, in skeletal muscle, activation of AMPK is required for both

AICAR- and hypoxia-stimulated glucose uptake. On the other hand, inhibition ofAMPK

with AraA or DN-AMPK provokes only a partial reduction of DNP-mediated glucose

uptake. This latter result suggests that the contribution of AMPK to the regulation of

glucose uptake is tissue-specific. Other differences between cardiac and skeletal muscles

have also been reported. Eckel’s group (34) demonstrated that stimulation of glucose

uptake by contraction required P13-K activation in cardiomyocytes. Furthermore, in the

heart, AMPK phosphoiylates and activates PFK-2, leading to enhanced glycolysis while

this does not occur in muscle because in this tissue the PFK-2 isoform does not contain

an AMPK phosphorylation site (58). Together, these studies indicate that important

mechanistic differences may exist between the heart and skeletal muscle regarding the

regulation of glucose metabolism. Because the concentrations and activities of signaling

molecules can be modulated, primary cultures of adult cardiomyocytes may represent a

good model to explore the activation of signaling pathways in the heart.

What could be the additional signaling pathway contributing to increased

glucose uptake in cardiomyocytes? Stimulation with DNP increases intracellular Ca2
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concentration in adipocytes (59) and cardiomyocytes (60). In L6 myotubes, calcium

chelation decreases glucose uptake in response to DNP, suggesting that Ca2 contributes

to this process (61). Other potential candidates include calciumlcalmodulin-dependent

protein kinase (CAMK) and classical protein kinase C, both of which can be activated by

calcium and are involved in glucose uptake in skeletal muscles (6 1-63). Interestingly,

pharmacological inhibition of CAIvIK reduces the stimulatory effect of hypoxia on

glucose uptake in skeletal muscles (62;63) and in the heart (Pelletier,A., and L. Coderre,

unpublished data), suggesting that the enzyme plays an important role in this process.

However, confirmation of its role in the regulation of glucose uptake in the heart awaits

further investigation.

In conclusion, our resuits demonstrate that p3$MAPK acts downstream of

AMPK in adult cardiornyocytes. Irnportantly, inhibition of the AMPK/p3$MAPK

signaling cascade decreased DNP-mediated glucose uptake, suggesting that activation of

these enzymes is required for maximal stimulation of glucose uptake in cardiomyocytes.
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Figure Iegends

Figure 1: Insulin and DNP induce glucose uptake through activation of

indepeudent signating pathways in cardiomyocytes. A: Cardiomyocytes

wcre stimulated with 1 0 M insulin, 0.1 mM DNP or a combination of both

agents before measurement of glucose uptake as descnbed in Experimental

Procedures. Means ± SE of 3 independent experiments. < 0.05 compared

to basal; tP < 0.02 different from DNP- and insulin-stimulated controls. B:

Cardiomyocytes werc preincubated for 30 min with 100 nM Wortmannin

pnor to insulin or DNP stimulation. Means ± SE of 4 independent

experiments. < 0.006 vs basal control; < 0.009 vs basal Wortmannin;

tP < 0.02 different from insulin-stimulated controls.

Figure 2: AraA ïnhibits the activation of AMPK, p38MAPK and glucose uptake in

response to DNP. Cardiomyocytes were preincubated for 30 min with 0.1,

0.5 or 1 mM AraA prior to stimulation with 0.1 mM DNP for either 5 min (A)

or 10 min (B). A: Top: Representative immunoblot of phospho-AMPK,

Bottom: Densitometric analysis of immunoblots. Means ± SE of 3

independent experiments. < 0.005 basal control vs DNP-treated ceils;

tP < 0.02 different from DNP-stimulated controls; ftp < 0.007 different from

DNP-stimulated controls. B: Top: Representative immunoblot of phospho

p38MAPK, Bottom: Densitornetnc analysis ofimmunoblots. Means ± SE of

4 independent experiments. *P < 0.002 basal control vs DNP-treated ceils;

tp
< 0.05 different from DNP-stimulated controls.

Figure 3: AraA inhibits glucose uptake in response to DNP in a dose-dependent

manner. Cardiomyocytes were preincubated for 30 min with 0.1, 0.5 or 1

mM AraA prior to stimulation with 0.1 mM DNP for 20 min. Glucose uptake

was evaluated as described in Experimental Procedures. Means ± SE of 3

independent experiments. < 0.006 basal control vs DNP-treated ceils;

tp
< 0.01 basal vs DNP-treated cells (0.5 mM AraA) and different from DNP

stimulated controls ttp< 0.03 basal vs DNP-treated cells (1 mM AraA) and

different from DNP-stimulated controls.
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Figure 4: Overexpression of DN-AMPK inhibits DNP-induced AMPK, ACC and

p38MAPK phosphorylation and activation of glucose uptake in

cardiomyocytes. Ceils were exposed for 24h to 500 MOI ofcontrol or DN

AMPK adenovirus as described in Experimental Procedures prior to

stimulation with 0.1 mM DNP for either 5 min (A, B) or 10 min (C). A: Top:

Representative immunoblot of phospho-AMPK, Bottom: Densitometnc

analysis of immunoblots. Means ± SE of 4 independent experiments.

*]3 < 0.005 basal control vs DNP-trcated celis; tP < 0.01 different from DNP

stimulated controls. B: Top: Representative immunoblot of phospho-ACC,

Bottom: Densitometric analysis of immunoblots. Means ± SE of 4

independent experiments. < 0.03 basal control vs DNP-treated celis;

tP < 0.04 different from DNP-stimulated controls. C: Top: Representative

immunoblot of phospho-p3$MAPK, Bottom: Densitornetric analysis of

immunoblots. Means ± SE of 4 independent experiments. < 0.00 1 basaI

control vs DNP-treated celis; P < 0.004 different from DNP-stimulated

controls.

Figure 5: Overexpression of DN-AMPK inhïbits DNP-induced glucose uptake in

cardiomyocytes. Celis were exposed for 24 h to 500 MOI ofcontrol or DN

AMPK adenovirus as described in Experimental Procedures prior to

stimulation with 0.1 mM DNP for 20 min (A) or with M insulin for 30

min (B). Glucose uptake was measured as descnbed in Experimental

Procedures. Means ± SE of 4 independent experiments. < 0.05 basal

control vs DNP- and insulin-treated ceils; tp
< 0.03 different from DNP

stimulated controls.

Figure 6: P11169316 partially inhibits glucose uptake and the activation of

p3$MAPK in response to DNP in cardiomyocytes. A: Ceils were

preincubated for 30 min with 0.1, 0.2 or 0.5 jiM PD169316 prior to

stimulation with 0.1 mM DNP for 20 min. Glucose uptake was measured as

descnbed in ExpenmentaÏ Procedures. Means ± SE of 5 independent

experiments. F < 0.003 basal vs DNP-treated celis; **,P < 0.02 basa] vs
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DNP-treated ceils; tp < 0.003, different from DNP-stimulated controls. B:

Celis were preincubated for 30 min with 0.5 jiM PD169316 prior to

stimulation with 0.1 mM DNP for 10 min. Top: Representative immunoblot

of phospho-p38MAPK, Bottom: Densitometric analysis of immunoblots.

Means ± SE of 3 independent experiments. < 0.004 basal vs DNP-treated

ceils; tP < 0.04, different from DNP-stimulated controls.
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Abstract

In aerobic conditions, the heart preferentially oxidizes fatty acids. However,

during rnetabolic stress glucose becomes the major energy source and enhanced glucose

uptake lias a protective effect on heart function and cardiomyocyte survival. Thus,

abnormal rcgulation of glucose uptake may participate in thc developrnent of cardiac

disease in diabetics. Ketone bodies are ofien elevated in poorly-controlled diabetics and

are associated with increased cellular oxidative stress. Thus, we sought to determine the

effect of the ketone body -hydroxybutyrate on cardiac glucose uptake during metabolic

stress. We used 2,4-dinitroplienol (DNP), an uncoupler of the mitochondrial oxidative

chain, to mimic hypoxia in cardiomyocytes. Our data demonstrated that chronic

exposure to 3-hydroxybutyrate provoked a concentration-dependent decrease of DNP

action, resulting in 56% inhibition of DNP-mediated glucose uptake at 5 mM f3-

hydroxybutyrate. Ibis was paralleled by a diminution of DNP-mediated AMPK and

p38MAPK phosphorylation in these ceils. Chronic exposure to f3-hydroxybutyrate also

increased reactive oxygen species (ROS) production by 2.8-fold compared to control

ceils. To further understand the role of ROS in f3-hydroxybutyrate’s action,

cardiomyocytes were incubated with H202. Our resuits demonstrated that chronic

exposure to H202 diminished DNP-induced glucose uptake without altering activation of

the AMPKIp38MAPK signaling pathway. Incubation with the antioxidant N

acetylcysteine partially restored DNP-mediated glucose but not AMPKIp3$MAPK

activation. In conclusion, these resuits suggest that ketone bodies, tlirough inhibition of

the AIVIPKJp38MAPK signaling pathway and ROS overproduction, regulate DNP action

and thus cardiac glucose uptake. Altered glucose uptake in hyperketonernic states during

metabolic stress may participate in diabetic cardiomyopathy.
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Introduction

Cardiovascular disease is a well known complication of diabetes. Diabetes

increases the risk ofmortality from heart disease by 4.0- to 6.6-fold and 6.2- to 17.1-fold

in men and women, respectively (38). It also significantly worsens the prognosis after

heart failure, despite the fact that infarct size is ofien smaller in diabetics (28;61).

Poorly-controlled type 1 diabetic patients ofien have elevated concentrations of ketone

bodies that can reach levels as high as 10 mM during severe ketosis (7;39). hicreased

ketone body levels have also been observed in type 2 diabetes (3) and in congestive heart

failtire (43;44). Furthermore, in the latter condition, increased plasma ketone body

concentrations conelate with the severity of cardiac dysfunction (44).

Glucose is the primary energy source for the heart during metabolic stress, such as

ischemia or hypoxia (14;5$). Studies have shown that increased glucose uptake, by

providing an energy source for ATP synthesis, bas a beneficial effect on contractile

function and coronary flow dunng ischemia (14). Conversely, failure to upregulate

glucose uptake and to maintain ATP levels during hypoxia is associated with increased

cardiomyocyte death (1;45;66). Diminished glucose utilization and contractile

dysftmction have been reported in the heart of db!db mice, a model of type 2 diabetes (5).

These abnonnalities were corrected by selective overexpression of GLUT4 in the heart,

the major glucose transporter expressed in this tissue (5). Importantly, more than 64% of

type 1 and 34% of type 2 diabetic patients have inadequate cardiac glucose uptake

(47;67) and it has been suggested that alteration of this process contributes to the

development of diabetic cardiomyopathy (46).

Recently, the signaling cascade involved in the stimulation of glucose uptake by

metabolic stress lias started to be unravelled, and the predominant role of 5’AMP-

activated protein kinase (ATvIPK) in this process highlighted. AMPK, a sensor of fuel

and energy status, is activated in response to an increase in the ratios of AMP/ATP or

creatine/phosphocreatine (11 ;2 1 ;26) or by phosphorylation of threonine residue by

AMPK kinase (60;6$). AMPK is stimulated in response to the adenosine analog 5-

aminoimidazole-4-carboxamide ribonucleoside (AICAR) (9;55 ;69), ischemia (56),



182

hypoxia (26;4$) and 2,4 dinitrophenol (DNP) (26;49;50). Ovcrexpression of a

constitutively-active AMPK or stimulation with MCAR enhance glucose uptake in

skeletal muscle (22) and in the heart (41;55). Conversely, overexpression ofa dominant

negative (DN) AMPK mutant (73) or a kinase-dead (1(D) AMPKŒ2 isoform (41)

partia]ly blocks ischemia- and hypoxia-mediated glucose uptake in the heart. Using a

DN-AMPK mutant, we recently demonstrated that AIvIPK activation is essential for

maximal stimulation of glucose uptake in response to DNP in cardiomyocytes (50).

Thus, AMPK plays a central role in the regulation of glucose uptake during metabolic

stress.

p38MAPK, a member of the MAPK family of senne/threonine protein kinases, is

also activated in response to DNP (62), hypoxia (35) and ischemia (6). Recent studies in

Clone 9 hepatocytes (72), skeletal muscle (40), cardiomyocytes (50) and the heart (41)

suggest that p3$MAPK is a downstrearn effector of AMPK and may participate iii

regulation ofthe glucose uptake process.

Studies have reported that hyperketonemic type 1 diabetic patients present

increased plasma lipid peroxidation and low levels of cellular glutathione compared to

norrnoketonemic patients (31;32). These resuits suggest that high levels ofketone bodies

increase cellular oxidative stress which may participate in the development of cardiac

insulin resistance in diabetes (13). We have dernonstrated that prolonged exposure to P
hydroxybutyrate, the main ketone body produced during hyperketonemia (37), induces

insulin resistance in cardiomyocytes (64). Because of the importance of glucose during

metabolic stress, we determined whether ketone bodies also alter the stimulation of

glucose uptake under this condition, and whether increased oxidative stress plays a role in

-hydroxybutyrate’s action in cardiomyocytes. We used DNP, a weak base that

dissipates the H gradient and uncouples the mitochondrial oxidative chain, as a chemical

model to mirnic hypoxia in these ceils. Our resuits demonstrated that chronic exposure to

-hydroxybutyrate diminished DNP-mediated glucose uptake and that both inhibition of

the AMPKIp38MAPK signaling pathway and reactive oxygen species (ROS)

overproduction probably contributed to this effect.
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Experimental procedures

Chemicals

Ail ceil culture solutions, fatty acid-free bovine serum albumin (FAF BSA),

water, supplements, DNP, -hydroxybutyrate, N-acetyl-l-cysteine (NAC), hydrogen

peroxide (H202), lucigenin, trypsin, trypsin inhibitor and DNAse I were purchased from

Sigrna-Aldrich Canada (Oakville, ON, Canada). Collagenase was obtained from

Worthington Biochemical Corp. (Lakewood, NI). Human insulin (Humulin RTM) was

procured from Eh Lifly Canada Inc. (Toronto, ON, Canada). Phospho-p38MAPK (Thr

1$0/Tyr 182), p38MAPK, phospho-AMPK (Thr 172) and AMPK polyclonal antibodies

were from Ccli Signaling Technoiogy (Beveriy, MA) while phospho-acetyl CoA

carboxylase (Ser 79) (ACC) was from Upstate Ceil Signaling Solutions (Lake Placid,

NY). DuPont NEN Research Products (Boston, MA) supplied [3H] 2-deoxyglucose

(DG). Polyvinylidene difluonde membranes were purchased from Immobilon Millipore

(Bedford, MA). The enhanced chemiluminescence cletection system was bought from

Arnersham Phannacia Biotech (Baie d’Urfé, QC, Canada). The Bradford protein assay

kit was from Bio-Rad (Hercules, CA). Ail electrophoresis reagents were obtained from

Boehringer Mannheim (Lavai, QC, Canada).

Isolation of aduit rat cardiomyocytes

Ail expenments conformed to guidelines of the Canadian Council on Aiiimal

Care and were approved by the Animai Care Comrnittee of the Centre hospitalier de

l’Université de Montréal. Male Sprague-Dawley rats weighing 175-200 g were injected

ip with 500 U hepann sulfate 15 min prior to anesthesia with sodium pentobarbital

(60 mg/kg). The hearts were excised, and calcium-tolerant cardiomyocytes were isolated

by the Langendorff method as described previously (64). During the entire procedurc,

the ceils were maintained at 37°C. Briefly, ail hearts were rinsed (4 ml!min) for 5 min in

Krebs-Ringer (KR) buffer containing (in mM) 119 NaCI, 4.7 KCI, 1.25 CaCI2,

1.2 MgCI2, 1.2 KH2PO4, li dextrose and 25 HEPES, pH 7.4. They were then perfused

with a calcium-free KR solution for 5 min to stop spontaneous cardiac contractions. This

was followed by perfusion with KR buffer supplemented with 0.05% collagenase, 15 mM
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2-3 butanedione monoxime and 0.1% FAF BSA for 15 min. For the last 5 min of

perfusion, the KR buffer was stipplemented with 0.05 mM CaCI2, afler which the

ventricles were separated from the atria. The ventncles were minced in KR

supplernented with 0.05% collagenase, 15 mM 2-3 butanedione monoxime, 0.2 mg!ml

DNAse I, 0.1 mM CaCÏ2 and 0.1% FAF BSA. The resulting ceil suspension xvas filtered

through a nylon mesh and centrifuged at 1,000 g for 45 sec. The ceils were washed twice

and diÏuted in medium 199 supp]emented with 11 mM glucose, 0.2% FAF BSA, 5 mM

creatine, 2 mI\4 L-camitine, 5 mM taurine, 10-7 M insulin, 0.1 M ascorbic acid,

100 IU/ml penicillin, 25 jiglml gentarnicin and 100 mg!ml streptomycin, then plated onto

laminin-coated dishes. Ce!! viabihty was detennined by the percentage of rod-shaped

ceils and averaged 90-95%. Afier 4 h, they were washed to remove damaged celis and

debris. The remaining celis were irnmediately utilized for experimentations and were

incubated at 37°C for 16 h in media containing 5 mM glucose and 101f M insulin.

Cardiomyocyte treatments

The ceils were incubated with increasing concentrations of 3-hydroxybutyrate (0

to 5 mM) for 16 h or with 5 mM -hydroxybutyrate for either 1, 4 or 16 h as indicated in

the figure legends. h certain experiments, cardiomyocytes were treated with 5 mM f3-

hydroxybutyrate alone or in combination with 75 iM NAC for 16 h as descnbed in the

figure legends. To mimic the effect of ROS, cardiomyocytes were also incubated with

increasing concentrations of H202 (0 to 25 jiM) for 16 h. G!ucose uptake, ROS

production and enzyme activation were assessed after these treatments.

Glucose uptake in primary cultures of cardiomyocytes

On the day of the study, the ceils were washed twice with Ï ml of KR buffer to

remove insulin, f3-hydroxybutyrate, NAC and F1202. They were then incubated for 30

min in 1 ml ofKR buffer containing 5 mM glucose and 0.2% FAF BSA. Glucose uptake

assay was started by addition ofihe vehic]e (basal) or 0.1 mM DNP and 1 iCi/ml DG as

described previously (64). After 20 mm, glucose uptake measurement was terminated by

3 rapid washes with 1 ml of ice-cold KR buffer. The celis were disrupted with 0.5 ml of
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0.5 M NaOH for 60 min at 37°C, and cell-associated radioactivity was quantified by

scintillation counting. Glucose uptake was normalized to total protein, as measured by

Bio-Rad assay.

Measurement ofROS production

ROS production was quantified by the lucigenin method (16;24;29) with the

following modifications. Cardiomyocytes were incubated for 16 h with or without 5 mM

3-hydroxybutyrate. The ceils were washed twice with medium containing 10-1 1 M

insulin and 5.5 mM glucose to remove 3-hydroxybutyrate. They were then incubated for

30 min with medium containing I mg/ml of tiypsin, afler which trypsin inhibitor

(2 mg/rnl) was added and the ceils collected. The cardiomyocytes were then centrifuged

at 1,000 g for 45 sec, and the pellet was washed in modified Hanks buffer containing (in

mM) NaCI (137), KC1 (5), MgSO4 (0.6), CaCI2 (1.3), Na2HPO4 (0.3), KH2PO4 (0.4),

glucose (5.5) and NaHCO3 (4.2), pH 7.4. The ceils were resuspended in 1 ml Hanks

buffer. To measure ROS production, 900 t1 of cell suspension were transferred to glass

tubes and assessed in a luminometer. Measurement was started by the addition of 100 ii

lucigenin (0.5 mM, final concentration). Photon ernission was counted every 2.5 to 5 min

for up to 30 mm, using Hanks buffer as a blank.

AMPK, ACC and p32MAPK activation

The celis were washed twice with media containing no insulin, f3-

hydroxybutyrate, NAC or H202, and incubated for I h before stimulation with 0.1 mM

DNP for 5 or 10 min. The reaction was stopped by 3 rapid washes with ice-cold KR

buffer. The ceils were then lysed in buffer containing 25 mM Tris-HCI, pH 7.4, 25 mlvi

NaC1, 1 mM sodium orthovanadate, 10 mM sodium fluoride, 10 mM sodium

pyrophosphate, 2 mM EGTA, 2 mM EDTA, 1 mM phenylmethylsuiphonyl fluonde,

2 mM benzamidine, 10 rg/ml aprotinin, 0.5 jtg!rnl leupeptin, 1% Triton X-100 and 0.1%

sodium dodecyl sulfate (SDS). The lysate was centnfuged for 5 min at 12,000 g at 4°C to

remove insoluble material, and the resulting supematant used for immunoblotting.
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Gel eJectrophoresis and immunoblotting

Samples were electrophoresed on 6% or 10% SDS-polyacrylamide gel, and

transferred to polyvinylidene difluoride membranes for Western blotting. The

membranes were blocked for 1 h with 5% rnilk (wtivol) in PBST, pH 7.4, containing

137 mM NaCI, 3 mM KCI, 1.5 mM KH2PO4, 8 rmM Na2HPO4, 0.05% Tween 2(1 and

0.02% sodium azide. They were then incubated with the primary antibody, followed by

incubation with the appropriate secondaiy antibody conjugated to horseradish peroxidase.

Antigen-antibody complexes were detected by the enhanced chemiluminescence method.

Quantitative analysis was performed with a scanning densitometer.

Statïstical analysis

Two-way analysis of variance (ANOVA) was applied for multiple comparisons,

followed by the Tukey-Kramerpost hoc test. Two-tailed. Student’s t test was performed

when 2 groups were compared. Ail data were reported as means ± SE. P<0.05 values

were considered to be significant.



187

Resuits

-hydroxybutyrate inhibits DNP-stïmulated glucose uptake in a time- and

concentration-dependent manner

Poorly-controlled diabetic patients are susceptible to severe ketosis. We have

demonstrated previously that hyperketonemia induces insulin resistance in

cardiomyocytes (64). Because insulin and DNP stimulate cardiac glucose uptake through

the activation of independent signaling pathways (50), we were interested in determining

whether ketone bodies also altered DNP action in these cells. To address this question,

celis were incubated with 5 mM j3-hydroxybutyrate, a concentration known to inhibit

insulin-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes (64), for 1, 4, or 16 h before

evaluation ofDNP-stimulated glucose uptake. As illustrated in figure 1, stimulation with

0.1 mM DNP induced a 2.3-fold increase of glucose uptake (P<0.01) in control

cardiomyocytes. Preincubation with J3-hydroxybutyrate for I or 4 h did not alter DNP

action, and 2.6- and 2.9-fold increases in glucose uptake were observed in these cells

(P<0.01), respectively. However, and similar to its effect on insulin action, chronic

exposure to -hydroxybutyrate (16 h) significantly reduced the maximal stimulation of

glucose uptake in response to DNP by 45% (P<0.05). We already know that this effect

of 3-hydroxybutyrate is flot due to alteration of GLUT1 and GLUT4 protein

concentrations (64). Ah subsequent experiments were performed after 16 h exposure to

3-hydroxybutyrate.

We also estabhished the concentration of -hydroxybutyrate required to inhibit

DNP action in cardiomyocytes (Fig. 2A). Exposure to 0.1 mM 3-hydroxybutyrate for

16 h did flot alter DNP action significantly, and a 3-fold increase in DNP mediated

glucose uptake was stihi observed in these ceils (P<0.01). In contrast, treatrnent with 0.2,

0.5 or 5 mM 13-hydroxybutyrate significantly reduced DNP action in these cehis (P<0.05).

To better characterize this effect, we calculated the net DNP stimulatory effect over basal

glucose uptake in these cehis. As illustrated in Figure 2B, t3-hydroxybutyrate inhibited

net DNP-stimulated glucose uptake in a concentration-dependent maimer, resulting in

26%, 45%, 45% and 56% reductions of glucose uptake at 0.1, 0.2, 0.5 and 5 mM f3-
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hydroxybutyrate, respectively (P<0.05). Because maximal inhibition of this process

occurred at 5 mM 3-hydroxybutyrate, ail subsequent expenments were pcrformed at this

concentration.

3-hydroxybutyrate reduces DNP-stimulated AMPK, ACC and p3$MAPK

phosphorylation

To understand the molecular mechanisms underlying ketone bodies action, we

investigated the effect of chronic exposure to 3-hydroxybutyrate on DNP-mediated

activation of the AMPKIp38MAPK signaling pathway. AMPK and p38MAPK activities

were examined with antibodies that recognize the phosphorylated and active form of

these enzymes (71). 3-hydroxybutyrate did not significantiy modify the expression of

AMPK and p38MAPK in these ceils. As shown in Figure 3A, DNP induced a 1.7-fold

increase of AMPK phosphorylation (P<0.01) which was reduced by 45% upon chronic

exposure to 3-hydroxybutyrate (P<0.01). We then evaluated ACC phosphorylation, a

well-known downstream target of AMPK. ACC phosphorylation reflects AMPK

activation both by allosteric effectors and kinases. In control ceils, ACC phosphorylation

was eniianced by 3.6-fold in response to DNP (F<0.05) (Fig. 3B), and this activation was

compietely biocked in 3-hydroxybutyrate-treated ceils (P<0.01). We next evaluated

p3$MAPK phosphorylation in response to DNP. DNP increased p3$MAPK

phosphorylation by 17-fold in control celis (F<0.01), which was completely inhibited by

3-hydroxybutyrate (F<0. 01) (Fig. 3 C).

-hydroxybutyrate increases ROS production in cardiomyocytes

Studies by Jain et ai. have demonstrated that lipid peroxidation is increased in

hyperketonemic type 1 diabetic patients compared to normoketonemic subjects (32). We

therefore examined whether ketone bodies increase oxidative stress. As shown in Figure

4, chronic exposure to 3-hydroxybutyrate increased ROS production by 2.8-fold

compared to control ceils (P<0.004).
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11202 inhibits DNP-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes in a concentration

dependent manner

We then determined whether ROS overproduction participates in the inhibitory

effect of 3-hydroxybutyrate on DNP-stimulated glucose uptake. Thus, cardiomyocytes

were incubated with increasing concentrations (5, 10 and 25 jiM) of H202 for 16h

(Figure 5A). Higher H202 concentrations were toxic to the ceils (data flot shown).

Exposure to 5 1iM H202 did flot alter DNP action compared to control ceils and a 2.6-fold

increase of glucose uptake in response to DNP was measured in these celis (P<0.05). On

the other hand, incubation with 10 iM or 25 tM 11202 reduced DNP-stimulated glucose

uptake by 11% and 29%, respectively. We then calculated the net stimulatory effect of

DNP on glucose uptake. As illustrated in Figure 5B, chronic exposure to increasing

concentrations of H202 provoked a concentration-dependent decrease in net DNP

stimulated glucose uptake (F<0.05). These changes in glucose uptake could not be

explained by alterations in GLUT1 and GLUT4 protein content as both control and H202-

treated celis expressed similar levels of these proteins (data not shown). Because

maximal inhibition of DNP action was obtained with 25 tM H202, subsequent

experiments were done at this concentration.

H202 does not alter DNP-stimuiated AMPK and p38MAPK phosphorylation

To establish the mechanism by which H202 inhibits DNP-stimulated uptake, we

evaluated its effect on activation of the AMPK-dependent signaling pathway. 11202 did

not alter AMPK and p38MAPK protein expression in cardiomyocytes. As shown in

Figure 6A, chronic exposure to 11202 did flot alter AMPK phosphorylation in response to

DNP, and we still observed a 2.5-fold increase of AMPK phosphorylation in 11202-

treated cells (P<0.05). Consistent with its effect on AMPK phosphorylation, H202 did

flot modulate p3$MAPK activity, and a 5.9-fold increase of p3$MAPK phosphoiylation

was observed in response to DNP in H202-treated celis (F<0.01) (Fig. 6B).
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NAC improves DNP-stimulated glucose uptake in f3-hydroxybutyrate-treated

cardiomyocytes

Because oxidative stress alters DNP-stirnulated glucose uptake, we investigated

whether antioxidant treatment with NAC could prevent 3-hydroxybutyrate’s action on

DNP-stimulated glucose uptake. NAC reacts directly with hydroxyl radicals (0H) to

inactivate them. It is also a scavenger of supcroxidc anion (O2-) and H202 (2).

Cardiomyocytes were co-incubated with -hydroxybutyrate and 75 tM NAC for 16 h.

Pretreatment with NAC did flot alter DNP action in control cardiomyocytes, and a 2.7-

fold increase of DNP-stimulated glucose uptake vas observed in these celis (P<0.0l)

(Fig. 7). Incubation with NAC increased DNP action by 58% in f3-hydroxybutyrate-

pretreated cardiomyocytes (F<0.05). However, DNP-mediated glucose uptake was stili

inhibited by 22% in -hydroxybutyrate-trcated cells incubated with NAC compared to

NAC-treated control celis.

NAC does not restore DNP-stimulated AMPK and p38MAPK phosphorylation in
-

hydroxybutyrate-treated cardiomyocytes

We next examined the effect of NAC on DNP-mediated activation of the

AMPKIp3 8MAPK signaling cascade in -hydroxybutyrate-pretreated cardiomyocytes.

Pretreatment with NAC did not modify AMPK and p3SMAPK concentration in

cardiomyocytes. NAC did not have any effect on DNP-mediated AMPK and p3XMAPK

phosphorylation in control celÏs (Fig. 8A and 813) and a 1.9- and 4.3-fold increase of

AMPK and p38MAPK phosphorylation was observed in these ceils, respectively (P<0.05

and P<0.01). Consistent with what we observed with H202, 75 tM NAC did flot

improve DNP-induced AMPK and p38MAPK activation in the -hydroxybutyrate

treated group (Fig. 8A and 813). These enzymes were stiil totally inhibited by (3-

hydroxybutyrate compared to control groups (P<0.05 and P<0.01, respectively).
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Discussion

Hyperketonemia is observed during physiological and!or pathophysiological

situation such as starvation, heart failure and diabetes. We have demonstrated previously

that chronic exposure to 3-hydroxybutyrate induces insulin resistance in primary cultures

of cardiomyocytes (64), resulting in diminished glucose uptake in these celis. Because

glucose represents the major energy substrate used by the heart during metabolic stress,

we examined the role of ketone bodies in the regulation of glucose uptake in response to

DNP in cardiomyocytes. Our resuits show, for the first time, that prolonged exposure to

3-hydroxybutyrate inhibits DNP-stimulated glucose uptake in a time- and concentration

dependent manner in cardiomyocytes. Our data also suggest that 2 independent

rnechanisms contribute to diminished glucose uptake in this tissue: impaired activation of

the AMPKIp38MAPK signaling cascade in response to DNP, and increased ROS

generation.

During diabetic ketoacidosis, ketone body concentrations risc dramatically,

reaching plasma levels between 10 to 20 mM (7;37;39). Li addition, once increased, they

ofien remain elevated for more than 12 h afler the begimiing of insulin infusion therapy

(37). Our results show that the reduction of DNP-mediated glucose uptake observed in

cardiomyocytes occurs within a tirneframe and concentration that are compatible with a

role for ketone bodies in the regulation of substrate utilization in vivo. The inhibitory

effect of 3-hydroxybutyrate can not be expÏained by a decrease in glucose transporter

expression, since we have previously demonstrated that f3-hydroxybutyrate does flot alter

GLUT1 and GLUT4 concentrations in cardiomyocytes (64).

Recent studies have highlighted the central role of AMPK in the regulation of

cardiac glucose uptake. Our results demonstrated that chronic exposure to ketone bodies

reduced DNP-mcdiated AMPK activation in cardiomyocytes. We, and others, have

reported that AMPK activation is essential for maximal stimulation ofthe glucose uptake

process in response to ischemia, hypoxia, and DNP (41;50;56;73). Using DN-AMPK

overexpression, we have shown recently that p3$MAPK is localized downstream of

AMPK in cardiornyocytes (50). Similar results, reported hy Li et al., demonstrate that
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p3$MAPK phosphorylation is significantly reduced during low-flow and severe no-flow

iscliemia in the heart of KD-AMPKcx2 transgenic mice (41). Furthermore, we have

demonstrated that p38MAPK inhibition also reduces significantly glucose uptake in

response to DNP (50). Consistent with p38MAPK being a downstream target ofAMPK,

chronic exposure to -hydroxybutyrate alters both AMPK and p3$MAPK

phosphorylation in response to DNP. These data provide additional evidence suggesting

that AMPK stimulation promotes p38MAPK activation. Together, these results suggest

that inhibition of the AMPKJp38MAPK signaling pathway by 3-hydroxybutyrate

probably mediates the reduction ofDNP-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes.

Type Ï diabetic patients have impaired insulin- and exercise-stimulated glucose

uptake in skeletal muscle (12;51;75). Chronic exposure to ketone bodies also impairs

both insulin- (64) and DNP-stimulated glucose uptake in cardiomyocytes. hisulin

stimulates glucose uptake through activation of the IRS-PI3K pathway (33), whereas

DNP and iscliemia activate this process via an AMPKIp3$MAPK-dependent signaling

pathway (41 ;5O). Alteration of 2 independent signaling cascades by f3-hydroxybutyrate

suggests that ketone bodies regulate glucose uptake through a common mechanism. hi

addition, whule chronic exposure to ketone bodies diminishes DNP-mediated glucose

uptake, acute exposure to 3-hydroxybutyrate (1 h and 4 h) does not alter DNP action in

cardiomyocytes. This suggests that the ketone body-induced alteration of glucose uptake

observed is flot due to direct competition between glucose and 3-hydroxybutyrate as

energy sources for the heart. Potentially, the inhibitory effect of ketone bodies on

glucose uptake could be mediated through intracellular 3-hydroxybutyrate metabolism.

Hyperglycernia and dyslipidemia are known factors contributing to increase ROS

production (74). However, Jain et al. have reported that hyperketonemic patients present

higher lipid peroxidation, a marker of oxidative stress, compared to normoketonemic

diabetic patients (31;32). Increased protein oxidation lias also been observed afler 3-
hydroxybutyrate exposure in fibroblasts (19) and skeletal muscle of a congestive heart

failure animal model (10). Our data demonstrate that chronic exposure to 3-
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hydroxybutyrate provokes a 2.8-fold increase in ROS production in cardiomyocytes.

Together, tliese data suggest that chronic exposure to ketone bodies contributes to

increased cellular oxidative stress. It has been reported that oxidative stress induces

insulin resistance, resulting in inhibition of glucose uptake in insulin-sensitive tissues

(17). Thus, oxidative stress generated upon chronic exposure to ketone bodies may

represent the common factor responsible for glucose uptake alteration in response to both

insulin and DNP.

We thus sought to determine whether increased ROS production interferes with

DNP action in cardiomyocytes. Our resuits demonstrated that H202 reduced DNP

stimulated glucose uptake in a concentration-dependent manner, suggesting that oxidative

stress modulated DNP action in cardiomyocytes. Most studies investigating the role of

H202 in tlie regulation of glucose uptake have examined its acute effect. It lias been

demonstrated that H202 stimulates glucose uptake and lias insulinornimetic effects in

skeletal muscle, cardiornyocytes and hepatocytes (20;27;65). On the other hand, studies

have demonstrated that it promotes insulin resistance (4;53;54). Tlie discrepancy

between these studies may be due to the time of exposure and H202 concentrations

utilized.

To furtlier investigate the involvement of oxidative stress on the inhibitoiy effect

of [3-hydroxybutyrate, ceils were treated with the antioxidant NAC. This treatment bas

been used successfully to decrease oxidative stress and thus prevent hypergîycemia

induced insulin resistance in skeletal muscle (25). Our resuits sliowed that NAC

sigriificantly improved DNP-mediated glucose uptake in f3-hydroxybutyrate-treated celis,

resulting in a 33% increase in the maximal effect of DNP on glucose uptake in these

cells. This effect is consistent witli the 30% decrease in glucose uptake observed upon

H202 exposure. Thus, our data suggest that J3-liydroxybutyrate action is mediated, at

least in part, via increased ROS production. To our knowledge, this is the first

demonstration that ROS participate in the regulation of glucose uptake during metabolic

stress.
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The current study demonstrated that chronic exposure to -hydroxybutyrate

inhibits the DNP-mediated AMPKJp38MAPK signaling cascade in cardiomyocytes. b

further establisli the role ofoxidative stress in -hydroxybutyrate action, we investigated

the effect of H202 on thc activation of these 2 enzymes. Our data demonstrated that

chronic exposure to H202 did not alter DNP-mediated phosphoiylation of AMPK and

p38MAPK. Consistent with these resuits, NAC treatment did flot restore AMPK and

p38MAPK phosphorylation in response to DNP in f3-hydroxybutyrate-treated ceils in

spite of improved DNP-mediated glucose uptake. It lias been demonstrated that high

H202 concentrations could stimulate AMPK phosphorylation in skeletal muscle (65) and

adipocytes (8). Studies in cardiomyocytes by Kwon et al. have also reported tliat chronic

exposure to low H202 concentrations (10 tM) had no effect on p38MAPK activity

whereas 100 tM H202 increased enzyme pliosphorylation (36). Together, these resuits

suggest that H202 action depends on its concentration. In our study, cardiomyocytes

were exposed chronically to very low H202 concentration which may not have been

sufficient to stimulate the AMPK’p3$MAPK signaling pathway. Because chronic

exposure to H202 did not alter DNP-stimulated AMPK and p38MAPK phosphorylation,

and NAC was unable to restore their activity, we concluded that impaired AMPK and

p38MAPK activation by -hydroxybutyrate is not mediated by oxidative stress. We, and

others, have demonstrated that AMPK inhibition only partially inhibits DNP- and

liypoxia-stimulated glucose uptake (41 ;50) suggesting that an AMPK-independent

pathway needs to be activated to maximally stimulate glucose uptake in the heart. Thus,

while oxidative stress diminished glucose uptake, this vas not paralleled by alteration of

the AMPKIp3 8MAPK signaling pathway. Potentially, 3-hydroxybutyrate-generated

oxidative stress may interfere with the activation of this alternative AMPK-independent

pathway to decrease glucose uptake.

Our results show that f3-hydroxybutyrate inhibits activation of the

AMPKIp38MAPK signaling pathway in cardiornyocytes and that this effect is probably

flot mediated by ROS generation. Diminished AMPK activity lias also been reported

after a high-fat diet, chronic glucose infusion and in obese Zucker rats (1 8;30;34;42).
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While it is well established that AMPK activation is increased by low energy status, these

data also suggest that AMPK activity is modulated by excess cellular encrgy status.

Thus, AMPK regulation by high-energy supply may be part of a feedback mechanism to

limit further uptake of glucose in times of abundant energy sources. Iogether, this

reinforces AMPK’s role as a key modulator of cellular energy balance.

What could be the mechanism modulating -hydroxybutyrate inhibitory effect on

AMPK activation? The first step in ketolysis consists of -hydroxybutyrate conversion

to acetoacetate by -hydroxybutyrate dehydrogenase (23). Ibis reaction generates

NADH. Thus, -hydroxybutyrate metabolism promotes NAD consumption and NADH

production, leading to an increase of the NADH/NAD ratio. Studies have shown that

both chronic exposure to (3-hydroxybutyrate (63) and starvation (57) augment NADH

concentration. Interestingly, elevated NADH levels inhibit AMPK activity by blocking

either the ATP- or AMP-binding pocket (52). Potentially, ketone body-rnediated

inhibition of AMPK may involve alteration of the H/NM ratio. Altematively,

AMPK activity could be modulated by alterations of cardiac glycogen content by 3-

hydroxybutyrate. In skeletal muscle, elevated glycogen levels have been associated with

reduced AMPK activation and glucose uptake (15). A similar mechanism could also

operate in the heart. In addition, -hydroxybutyrate could modulate the activation of

specific phosphatases or kinases which may alter activation of the AMPKIp38MAPK

signaling pathway. Decreased LKB1 activity and expression, a kinase which can

phosphorylate and activate AMPK (70), has been observed in obese Zucker rats (59).

Potentially, 3-hydroxybutyrate could downregulate LKB1 expression and thus, reduces

AIvIPK activation in cardiomyocytes. Further studies will have to be performed to

establish the exact mechanism involved in ketone body action.

In conclusion, our data demonstrate that prolonged exposure to 3-hydroxybutyrate

inhïbits DNP-stimulated glucose uptake in a concentration- and time-dependent maniier

in cardiornyocytes. Ketone bodies alter glucose metabolisrn by inhibiting activation of

the AMPKIp3XMAPK signaling pathway and the generation of oxidative stress. These
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resuits suggest that hyperketonemia could have a deleterious effect on cardiac glucose

metabolism, especially during metabolic stress.
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Figure Iegends

Figure 1: Exposure to 3-hydroxybutyrate (OHB) inhibits DNP-stimulated glucose

uptake in a time-dependent manner. Cardiomyocytes were preincubated

for 0, 1, 4 or 16 h with 5 mM OHB prior to stimulation with 0.1 mM DNP for

20 mm, as described in Experirnental Procedures. Glucose uptake was

measured as described in Experimental Procedures. Means ± SE of 6

independent experiments. P<0.01 different then basal; tp<5 different

from DNP-stimulated controls.

Figure 2: Exposure to 3-hydroxybutyrate (OHB) inhibits DNP-stimulated glucose

uptake in a concentration-dependent manner. A: Cardiomyocytes were

preincubated for 16 h with 0, 0.1, 0.2, 0.5 or 5 mM OHB prior to stimulation

with 0.1 mM DNP for 20 min before the measurement of glucose uptake.

Means ± SE of 6 independent experiments.
**p<ç;

different then basal;

tP<005 different from DNP-stimulated controls; P<0.01 different from

DNP-stimulated controls. B: Net DNP-stirnulated glucose uptake calculated

from panel A. Inset: Linear regression from net DNP-stimulated glucose

uptake. P<0.05; R2 0.3734

Figure 3: -hydroxybutyrate (OHB) inhibits the DNP-stimulated

AMPKJp38MAPK signaling pathway. Cardiomyocytes were preincubated

for 16 h without or with 5 mM OHB prior to stimulation with 0.1 mM DNP

for either 5 min (A and B) or 10 min (C). A: Top: Representative

immunoblot of phospho-AMPK and total AMPK. Bottom: Densitometric

analysis of immunoblots. Means ± SE of 9 independent experiments.

**pfl
different then basal; ttp<0,01 different from DNP-stimulated

controls. B: Top: Representative immunoblot of phospho-ACC, Bottom:

Densitometric analysis of immunoblots. Means ± SE of 5 independent

experiments. *P<005 different then basal; P<O.0l different from DNP

stimulated controls. C: Top: Representative immunoblot of phospho

p38MAPK and total p38MAPK. Bottom: Densitornetric analysis of
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immunoblots. Means ± SE of 3 independent experiments.
**p<9

different

then basal; ]3<00j different from DNP-stimulated controls.

Figure 4: -hydroxybutyrate (OIIB) ïncreases ROS production. Cardiomyocytes

were preincubated for 16 h without or with 5 mlvi OHB prior to measurement

of ROS production by lucigenin assay as described in Experimental

Procedures. The area under the curve of the tirne course of ROS production

was measured after the addition of lucigenin. Means ± SE of 5 independent

experiments. *P<0.004 control vs ORB-treated celis.

Figure 5: 11202 inhibits DNP-stimulated glucose uptake in a dose-dependent

manner. A: Cardiomyocytes were preincubated for 16 h with 0, 5, 10 or

25 iM H202 prior to stimulation with 0.1 mM DNP for 20 mm, as described

in Experimental Procedures. Glucose uptake was measured as described in

Experimental Procedures. Means ± SE of 5 independent experiments.

*p5
different then basal;

**p
001 different then basal. B: Net DNP

stimulated glucose uptake calculated from panel A. Inset: Linear regression

from net DNP-stirnulated glucose uptake. P<0.05; R2= 0.9903

Figure 6: 11202 does not inhibit activation of the AMPK/p3$MAPK signaling

pathway in response to DNP. Cardiomyocytes were preincubated for 16 h

without or with 25 tM H202 prior to stimulation with 0.1 mM DNP for either

5 min (A) or 10 min (B). A: Top: Representative immunoblot of phospho

AMPK and total AMPK. Bottom: Densitometric analysis of immunoblots.

*P<005 DNP vs basal. B: Top: Representative immunoblot of phospho

p3$MAPK and total p3$MAPK. Bottom: Densitometric analysis of

immunoblots. Means ± SE of 3 independentexperirnents. P<0.0l DNP vs

basal.

Figure 7: NAC restores DNP-stimulated glucose uptake in -hydroxybutyrate

(OHB)-treated cells. Cardiomyocytes were preincubated for 16 h with either

vehicule (control), 5 mM OHB, 75 jiM NAC or a combinaison of OHB+NAC

as described in ExperimentaÎ Procedures. The ceNs were then stimulated with
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0.1 mM DNP for 20 min. Glucose uptake was measured as described in

Experimental Procedures. Means ± SE of 5 independent experiments.

**pj
different then basal; tfP<0.0l different from DNP-stimulated

con trol s.

Figure 8: NAC does not restore the DNP-mediated AMPKIp3$MAPK signa]ing

pathway in f3-hydroxybutyrate (OHB)-treated cel]s. Cardiomyocytes were

preincubated for 16 h with cither vehicule (control), 5 mM OHB, 75 iM

NAC or a combinaison of OHB+NAC described in Experimental Procedures.

The cells were then stimulated with 0.1 mM DNP for either 5 min (A) or

10 min (B). A: Top: Representative immunoblot of phospho-AMPK and

total AMPK. Bottom: Densitometric analysis of immunoblots. *P<0.05

DNP vs basal; tp<0•05 different from DNP-stimulated controls (with or

without NAC). B: Top: Representative immunoblot ofphospho-p3$MAPK

and total p38MAPK. Bottom: Densitometnc analysis of immunoblots.

Means ± SE of 3 independent experiments.
**p<çfl

DNP vs basal; ttp<1

different from DNP-stimulated controls (with or without NAC).
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Le glucose joue un rôle primordial dans le maintien des fonctions cardiaques.

Par conséquent, une altération de la captation du glucose dans le coeur pourrait avoir des

répercussions majeures sur le développement des MCV. Nous avons donc étudié

l’impact du 3-liydroxybutyrate sur le transport de glticose en réponse à l’insuline dans

les cultures primaires de cardiocytes adultes. De plus, nous avons évalué l’effet aigu et

chronique de composés de vanadate sur ce processus dans les cardiocytes devenus

insulino-résistants suite à une exposition au f3-hydroxybutyrate. Finalement, nous avons

examiné si le 3-hydroxybutyrate exerçait également des effets néfastes sur la stimulation

du transport de glucose en réponse au stress métabolique induit par le DNP dans les

cardiocytes. Pour ce faire, nous avons tout d’abord caractérisé une voie de signalisation

activée par le DNP, qui module l’augmentation du transport de glucose, puisque la

contribution des enzymes impliquées dans cette cascade de signalisation était

controversée. Dans cette section, les résultats obtenus seront mis en perspective avec les

données de la littérature.

1. EFFET AIGU VERSUS CHRONIQUE DU -HYDROXYBUTYRATE SUR LE TRANSPORT

DE GLUCOSE

Bien que l’insuline et le DNP augmentent le transport de glucose dans les

cardiocytes en activant des voies de signalisation différentes, le 3-hydroxybutyrate inhibe

l’action de ces deux agonistes de façon dépendante de la concentration et du temps

d’exposition aux corps cétoniques. Nos résultats démontrent qu’uneexposition de courte

durée ( 4 h) au -hydroxybutyrate n’altère pas la stimulation du transport de glucose en

réponse à l’insuline et au DNP. Seule une exposition prolongée (16 h) aux corps

cétoniques a un effet inhibiteur sur le transport de glucose stimulé par les deux agonistes
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dans les cardiocytes. De plus, l’effet maximal du 3-hydroxybutyrate sur l’inhibition du

transport de glucose stimulé par l’insuline et le DNP est atteint avec une concentration de

5 mlvi dans les deux cas. Puisque le f3-hydroxybutyrate exerce un effet similaire sur

l’action de l’insuline et du DNP, cela suggère qu’il existe un mécanisme commun qui

participe à l’inhibition du transport de glucose en réponse à ces deux agonistes. De plus,

puisqu’au moment d’une acidocétose les concentrations de corps cétoniques (>3 mM)

restent élevées jusqu’à 12 heures après le début des traitements (Laffel, 1999), les

données recueillies dans cette thèse pourraient avoir une importance clinique.

Nous avons démontré qu’une exposition de courte durée à des concentrations

élevées (5 mM) de 3-hydroxybutyrate n’a aucun impact sur la stimulation du transport de

glucose par l’insuline et le DNP. Par contre, fisher et cou. (Fischer et coli., 1997a) ont

observé que le transport de glucose en réponse à l’insuline est inhibé par une exposition

aigu des cardiocytes au 3-hydroxybutyrate. De même, une exposition aigu aux corps

cétoniques provoquent une diminution de l’utilisation du glucose dans le coeur

(Williamson et Krebs, 1961; Tsai et coil., 2005). Dans nos études, le -hydroxybutyrate

était retiré du milieu avant la mesure du transport de glucose contrairement à ces études

où les corps cétoniques faisaient directement compétition avec le glucose. Étant donné

que les corps cétoniques ne font pas directement concurrence au glucose comme stibstrat

énergétique dans notre modèle, cela pourrait expliquer la différence avec nos réstiltats.

Nos données démontrent que seule une exposition chronique (16 h) au 3-hydroxybutyrate

entraîne un effet délétère sur le transport de glucose en réponse à ces deux agonistes. Par

ailleurs, l’effet des corps cétoniques persiste jusqu’à six heures après leur retrait du

milieu. Tous ces résultats suggèrent que les corps cétoniques pourraient exercer un effet
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inhibiteur via la production de métabolites générés par le catabolisme du 13-

hydroxybutyrate.

Nous avons également démontré qu’une exposition chronique au 13-

hydroxybutyrate est associée à une augmentation de la production de ROS dans les

cardiocytes et, par conséquent, une augmentation du stress oxydatif au niveau cellulaire.

Ces données concordent avec les observations faites chez des patients diabétiques

hypercétonémiques qui présentent une augmentation de la peroxydation des lipides, un

marqueur du stress oxydatif comparativement aux patients diabétiques

normocétonémiques (Jain et cou., 1999; Jain et McVie, 1999). L’hyperglycémie et la

dyslipidémie représentent deux autres facteurs qui contribuent â augmenter le stress

oxydatif au niveau cellulaire (Xu et coll., 2005), alors que fa restriction calorique le

diminue (Sohal et Weindnich, 1996; Lee et Yu, 1990). Cela suggère que les surplus

énergétiques induiraient tme augmentation du stress oxydatif. De plus, une baisse de la

production de ROS pourrait contribuer au prolongement de la vie observée en réponse à

la restriction calorique (Heilbroim et Ravussin, 2003). Nous n’avons pas identifié

comment le 13-hydroxybutyrate augmente la production de ROS, mais l’augmentation du

stress oxydatif induit par l’hypercétonémie pourrait être due à une hausse de la

production de NADH ou de fADH2 lors de l’oxydation des corps cétoniques. Il a été

démontré que l’activité de la NADH oxydase est augmentée dans certains modèles

animaux d’obésité et de diabète (Sonta et coIl., 2004; Ellis et colI., 1998). Ainsi, cette

augmentation de NADH ou de FADH2 entraînerait une élévation du flux d’électron dans

la chaîne de transport d’électron et résulterait ultimernent en une augmentation de la

réduction de l’oxygène pour produire des anions superoxyde (Rob et Palmeira, 2006).
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Dans notre modèle, le H202 inhibe le transport de glucose en réponse au DNP et

un traitement avec l’antioxydant NAC restaure partiellement l’effet néfaste du 13-

hydroxybutyrate sur la stimulation du transport de glucose en réponse au DNP dans les

cardiocytes. Ces résultats suggèrent donc que le stress oxydatif altère le transport de

glucose en réponse au stress métabolique. De plus, il a été démontré que le stress

oxydatif peut aussi induire la résistance à l’insuline et réduire le transport de glucose dans

les tissus insulino-sensibles (Evans et coIl., 2005). L’utilisation du NAC, afin de réduire

le stress oxydatif prévient également la résistance à l’insuline induite par

l’hyperglycémie dans le muscle squelettique (Haber et cou., 2003). Ainsi, le stress

oxydatif généré par une exposition chronique aux corps cétoniques pourrait représenter le

facteur responsable de la diminution du transport de glucose en réponse à l’insuline et au

DNP. Il a été démontré que le H202 module l’expression de plusieurs centaines de gènes

(Fratelli et coll., 2005; Jaramillo et Olivier, 2002; Griendling et cou., 2000). Le stress

oxydatif, induit par les corps cétoniques, pourrait altérer l’expression de protéines

importantes pour la stimulation du transport de glucose. Finalement, il a été démontré

que les corps cétoniques et le stress oxydatif peuvent affecter la fluidité membranaire

(Candiloros et coll., 1995; Atsumi et colI., 2005). En modifiant les propriétés

membranaires des cellules cardiaques, la génération de ROS par le f3-hydroxybutyrate

pourrait altérer la translocation ou la fusionlinsertion des vésicules de GLUT4 et ainsi

réduire la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline et au DNP.

Puisqu’aucune étude, à notre connaissance, n’a encore identifié par quel mécanisme le

stress oxydatif inhibe la stimulation du transport de glucose en réponse au stress

métabolique, ce domaine de recherche demeure à être exploré. Étant donné que
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l’utilisation de l’antioxydant NAC ne restaure que partiellement la stimulation du

transport de glucose induite par le DNP dans les cardiocytes incubés avec le F

hydroxybutyrate, cela suggère que le stress oxydatif n’est pas le seul mécanisme par

lequel les corps cétoniques inhibent ce processus. Il serait donc intéressant d’étudier

l’effet d’antioxydants sur la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline

dans les cardiocytes exposés au -hydroxybutyrate afin de déterminer si la surproduction

de ROS est le seul moyen par lequel les corps cétoniques induisent la résistance à

l’insuline dans les cardiocytes.

Puisque le NAC ne restaure que partiellement le transport de glucose stimulé par

le DNP, cela suggère que le -hydroxybutyrate interfère sur ce processus par des

mécanismes autres que le stress oxydatif. Il a été démontré que l’oxydation des corps

cétoniques provoque une augmentation des concentrations de citrate dans le coeur

(Russell ff1 et coIl., 1997). Étant donné que le citrate a la capacité d’inhiber la PfK-l

(Garland et coll., 1963), cela entraînerait l’accumulation de glucose-6-phosphate qui

inhiberait l’hexokinase et, par conséquent, diminuerait le transport de glucose tel

qu’illustré dans le cycle de Randie (figure 1 1). Ainsi, l’accumulation de citrate pourrait

être impliquée dans l’effet des corps cétoniques sur la diminution du transport de glucose.

Le NADH et l’acétyl CoA représentent d’autres métabolites qui pourraient être

responsable de l’inhibition du transport de glucose en réponse à l’insuline et au DNP dans

les cellules exposées au 3-hydroxybutyrate. Le métabolisme du 3-hydroxybutyrate par la

f3-hydroxybutyrate déshydrogénase génère du NADH et son oxydation produit également

de l’acétyl CoA (section II. B. 2.) (fukao et cou., 2004). 11 a été démontré qu’une

élévation du ratio de H/NAD et des concentrations d’acétyl CoA peuvent bloquer
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la conversion du pyruvate en acétyl CoA en inhibant la PDH (Odiand et cou., 2000;

Jeukendrup, 2002). Ainsi, l’accumulation de ces métabolites inhiberait la glycolysc et,

éventuellement, le transport de glucose.

II. EFFET DU -HYDR0XYBUTYRATE SUR LA VOIE DE SIGNALISATION ACTIVÉE PAR

L’INSULINE

En plus de diminuer la stimulation du transport de glucose en réponse au DNP, les

corps cétoniques induisent une résistance à l’insuline dans les cardiocytes adultes. Nos

résultats démontrent que la diminution du transport de glucose n’est pas due à une

altération de l’activation du récepteur à l’insuline par le 3-hydroxybutyrate, mais plutôt à

une réduction de l’activation de l’IRS-l, de la PI3K et de la PKB. Kim et coll. ont

également observé une dissociation entre l’activation du récepteur à l’insuline et de

l’ERS-1 par l’insuline dans les muscles squelettiques de patients diabétiques (Kim et coll.,

2003). Une diminution de l’activation de l’ERS-1, de la PI3K et de ]a PKB en réponse à

l’insuline a également été observée dans différents modèles de résistance à l’insuline tels

que l’obésité et le diabète (Petersen et Shulman, 2002; Sesti et coll., 2001; Kim et cou.,

2003; Krook et coil., 2000; Bjomholm et coll., 1997; Kruszynska et coIl., 2002). Alors

que le 3-hydroxybutyrate bloque complètement l’activation de l’ERS-l en réponse à

l’insuline, il exerce seulement une inhibition partielle sur l’activation de la PI3K (54 %),

de la PKB (36 ¾) et du transport de glucose (45 %). Cela suggère qu’il existe une

dissociation entre l’activité de l’ERS-l et celle de la voie de signalisation PI3K/PKB et

que cette dernière module la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline

dans les cardiocytes.
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Coiument pourrait-on expliquer une telle dissociation entre l’LRS-l et la PI3K?

Tout d’abord, il a été démontré qu’une stimulation de moins de 50 % de l’IRS-l est

suffisante pour induire une activation maximale de la PI3K et du transport de glucose en

réponse à l’insuline (Morris et cou., 1996; Staubs et colT., 1998; Venable et coiL, 2000).

Ainsi, une activation minimale de l’WS-Ï par l’insuline serait suffisante pour activer la

PI3K dans notre modèle. D’autre part, il se pourrait que l’RS-l ne joue pas un rôle

essentiel dans la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline dans les

cardiocytes. Cette hypothèse est appuyée sur l’observation que des souris KO pour le

gène de l’ERS-l ne présentent que des défauts mineurs de l’action de l’insuline malgré

l’absence de l’ERS-l (Araki et coll., 1994; Tamemoto et coU., 1994). De même,

l’utilisation d’adipocytes transfectés avec un ARN anti-sens contre l’IRS-l ou

surexprimant un adenovinis DN-IRS-1 puisque l’inhibition de l’ERS-1 avait peu d’impact

sur la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline (Quon et colT., 1994;

Sharma et coll., 1997).

Plusieurs mécanismes pourraient expliquer la dissociation entre l’ERS-l et la

PI3K. Il faut tout d’abord considérer que l’ERS-l fait partie de la famille des ERS qui est

composée de quatre membres: ERS-1, ERS-2, ERS-3 et IRS-4 dont seul l’ERS-3 n’est pas

exprimé dans le coeur (Schreyer et coll., 2003). Le rôle exact de l’ERS-4 est encore très

peu connu. Par contre l’ERS-2 représente un bon candidat puisqu’il a été démontré qu’il

peut compenser pour l’absence de l’ERS-1 dans les souris KO pour cette protéine (Patti et

cou., 1995) et que l’insuline peut stimuler l’association entre l’ERS-2 et la PI3K dans le

coeur (Tiil et coll., 1997). Bien que l’ERS-2 semble représenter un bon candidat pour

expliquer l’activation de la PI3K par le récepteur à l’instiline, nous ne croyons pas que
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cette protéine joue un rôle important dans notre système puisque nous avons été

incapable de détecter sa présence dans nos cardiocytes isolés. La discordance au niveau

de l’expression de l’WS-2 pourrait être expliquée de plusieurs façons. L’RS-2 pourrait

être davantage exprimé dans les cellules non-cardiaques du coetir de rat ou, après une

certaine période de temps en culture, les cardiocytes pourraient perdre l’expression de

cette protéine.

Il a également été proposé que l’insuline pouvait activer la PI3K d’une façon WS

indépendante (Sharma et colI., 199$; Sharma et coll., 1997). De plus, il a été démontré

que la p$5Œ était impliquée dans le transport de glucose en réponse à l’insuline, mais que

cette enzyme ne se lie ni à l’RS-l, ni à l’WS-2 dans le coeur (Kessler et coll., 2001).

Différents mécanismes pourraient expliquer comment l’insuline activerait la PI3K

indépendamment des IRSs. Tout d’abord, le récepteur à l’insuline à la capacité de lier et

d’activer directement la PI3K (Van Hom et coll., 1994; Rajala et coIl., 2004). Cette

interaction entre les deux protéines pourrait être suffisante pour stimuler la p85, au moins

partiellement, et ainsi activer le transport de glucose en réponse à l’insuline. Une autre

possibilité réside dans l’existence de molécules telles Gabi qui, comme l’IRS-l,

interagissent avec le récepteur à l’insuline et la PI3K (Holgado-Madruga et cou., 1996).

De plus, dans le coeur, il a été rapporté qu’une phosphoprotéine de 200-kDa a la capacité

de s’associer avec la PI3K et pourrait servir de protéine de liaison entre le récepteur à

l’insuline et la PI3K (Tiil et coIl., 2000). D’autres études seront nécessaires pour clarifier

la relation exacte entre le récepteur à l’insuline, l’IRS-l et la PI3K ainsi que leur

importance relative dans la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline

dans les cardiocytes.



226

Comme nous l’avons démontré, une exposition chronique au -hydroxybutyrate

bloque complètement l’activation de l’WS-l et réduit partiellement celle de la PI3K et de

la PKB en réponse à l’insuline. Par quels mécanismes, les corps cétoniques pourraient-ils

inhiber ces enzymes? Une hypothèse intéressante serait la production de ROS par les

corps cétoniques qui pourrait entraver l’activation de la voie de signalisation qui régule le

transport de glucose en réponse à l’insuline. Dans les adipocytes, il a été démontré que le

H202 inhibe l’IRS-l, la PI3K et la PKB en réponse à l’insuline et ainsi inhibe la

stimulation du transport de glucose (Tirosh et coll., 1999). Le stress oxydatif pourrait

ainsi exercer son effet via l’activation de deux mécanismes d’action différents

l’activation de sérine/thréonine kinases et la surexpression de phosphatases.

Tout d’abord, le stress oxydatif peut induire la résistance à l’insuline en activant

des sénne/thréonine kinases (Bloch-Damti et Bashan, 2005; Evans et coll., 2005) telles

ERK1/2, JNK (Jun N-terminal kinase) (Evans et coll., 2003), NE-icE (Ogihara et coll.,

2004) et mTOR (Potashnik et coll., 2003). Ces enzymes peuvent diminuer le transport de

glucose en phosphorylant l’ERS-1 sur les résidus sérine et/ou en altérant le recrutement de

la p85 à la membrane des microsomes à faible densité (De Fea et Roth, 1997; Ogihara et

coll., 2004). Puisque les corps cétoniques augmentent l’activité de base de ERK1/2,

peut-être via la surproduction de ROS, nous avons inhibé l’activation de cette enzyme

afin de vérifier s’il était possible de rétablir la stimulation du transport de glucose en

réponse à l’insuline dans les cardiocytes incubés avec les corps cétoniques. Nos résultats

démontrent que la suractivation de ERK1/2 ne semble pas être impliquée dans la

diminution du transport de glucose dans les cellules rendues insulino-résistantes par les

corps cétoniques. Par contre, d’autres sérine/thréonine kinases, tel que mentio;mé,
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pourraient être activées par les corps cétoniques afin d’inhiber le transport de glucose en

réponse en l’insuline.

Il a été démontré que la PTP1B était surexprimée dans certains modèles de

résistance à l’insuline (Hirata et cou., 2003). La production excessive de ROS serait

responsable, du moins en partie, de cette augmentation de la PTPÏB (Fang et coIL,

2005a). Ainsi, le stress oxydatif induit par l’hypercétonémie pourrait également altérer la

voie de signalisation de l’insuline en activant certaines phosphatases spécifiques.

111. EFFET DES COMPOSÉS DE VANADATE SUR LA RÉSISTANCE À L’INSULINE INDUITE

PAR LE -IWDROXYBUTYRATE

A. Effet d’une exposition aigu au pervanadate

Dans le but d’élucider les mécanismes qui participent à l’inhibition du transport

de glucose dans les cardiocytes, nous avons évalué l’effet du pervanadate et du vanadate.

Nous avons démontré que le pervanadate stimule le transport de glucose lorsqu’il est

donné de façon aigu. Le pervanadate est un puissant inhibiteur irréversible des protéines

tyrosine phosphatases. Cependant, le f3-hydroxybutyrate supprime l’effet du pervanadate

sur l’activation de la PKB et sur le transport de glucose. Ainsi, lorsqu’administré de

façon aigu, après une exposition aux corps cétonique, le pervanadate ne peut pas

contrebalancer le développement de la résistance à l’insuline induit par le I

hydroxybutyrate dans les cardiocytes. Ces résultats sont compatibles avec l’hypothèse

qtie l’hypercétonémie déclenche un ou plusieurs mécanismes globaux qui altèrent le

transport de glucose en réponse à différents stimuli dans le muscle cardiaque. Si une

exposition chronique aux corps cétoniques devait altérer l’expression de certaines

protéines, modifier la fluidité membranaire ou entraîner l’accumulation de certains
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métabolites, tel que mentionné précédemment, un traitement aigu avec le pervanadate ne

pourrait probablement pas compenser pour tous ces changements.

B. Effet d’une expositïon chronique au vanadate

Contrairement à une exposition aigu au pervanadate, une exposition chronique

au vanadate prévient la résistance à l’insuline observée en réponse à l’hypercétonémie.

Aussi, l’activation de la voie de signalisation PI3KJPKB et de la stimulation du transport

de glucose sont observées en réponse au vanadate malgré une exposition chronique au

hydroxybutyrate. Ces résultats suggèrent qu’il est possible de prévenir les effets néfastes

des corps cétoniques sur le transport de glucose par un traitement concomitant au

vanadate. Deux mécanismes pourraient expliquer comment le vanadate prévient la

diminution du transport de glucose dans les cardiocytes exposés aux corps cétoniques:

l’inhibition des protéines tyrosines phosphatases et son effet antioxydant.

Le principal mode d’action du vanadate pour induire un effet insulino-mimétique

est l’inhibition des protéines tyrosines phosphatases. Le pouvoir d’action du vanadate

diffère selon les protéines tyrosines phosphatases (Bevan et coll., 1995). Bien que non

significatif, le vanadate semble stimuler le transport de glucose de façon un peu plus

importante dans les cardiocytes incubés avec le j3-hydroxybutyrate comparativement aux

cellules contrôles. L’augmentation de la production de ROS par les corps cétoniques

pourrait expliquer cet effet puisqu’il a été démontré que le vanadate a un meilleur pouvoir

inhibiteur sur les protéines tyrosines phosphatases dans de telles circonstances (Lu et

coll., 2001). Donc, la première façon par laquelle le vanadate poulTait contrecarrer l’effet

du f3-hydroxybutyrate est en inhibant les phosphatases spécifiques à la PI3K, afin de

garder l’activation de cette enzyme intacte.
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Bien que certains composés de vanadium augmentent la production de ROS

(Gandara et col]., 2005), d’autres ont des propriétés antioxydantes (Siddiqui et cou.,

2005; Ramachandran et cou., 2004). Il a été démontré que le vanadate prévient la

résistance à l’insuline induite par le H202 dans les cellules embryonnaires de rein

(Hansen et coll., 1999). Genet et coll. ont obtenu des résultats similaires dans le coeur, où

l’administration de vanadate prévient les dommages cellulaires occasionnés par

l’augmentation du stress oxydatif dans un modèle de diabète de type 1 (Genet et coil.,

2002). En agissant comme antioxydant, le vanadate pourrait potentiellement contrecarrer

la surproduction des ROS induites par les corps cétoniques et ainsi prévenir les effets

inhibiteurs du stress oxydatif sur la stimulation du transport de glucose dans le muscle

cardiaque.

1V. EFFET DU E3-HYDROXYBUTYRATE SUR LA VOIE DE SIGNALISATION ACTIVÉE PAR

LEDNP

Puisque la voie de signalisation activée par le DNP n’était pas bien caractérisée,

nous avons voulu identifier les enzymes activées par le DNP qui pourraient être

impliquées dans ce processus.

A. Caractérisation de la voie de signalisation activée par le UNP

L’utilisation du DNP, potir mimer l’hypoxie, nous a permis de caractériser une

voie de signalisation impliquée dans le transport de glucose qui est distincte de celle

activée par l’insuline. Le DNP active l’AMPK qui est impliquée dans le transport de

glucose. En exploitant différentes approches expérimentales (inhibiteur pharmacologique

et adénovirus), nous avons démontré que l’inhibition de l’AMPK réduit le transport de

glucose de façon partielle. Bien que l’augmentation du transport de glucose en réponse à
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l’ischémie soit également inhibée partiellement dans le coeur surexpnmant un DN-AMPK

(Xing et cou., 2003), ce processus est totalement supprimé en réponse à l’ischémie

partielle dans le coeur surexprimant une KD-AMPK (Russeil ifi et cou., 2004).

L’inhibition plus prononcée du transport de glucose par la KD-AMPK, comparativement

au DN-AMPK, pourrait être due à une meilleure inhibition de l’activité de l’AMPK dans

le modèle surexprimant la KD-AMPK. Par contre, les résultats obtenus dans les cultures

primaires de cardiocytes adultes avec le DNP ont récemment été confirmés dans un

modèle animal surexprimant une KD-AMPKaI dans le coeur. Li et coll. ont démontré

que l’inhibition de l’AMPK dans le coeur entraîne une diminution partielle de la

stimulation du transport de glucose en réponse à Ï’hypoxie (Li et cou., 2005). Cela

suggère donc que l’hypoxie et l’ischérnie complète activent deux voies de signalisation

pour augmenter le transport de glucose dans le coeur: une voie AIvIPK-dépendante et une

AMPK-indépendante; alors que le transport de glucose en réponse à une ischémie

partielle dépend uniquement d’une voie AMPK-dépendante. Ainsi, la contribution

relative de Ï’AMPK dans la stimulation du transport de glucose pourrait dépendre de la

sévérité du stress métabolique perçu au niveau cellulaire. Ainsi, pour subvenir à ses

besoins énergétiques, quand l’apport en oxygène et/ou en nutriment est nul, le coeur

pourrait activer deux voies de signalisation complémentaires afin d’assurer une captation

minimale de glucose même si l’une des deux voies devait être altérée.

Dans le muscle squelettique, l’AMPK est également activée en réponse à

plusietirs stimuli différents tels l’AICAR (un analogue de l’adénosine) (Lemieux et coli.,

2003), l’hypoxie (Hayashi et coll., 2000) et la contraction (Musi et coIl., 2001). Mu et

coli. ont démontré que l’inhibition de l’AMPK entraîne une réduction partielle du



231

transport de glucose en réponse à la contraction dans le muscle squelettique surexprimant

une KD-AMPKa2 (Mu et col!., 2001). L’implication de l’AMPK dans ce processus est

controversée puisque l’inhibition de l’AMPK n’affecte pas la stimulation du transport de

glucose en réponse à la contraction dans les souris transgéniques ou KO pour l’AMPKŒ2

(Fujii et cou., 2005; Jorgensen et cou., 2004). Par contre, l’AMPK joue un rôle

important dans le transport de glucose en réponse à l’AICAR dans le muscle squelettique

puisqu’il a été démontré que ce processus est complètement bloqué en réponse à

l’MCAR dans le muscle squelettique des souris surexpnrnant une AMPK ayant une sous-

unité Œ2 inactive (Sakoda et coil., 2002) ou les souris KO pour l’AMPKŒ2 (Jorgensen et

cou., 2004). Des résultats similaires ont été obtenus en réponse à l’hypoxie dans les

muscles squelettiques des souris surexprimant une KD-AMPKa2 (Mu et cou., 2001).

Ces résultats suggèrent que la stimulation du transport de glucose en réponse à 1’AICAR

et à l’hypoxie est totalement dépendante de l’AMPK dans le muscle squelettique

contrairement au muscle cardiaque où deux voies de sigialisation semblent activées par

l’hypoxie et aux adipocytes où l’AMPK ne sernble pas impliquée dans la stimulation du

transport de glucose en réponse à l’AICAR (Sakoda et coll., 2002). Tous ces résultats

laissent supposer que l’AMPK joue un rôle dans le transport de glucose de façon stimulus

et tissu spécifique.

Nous avons également identifié la p38MAPK, située en aval de l’AMPK, comme

étant une enzyme impliquée dans la stimulation du transport de glucose en réponse au

DNP. Plusieurs études ont démontré que la p38MAPK est activée par l’AMPK (Li et

coll., 2005; Lemieux et coll., 2003; Xi et colT., 2001) et l’insuline (Somwar et coll., 2000;

Moon et cou., 2003), mais son rôle exact dans le transport de glucose reste imprécis.
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Somwar et col!, ont démontré que l’inhibition pharmacologique de la p38MAPK avec le

SB203580 entraîne une inhibition partielle du transport de glucose en réponse à l’insuline

dans le muscle squelettique (Somwar et col!., 2000). Par contre, la stimulation du

transport de glucose par l’insuline n’est pas affectée dans le muscle squelettique de

souris KO pour la p38MAPK3 (Turban et coll., 2005) ou celui surexpnmant la DN

p3$MAPKu et p3$MAPKI3 (Antonescu et col!., 2005). De plus, il a été rapporté que

l’inhibition du transport de glucose par le SB2035$0 est indépendante de l’effet de cet

inhibiteur sur l’activité de la p38MAPK dans les myotubes L6 (Antonescu et coll., 2005),

probablement parce que le SB203580 agit comme un inhibiteur compétitif qui se lie sur

les sites endofaciaux des transporteurs de glucose pour réduire leur activité (Yamagata et

coll., 1992). L’implication de la p38MAPK dans la stimulation du transport de glucose

en réponse à l’insuline est controversée puisque l’inhibition de la p38MAPK à l’aide d’un

DN-p38MAPK réduit partiellement le transport de glucose induit par l’insuline dans les

3T3-L1 (Somwar et coU., 2002). Il a également été démontré que la p38MAPK est

impliquée dans le transport de glucose en réponse à l’AICAR dans le muscle squelettique

(Lemieux et coll., 2003). Des résultats similaires ont été observés en réponse au DNP

dans les cardiocytes (Pelletier et coll., 2005). Bien que l’AMPK semble responsable de

la transiocation des vésicules de GLUT4 en réponse à l’AICAR et au DNP, la p38MAPK

ne serait pas impliquée dans ce processus dans le muscle squelettique (Lemieux et coll.,

2003) et les adipocytes (Somwar et coll., 2002; Yamaguchi et coll., 2005). Ainsi, il a été

proposé que la p38MAPK régule l’activité intrinsèque de GLUT4 plutôt que sa

translocation (Lemieux et coll., 2003). Par contre, Li et coll. ont récemment démontré

que l’inhibition de la p38MAPK entraîne une diminution de la transiocation de GLUT4



233

en réponse à l’ATCAR et à l’hypoxie dans le coeur (Li et cou., 2005). Comme l’AMPK,

la p3$MÀPK pounait donc avoir un rôle tissu- et stimulus-spécifique. En plus de

l’AMPK et de la p38MAPK, il a été démontré que le NO serait également impliqué dans

la translocation de GLUT4 en réponse à l’activation de l’AMPK dans le coeur (Li et colI.,

2004). Ainsi, des études plus approfondies sur la translocation de GLUT4 devront être

effectuées dans le coeur afin de bien identifier et définir le rôle des enzymes qui modulent

ce processus, particulièrement celui de la p38MAPK et du eNOS.

En plus, le DNP et l’hypoxie semblent entraîner l’activation d’une voie AMPK

indépendante. Bien que nous n’avons pas identifié les enzymes impliquées dans cette

voie de signalisation, nous avons identifié quelques candidats. Tout d’abord, iI a été

démontré que le DNP active les PKC classiques et que leur inhibition induit une

diminution du transport de glucose en réponse au DNP dans le muscle squelettique

(Kbayat et coll., 1998). Des résultats similaires ont été rapportés en réponse à l’ischémie

dans des cellules cardiaques (Agnetti et coll., 2005), renforçant ainsi l’implication de ces

PKC dans le transport de glucose en réponse au DNP. De plus, il a été proposé que le

DNP utilise le Ca2 comme second messager pour stimuler le transport de glucose

(Khayat et coll., 1998). Dans le muscle squelettique, le transport de glucose, en réponse à

l’hypoxie, est régulé par un mécanisme Ca2-dépendant qui inclue la participation de la

CAMK (Wright et colI., 2005). Ainsi, la CAMK représente une autre enzyme qui

pourrait jouer un rôle dans le transport de glucose en réponse au DNP dans le muscle

cardiaque. L’implication de ces enzymes dans la stimulation du transport de glucose en

réponse au DNP devra toutefois être confirmée dans des expériences futures effectuées

dans le muscle cardiaque.
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B. Effet du f3-hydroxybutyrate sur l’activation de la voie de signalisation

AMPK-dépendante

Nous avons démontré qu’une exposition chronique des cardiocytes au

hydroxybutyrate inhibe l’activation de la voie de signalisation AMPKIp38MAPK, voie

essentielle pour stimuler de façon maximale le transport de glucose en réponse au DNP.

L’inhibition de l’AMPK a également été observée après la prise d’une diète riche en gras,

l’infusion chronique de glucose et chez les rats Zucker obèses (Fang et coll., 2005b;

Kraegen et coIl., 2006; Itani et colI., 2003; Liu et coll., 2006). Il est bien connu que

l’activation de l’AMPK est induite par une baisse du statut énergétique, mais les données

présentées ci-haut suggèrent que l’activation de l’AMPK est également modulée par un

excès énergétique. Ainsi, un surplus énergétique pouffait induire une rétroaction

négative sur l’activité de l’AMPK afin de limiter l’influx de glucose en période

d’abondance énergétique. Cela renforce le rôle de l’AMPK comme senseur énergétique.

L’inhibition de la voie de signalisation AMPK-dépendante par le I

hydroxybutyrate est un mécanisme par lequel les corps cétoniques pourraient altérer le

transport de glucose en réponse au DNP. Bien que nous n’ayons pas identifié comment

les corps cétoniques modulent l’activation de l’AMPK, plusieurs possibilités peuvent être

envisagées. D’abord, le métabolisme du 13-hydroxybutyrate entraîne une consommation

de NAIY et une production de NADH ce qui contribue à augmenter le ratio

NADH/NAD (Takchiro et coll., 2005; Scotini et colI., 1983). Récemment, il a été

démontré qu’une élévation des niveaux de NADH prévient l’activation de l’AMPK en

bloquant les sites liant l’ATP ou l’ADP (Rafaeloff-Phail et colI., 2004). Ainsi,

l’altération du ratio NADH/NAD par le métabolisme des corps cétoniques pourrait
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moduler l’activation de l’AMPK en réponse au DNP. L’activation de l’AMPK pourrait

également être modulée par une altération du contenu cardiaque en glycogène par le f3-

hydroxybutyrate. Dans le coeur, il a été démontré que les corps cétoniques favorisent

l’incorporation du glucose en glycogène (Russeil ifi et cou., 1997). Puisqu’une

augmentation du contenu en glycogène est associée à une réduction de l’activation de

l’AMPK et du transport de glucose dans le muscle squelettique (Derave et cou., 2000), il

est possible que des mécanismes similaires opèrent dans le muscle cardiaque.

Finalement, le f3-hydroxybutyrate pourrait influencer l’activité de l’AMPK en modulant

l’action ou l’expression de kinases ou de phosphatases spécifiques. Chez les rats Zucker

obèsçs, il a été rapporté que l’expression et l’activité de LKBY, une AMPKK (Woods et

coll., 2003), sont diminuées (Sriwijitkamol et coil., 2006). Ainsi, le J3-hydroxybutyrate

pourrait avoir des effets similaires sur LKB1 dans les cardiocytes ce qui entrafnerait une

diminution de l’activation de l’AMPK. D’autres études devront être réalisées afin

d’établir par quel mécanisme précis les corps cétoniques exercent leur action sur

l’AMPK.

Un des mécanismes proposés pour expliquer la diminution du transport de

glucose en réponse au DNP dans les cardiocytes exposés aux corps cétoniques implique

le stress oxydatif. Bien que la surproduction de ROS par le f3-hydroxybutyrate semble

jouer un rôle dans l’effet inhibiteur des corps cétoniques sur le transport d glucose, nos

résultats suggèrent que cet effet n’est pas relié à l’inhibition de la voie de signalisation

AMPKIp38MAPK. Puisque la stimulation du transport de glucose par le DNP implique

l’activation de deux voies de signalisation, une AMPK-dépendante et une AMPK

indépendante, la surproduction de ROS pourrait altérer l’activation de cette seconde voie
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de signalisation. Il a été démontré que les ROS activent la PKOE (Talior et cou., 2003) et

que cette dernière est impliquée dans la résistance à l’insuline (Dey et coll., 2006). Par

contre, aucune donnée démontre que les PKC classiques, activées par le DNP (Khayat et

coll, 1998), sont inhibées par la présence de ROS. Plusieurs études restent donc à être

complétées afin de déterminer l’impact des ROS sur les enzymes potentiellement

impliquées dans la voie AMPK-indépendante.

V. LIMiTEs DU MODÈLE

Bien que l’utilisation de notre modèle expérimentale comporte de nombreux

avantages, il possède tout de même des limites. Une des limites de ce projet provient de

l’emploi du DNP afin de créer un stress métabolique similaire à celui de l’hypoxie. Les

expériences-clés se rapportant au DNP pourraient être répétées en utilisant une chambre

hypoxique afin de confirmer la signification physiopathologique de nos études. Àinsi, les

études mécanistiques subséquentes pourraient être réalisées sur des cardiocytes en culture

à J’aide la chambre hypoxique. L’titilisation de cultures primaires de cardiocytes adultes

représente une autre limite à souligner. Comme il n’existe pas de lignée cellulaire stable

de cardiocytes possédant toutes les caractéristiques structurales et physiologiques de ces

cellules, l’emploi de culture primaire de cardiocytes adultes de rats représente le meilleur

moyen disponible potir étudier différents processus physiologiques en contrôlant tous les

paramètres externes. Étant donné que les cardiocytes sont des cellules différenciées de

façon terminale, il est impossible de réaliser plusieurs techniques basées sur la réplication

cellulaire telles la transfection, la création de clônes, les études de prolifération cellulaire,

etc. De plus, 48 heures après avoir été mises en culture, les cellules entrent dans un stade

de dédifférenciation. Il donc est impossible de concevoir des expériences qui
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s’échelonnent sur une période de temps prolongée. Puisque la culture primaire de cellule

ne représente pas un modèle parfait bien qu’utile, l’utilisation d’un modèle de coeur

perfusé ou un modèle animal s’avère essentiel pour confirmer certains résultats obtenus

avec les cardiocytes en culture.

VI. CONCLUSION

En conclusion, une exposition chronique au f3-hydroxybutyrate induit une

diminution du transport de glucose en réponse à l’insuline et au DNP (Figure 15). La

diminution de l’action de l’insuline est due à une inhibition de la voie de signalisation

PI3K/PKB par le 3-hydroxybutyrate. Par contre, un traitement chronique au vanadate, un

inhibiteur des protéines tyrosines phosphatases, peut contourner ces effets inhibiteurs et

ï tif Acétyl C0A
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Glycolyse’.
ttt Glucose-6-phosphate

Transport de glucose

Figure 15 : Représentation schématique du modèle expérimental. Nous avons démontré que le 3-
hydroxybutyrate inhibe la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline et au DNP. Ce schéma
résume les mécanismes par lesquels le 3-hydroxybutyrate agit sur la voie de signalisation activée par l’insuline
et au DNP. Les flèches noires servent à indiquer ce qui stimule et les barres rouges ce qui inhibe. Les flèches
et les barres entières représentent ce que nous avons démontré et celles en pointillées représentent les
mécanismes hypothétiques par lesquels le 3-hydroxybutyrate pourrait aussi agir. HOB, /3-hydmxybutyrate
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augmenter le transport de glucose dans les cardiocytcs rendus insulino-résistants par la

présence des corps cétoniques. L’augmentation du stress oxydatif et l’inhibition de la

voie de signalisation AMPKIp38MAPK par les corps cétoniques sont responsables de la

diminution du transport de glucose en réponse au DNP. Parce que le glucose est un

substrat essentiel au bon fonctionnement cardiaque, les corps cétoniques pourraient

contribuer au développement des MCV en réduisant l’apport de glucose au niveau du

muscle cardiaque.

VII. PERSPECTIVES

Les résultats obtenus dans cette thèse laisse entrevoir de nombreuses perspectives

de recherche pour l’avenir. Cette sêction permettra donc d’élaborer sur les différentes

voies à explorer afin de mieux définir les mécanismes d’action des corps cétoniques sur

la régulation du transport de glucose et d’évaluer leur implication dans l’augmentation

des maladies cardiovasculaires.

A. Les mécanismes d’action des corps cétoniques sur le transport de glucose

1. Implication du stress oxydatf

Les résultats que nous avons obtenus suggèrent que la surproduction de ROS

par les corps cétoniques joue un rôle important sur la diminution du transport de glucose

en réponse au DNP dans les cardiocytes. Puisque le j3-hydroxybutyrate exerce également

des effets néfastes sur la stimulation du transport de glucose en réponse à l’insuline, des

expériences sur l’implication du stress oxydatif dans ce processus devront être réalisées,

afin de déterminer si la surproduction de ROS est impliquée dans l’insulino-résistance

induite par le f3-hydroxybutyrate. L’infection de cardiocytes avec un adénovinis pour
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surexprimer la catalase ou l’utilisation d’animaux transgéniques surexprimants la catalase

au niveau cardiaque représentent de bons moyens pour confirmer l’implication du stress

oxydatif dans l’altération du transport de glucose par les corps cétoniques en réponse à

l’insuline et au DNP.

Puisque le stress oxydatif n’altère pas l’activation de la voie de signalisation

AMPK-dépendante activée par le DNP, il serait intéressant d’investiguer comment les

ROS agissent pour inhiber le transport de glucose. Deux hypothèses seraient à évaluer.

Tout d’abord, il faudrait vérifier si les ROS affectent l’activation de la voie de

signalisation AI\4PK-indépendantc. Pour ce faire, il faudrait tout d’abord identifier les

enzymes impliquées dans cette voie, en commençant par la PKC et la CAJVIK, pour

ensuite vérifier leur implication dans le transport de glucose en utilisant des inhibiteurs

spécifiques ou des adénovirus dominant-négatif pour ces enzymes. L’autre possibilité,

aussi applicable à l’insuline, réside dans l’altération de la translocation des vésicules de

GLUT4 par les ROS. Cela pourrait être évalué en mesurant le contenu en GLUT4 des

différents compartiments cellulaires séparés par fractionnement ou immunofluorescence.

Il a été démontré que la phosphorylation des résidus sérine des protéines

tyrosines kinases de la voie de l’insuline constitue un mécanisme qui pourrait expliquer

comment les ROS affectent l’action de l’insuline (Bloch-Damti et Bashan, 2005). Afin

de vérifier cette hypothèse dans notre système, il faudrait analyser les niveaux de

phosphorylation en sérine de l’WS-l et de la p85 dans des cardiocytes exposés aux corps

cétoniques. L’augmentation de l’expression et de l’activité des protéines tyrosines

phosphatases pourraient également jouer un rôle dans le développement de l’insulino
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résistance induite par le 3-hydroxybutyrate. Ainsi, il serait intéressant d’évaluer ces deux

paramètres.

2. Activation du cycle de Randte

Comme nous l’avons mentionné précédemment, le métabolisme du 13-

hydroxybutyrate peut entrafner l’augmentation de plusieurs intermédiaires du cycle de

Krebs tels le citrate et l’acétyl CoA. Il a été démontré que l’accumulation de ces

métabolites peut inhiber la glycolyse et, par conséquent, le transport de glucose dans le

muscle cardiaque. En mesurant ces métabolites par essai enzymatique par

spectrofluorométrie, il serait possible de déterminer s’ils sont augmentés suite à une

exposition chronique aux corps cétoniques.

B. Implication des corps cétoniques dans le développement des maladies

cardiovasculaires

Les résultats que nous avons obtenus démontrent qu’une exposition chronique aux

corps cétoniques a un impact négatif sur le transport de glucose dans les cardiocytes

adultes. Puisque le glucose joue un rôle primordial dans le maintien des fonctions

cardiaques, surtout lors d’une hypoxie, une altération de son transport par le 13-

hydroxybutyrate pourrait avoir des répercussions importantes sur le développement des

maladies cardiovasculaires chez les patients en hypercétonémie. Pour cette raison,

l’étude de l’effet des corps cétoniques sur la mort cellulaire et sur le maintien des

fonctions cardiaques s’avère être une voie de recherche essentielle.
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1. Effet des corps cétoniques sur la mort cellulaire

Il serait intéressant d’évaluer l’effet d’une exposition chronique au

hydroxybutyrate sur la viabilité des cardiocytes exposés au stress prolongé, avec des

concentrations élevées de DNP ou en les mettant dans une chambre hypoxique. Par la

suite, on pourrait caractériser le type de mort cellulaire (nécrose/apoptose) observé lors

d’un stress prolongé et déterminer comment les corps cétoniques modulent ce processus.

Pour évaluer la mortalité cellulaire par apoptose, on peut compter les cellules colorées par

TUNEL ou Hoechst ou mesurer l’activité de certaines enzymes spécifiquement stimulées

par I’apoptose telles la caspase-3 ou évaluer la fragmentation de l’ADN.

11 serait intéressant de déterminer l’importance de la diminution du transport

de glucose dans l’augmentation de la mort cellulaire. Pour ce faire, on pourrait

déterminer l’effet d’une augmentation du transport de glucose dans les cellules incubées

avec des corps cétoniques en infectant les ceiltiles avec des adénovirus pour surexprimer

GLUT1 ou GLUT4, en traitant les cellules avec du vanadate ou en augmentant les

concentrations de glucose dans le milieu de culture lors de la période de stress.

2. Effet des corps cétoniques sur la fonction cardiaque

Par la suite, des études in vivo, sur un modèle hypercétonémique devraient

être réalisées afin de déterminer l’impact des corps cétoniques sur la fonction cardiaque

en condition physiologique ou pathophysiologique. (hypoxie ou ischémie). Le meilleur

modèle animal pour étudier l’effet chronique des corps cétoniques est probablement celui

de la souris transgénique surexprimant la HMG-CoA synthase mitochondriale au niveau

du foie, puisque cette souris a des niveaux sanguins de corps cétoniques trois fois plus

élevés que ceux des animaux témoins alors que les concentrations de glucose et de
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triglycérides dans le sang sont comparables entre ces deux groupes (Valera et cou.,

1994). Bien que la suractivation de la voie de signalisation des Ras-MEK-ERX1/2 par le

-hydroxybutyrate ne soit pas impliquée dans la diminution du transport de glucose en

réponse à l’insuline, la stimulation de cette voie pourrait contribuer au développement de

l’hypertrophie cardiaque et ainsi altérer la fonction systoliquc du coeur. Pour cette raison,

il serait important de déterminer l’effet des corps cétoniques sur la morphologie et la

fonction cardiaque. Si les corps cétoniques entraînent une dysfonction cardiaque, il

faudrait déterminer si la diminution du transport de glucose et l’augmentation du stress

oxydatif induites par ces derniers représentent des facteurs indépendants impliqués dans

le développement des maladies cardiovasculaires. L’utilisation d’animaux transgéniques

surexprimants GLUTÏ, GLUT4 ou la catalase dans le coeur pourrait servir d’outil pour

étudier ces paramètres.
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