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Sommaire 

Cette thèse explore l’application des marqueurs de densité mitochondriale (MDM) chez 

les espèces ectothermes, en considérant l’influence des choix expérimentaux et des 

conditions variées sur leur validité. Elle se compose de trois chapitres : une introduction 

générale, un article scientifique et une discussion générale. Le premier chapitre présente 

les concepts fondamentaux liés aux effets thermiques sur le métabolisme des ectothermes, 

avec un accent particulier sur les implications mitochondriales. Une revue de la littérature 

sur la densité mitochondriale, incluant les méthodes par lesquelles ces mesures sont 

obtenues et leurs alternatives (c.-à-d. les MDM) est également incluse, mettant en lumière 

les défis associés à l’emploi de ces derniers en physiologie comparée. Le cœur du projet 

repose sur une étude comparative des biomarqueurs traditionnels et non traditionnels de 

densité mitochondriale chez trois modèles expérimentaux : le muscle thoracique des 

mouches à fruits (Drosophila melanogaster) et des doryphores (Leptinotarsa 

decemlineata), ainsi que le muscle squelettique rouge et le foie de l’omble chevalier 

(Salvelinus alpinus). Pour induire des variations mitochondriales, chaque espèce a été 

acclimatée à deux températures. L’ensemble des mesures a été effectué selon diverses 

techniques scientifiques, dont la spectrophotométrie, l’immunobuvardage de type 

Western, la qPCR, la respirométrie, la microscopie confocale et la microscopie 

électronique à transmission. Ces méthodes ont permis d’évaluer plus de 15 marqueurs 

potentiels. Les résultats montrent une variabilité des mesures de MDM entre les trois 

espèces et ne permettent pas d’identifier un marqueur universel. Ces observations 

soulignent l’importance du contexte expérimental dans la sélection des MDM et les 

compromis qu’ils peuvent impliquer en termes d’exactitude expérimentale. La discussion 

générale revient sur ces conclusions et propose des perspectives pour affiner l’utilisation 

des marqueurs mitochondriaux en physiologie comparée. 
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Les environnements dans lesquels les organismes vivent varient beaucoup en termes de 

climat, de disponibilité de nourriture, de prédation et bien plus encore. Il est donc 

important de comprendre comment les individus ajustent leur mode de vie et leur biologie 

afin de s'adapter à ces environnements. La physiologie étudie le fonctionnement 

d'organismes entiers dans différents systèmes biologiques, tandis que la biochimie 

examine les processus chimiques associés à ces derniers. L'intégration de la physiologie 

comparée et de la biochimie offre ainsi un cadre global pour étudier et mieux comprendre 

les stratégies adaptatives employées par les organismes. Cette étude comparative 

matérialise précisément cette approche, comprenant à la fois des travaux de biochimie et 

de physiologie comparatives pour révéler les nuances des ajustements métaboliques au 

niveau mitochondrial après une exposition à différentes températures chez diverses 

espèces. Les sections suivantes décrivent en détail le contexte et les fondements sur 

lesquels ce projet a été conçu. 

1.1 Introduction aux endothermes et ectothermes 

La capacité de réguler sa température corporelle, autrement connue sous le nom de 

capacité thermorégulatrice (1–3), est un processus énergétiquement coûteux que tous les 

animaux ne peuvent pas accomplir. Les animaux sont donc souvent classés en deux 

groupes, à partir desquels la capacité de générer suffisamment de chaleur métabolique 

pour réguler la température corporelle (c.-à-d. thermoréguler) est le point de 

caractérisation (2, 4–7). Le métabolisme, dans son ensemble, constitue une série de 

réactions intracellulaires assurant l'homéostasie et donc la survie en transformant les 

éléments nutritionnels consommés en formes d'énergie utilisables et en minimisant sa 

déplétion (8, 9). Toutes réactions qui consomment directement ce carburant cellulaire 

génèrent de la chaleur (5): de telles réactions sont dites exergoniques. Dans le cas des 

mammifères et des oiseaux, les réactions métaboliques sont suffisamment exergoniques 

pour élever la température corporelle de l'individu (2, 5, 10, 11). Ces espèces sont donc 

classées comme endothermes. Cette capacité de thermorégulation, cependant, se fait au 

détriment de l'efficacité métabolique, de sorte que les endothermes possèdent un taux 

métabolique de repos/basal (SMR/BMR) élevé afin de maintenir leurs fonctions 

cellulaires essentielles et de produire suffisamment de chaleur (6, 7, 12), où jusqu'à 90% 
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de l'énergie totale assimilée peut être allouée à cette dernière (5). Au contraire, l'énergie 

cellulaire obtenue d’après la biomasse consommée est plus efficacement assimilée chez 

les ectothermes, de sorte que leur efficacité de production nette soit plusieurs fois 

supérieure à celle de leurs paires endothermes (5). Ceci, soit une conséquence attribuée 

aux effets combinés d'une baisse du taux métabolique standard (5, 6, 10, 13) et d’une 

incapacité (ou capacité limitée) à thermoréguler (2, 5, 10), réduit ainsi considérablement 

l'apport énergétique requis. Chez les ectothermes, cependant, l'absence de cette capacité 

thermorégulatrice est compensée par une température corporelle ressemblante à celle de 

l’environnement auquel ils sont exposés (14), les rendant alors plus sensibles aux 

conditions environnementales changeantes que leurs voisins endothermes. Par 

conséquent, des réponses d'ajustements métaboliques ont effectivement été décrites à la 

suite de l'exposition des ectothermes à des conditions environnementales variables, telles 

qu’en instances de changements de température (15–19). 

1.1.1 Les taux métaboliques et leur lien au concept de tolérance thermique limitée en 

oxygène et en capacité 

La portée métabolique d'un organisme, souvent dérivée de son taux de consommation 

d'oxygène (ṀO2), est fréquemment étudiée pour ses perspectives offertes sur la 

performance et la forme physique dudit organisme (20), d’autant que 90% de l'oxygène 

consommé par l'organisme dans son ensemble est acheminé vers les mitochondries (21) – 

lesquelles constituent le site principal des transformations énergétiques dérivées des 

nutriments (voir section 1.2). En général, le ṀO2 peut être divisé en trois catégories : (A) 

le SMR ou le BMR étant représentatifs des besoins énergétiques minimaux de l'individu 

pour le maintien de soi (22–25), (B) le taux métabolique maximal (MMR) représentant la 

limite supérieure des capacités du métabolisme aérobie (23, 24, 26), et (C) la portée 

aérobie (AS), exprimée comme la différence entre le MMR et le SMR/BMR, et 

représentative des allocations d'énergie pour les processus et activités non essentiels à la 

survie (23, 24, 27). En particulier dans le cas des ectothermes, qui ont le défi 

supplémentaire de répondre aux changements environnementaux (et plus particulièrement 

ceux thermiques), les variations de ṀO2 à la suite de variations de température peuvent 

être assez importantes. Des changements de température environnementale soit à 
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l’intérieur et au-delà de la niche thermique optimale d’un organisme, par exemple, 

modifient le ṀO2. Généralement, lorsque les températures s'éloignent de l'optimum 

thermique d'un individu, l’AS se rétrécit (tendance en forme de U à l'envers) en raison 

d'une augmentation simultanée du SMR et d'une diminution du MMR (28–33). Cette 

baisse de la performance aérobie a été suggérée d’être une conséquence de la capacité 

limitée de diffusion et de distribution de l'oxygène dans les tissus, comme tel que décrit 

par le concept de tolérance thermique limitée en oxygène et en capacité (OCLTT) (30, 34, 

35). Les changements de l’AS constituent l'un des nombreux ajustements potentiels en 

réponse aux changements de température. 

1.1.2 La compensation métabolique 

Conformément à l'OCLTT, il a été démontré que les ectothermes présentent divers degrés 

d'ajustements physiologiques et métaboliques à la suite de régimes d'acclimatation. Les 

ectothermes adaptés ou acclimatés au froid, par exemple, peuvent modifier la composition 

de leur membrane cellulaire. Ce concept, connu sous le nom d'adaptation homéovisceuse, 

se caractérise par des modifications de la composition lipidique des membranes cellulaires 

afin de maintenir une fluidité adéquate, essentielle à la diffusion des métabolites et au bon 

fonctionnement protéique (36–38), même à des températures plus froides. L’exposition 

au froid a également été démontré avoir un impact sur les taux de réactions métaboliques 

(36) et d’induire des changements dans les types d’aliments métaboliques préférés, de 

sorte que la contribution des acides gras, des protéines ou des sucres à la transformation 

de l'énergie peut être modifiée (39). Étant donné les conséquences de l'exposition au froid 

sur l'efficacité des voies métaboliques, il a été démontré que les ectothermes adoptent des 

changements en réponse aux effets de l'exposition au froid sur leur performance 

métabolique, un concept décrit ici comme compensation métabolique. Ceci est 

particulièrement bien décrit au niveau des organelles cellulaires, comme les 

mitochondries. En effet, une partie de l'OCLTT est consacrée au rôle des ajustements de 

la densité mitochondriale dans le changement de la tolérance thermique (35). En réponse 

aux stimuli environnementaux, les mitochondries peuvent changer d'abondance, de taille, 

de connectivité et d’efficacité fonctionnelle (40–42). Bien que ce ne soit pas le cas sur 

l’étendue d’espèces et de tissus, en général, l'acclimatation ou l'adaptation au froid 
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entraîne une augmentation d'au moins un des paramètres ci-dessus, tel que décrit ci-

dessous. 

1.2 Introduction à la mitochondrie 

1.2.1 Généralités 

Aujourd'hui, les mitochondries sont communément connues comme de petites organelles 

(0,5 à 1 μm de diamètre) en forme de haricot que l'on trouve dans presque tous les types 

de cellules eucaryotes (43, 44). Elles sont constituées de deux membranes, soit les 

membranes mitochondriales externe et interne qui délimitent la matrice et l'espace 

intermembranaire (40, 44–46) (figure 1.1a). La membrane mitochondriale externe abrite 

diverses protéines dont les fonctions varient de la spécialisation dans le transport d'ions, 

la navette des métabolites, la signalisation, l'ancrage, ou la fusion et la fission (40, 43, 47). 

Grâce à l'attribut de sa semi-perméabilité et à l'aide supplémentaire des protéines de 

transport, les métabolites peuvent facilement être échangés entre les mitochondries et leur 

environnement immédiat (40, 43, 47). Dans la membrane mitochondriale interne, les 

principaux éléments protéiques sont les complexes constituant le système de transport 

d'électrons (ETS) (40, 48) (figure 1.1b) – le site dans lequel a lieu la phosphorylation 

oxydative (OXPHOS). Traditionnellement, l'ETS est illustré comme un arrangement 

semi-linéaire de complexes travaillant séquentiellement pour faire acheminer les électrons 

jusqu'au complexe IV (cytochrome c oxydase, CIV), qui a pour rôle de livrer les électrons 

aux molécules d'oxygène consommées (49, 50). Cette navette d'électrons s'accompagne 

également d'un pompage concomitant de protons à travers la membrane vers l'espace 

intermembranaire, générant ainsi un gradient de protons (43, 49, 50). Ce gradient de 

protons est ensuite utilisé par le complexe final, l'ATP synthase, qui génère près de 90% 

de l'adénosine triphosphate (ATP) cellulaire à partir de l’adénosine diphosphate (ADP) 

(44, 51) – soit la monnaie énergétique principale de la cellule. Généralement, la plupart 

des électrons sont introduits dans l'ETS par les complexes I (NADH-ubiquinone 

oxydoréductase, CI) et II (succinate déshydrogénase, CII) (49, 50). Dans d'autres cas, 

cependant, d'autres complexes sont également utilisés; la proline déshydrogénase 

(ProDH) et la glycérol-3-phosphate déshydrogénase mitochondriale (mtG3PDH) étant 
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deux exemples chez les insectes (52, 53), ou la flavoprotéine de transfert d’électrons dans 

les tissus principalement dirigés au métabolisme des acides gras et des protéines (54) – 

ressortant encore une fois les différences en carburants préférentiels parmi les taxons. 

Contrairement à la vision simplifiée de l'ETS, l'organisation de la membrane 

mitochondriale interne, et donc de son contenu, est loin d'être linéaire. En effet, pour 

augmenter l'efficacité du gradient électrochimique, améliorer les interactions entre les 

complexes et minimiser les distances de diffusion des métabolites, les mitochondries 

replient leur membrane interne sur elle-même pour former ce que l'on définit comme des 

crêtes (40, 55). Outre les complexes de l’ETS, intégrées dans les crêtes sont également 

des protéines responsables de la transformation et du transport des métabolites de part et 

d’autre de la matrice mitochondriale (43, 47), telle que la translocase ATP/ADP qui 

catalyse l’échange d’ATP et d’ADP de part et d’autre de la membrane interne 

mitochondriale (56). Dans ce dernier compartiment mitochondrial, les métabolites 

transloqués sont davantage modifiés dans le cycle de Krebs afin de générer des molécules 

donneuses d'électrons, à savoir le NADH et le FADH2, pour alimenter les complexes de 

l’ETS (43, 50). Les voies métaboliques, cependant, ne constituent pas la totalité de 

l'espace de la matrice mitochondriale. La matrice possède également du matériel 

génétique, des enzymes et d'autres protéines, ainsi que des métabolites (48).  
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Figure 1.1. Illustration traditionnelle de l’organisation structurale mitochondriale 

(a) et de son système de transport d’électrons (b). La mitochondrie est constituée de 

deux membranes qui délimitent son espace intermembranaire (IMS) et matriciel. On 

retrouve dans les membranes des protéines intégrées. La matrice héberge davantage de 

protéines ainsi que des copies d’ADN mitochondrial. Au sein de la membrane 

mitochondriale interne, se retrouve le système de transport d’électrons (ETS) (b), 

constitué de 4 complexes (I-IV), ainsi que le complexe V permettant la phosphorylation 

oxydative (OXPHOS). D’origine du cycle de Krebs, des électrons sont acheminés (lignes 

pointillées) vers l’accepteur final– l’oxygène (O2). Les protons pompés (H+) sont 

conséquemment utilisés par le complexe V pour générer de l’ATP à partir de l’ADP et 

d’un phosphate inorganique (Pi). Image modifiée d’après (28). 

1.2.2 Morphologies et interactions mitochondriales – rapport structure-fonction 

Bien que l’emphase soit souvent mise sur les implications métaboliques et énergétiques 

de la mitochondrie, surnommée la « centrale énergétique de la cellule », les mitochondries 

sont à l'épicentre de nombreux processus biologiques (figure 1.2a) et interagissent avec 

plusieurs composantes cellulaires (57, 58). Elles doivent donc être bien intégrées et 

branchées à leur environnement. En effet, il a été observé que les mitochondries forment 

des contacts étroitement liés entre elles ou avec d'autres organelles en adoptant diverses 

configurations morphologiques afin de maximiser ces interactions et de mieux répondre 
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aux besoins fonctionnels des différents types cellulaires. Parmi ces exemples sont les 

associations entre les mitochondries et les gouttelettes lipidiques dans les tissus oxydatifs 

(59) – des interactions fournissant un lien direct entre les sites de stockage, de production 

et de distribution des métabolites et de l'ATP, minimisant ainsi leurs distances de 

diffusion. Des interactions entre le réticulum endoplasmique et les mitochondries ont 

également été rapportées dans divers tissus de modèles animaux (59, 60), soit des 

interactions avantageuses pour les échanges ioniques. Effectivement, les morphologies et 

fonctions mitochondriales sont souvent rapportées les unes-aux-autres (figure 1.2b). Il a 

été suggéré que les mitochondries qui adoptent des formes allongées (mais non 

volumineuses), avec une plus grande surface externe, sont possiblement un résultat des 

cellules tissulaires qui priorisent les communications entre organelles (48), alors que les 

mitochondries plutôt compactes et volumineuses sont plutôt conçues pour de haut taux de 

génération d’ATP (48). 

 

Figure 1.2. Fonctions mitochondriales (a) et leur lien à la morphologie (b). En plus de 

leur fonction connue en bioénergétique, les mitochondries possèdent également plusieurs 

autres rôles dans la cellule (a). La forme qu’adopte la mitochondrie est également associée 

à ses fonctions (b), de sorte que les mitochondries volumineuses favorisent la génération 

d’ATP, alors que celles à plus petit volume (i.e., grande surface externe) sont plutôt 

optimisées pour les interactions avec leur environnement immédiat. 

Il est important de noter que la grande majorité des études reliant la dynamique, la 

structure et les fonctions mitochondriales utilisent généralement des cellules en culture, 

c'est-à-dire dans un environnement hautement contrôlé et de contexte homogène. 

b. a. 
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D’ailleurs, d'autres études sur l'organisme évaluent généralement les paramètres 

morphologiques mitochondriaux sur la base du type de tissu. Un tel exemple s’agit d’une 

étude évaluant les caractéristiques mitochondriales au niveau du cœur, du foie, des reins 

et du muscle squelettique de la petite musaraigne nord-américaine (Crypto parva) (60). 

Pour les organes dont la composition est relativement homogène, l'évaluation des 

caractéristiques mitochondriales à partir d'un sous-échantillon de tissu est plus apte à être 

représentative de l'ensemble de l'organe. Cependant, ce n'est pas le cas pour tous les 

tissus– le muscle squelettique étant un exemple principal. Les fibres musculaires 

squelettiques comportent trois catégories, à savoir les fibres oxydatives à contraction lente 

(fibres de type I), oxydatives à contraction rapide (fibres de type IIA) ou glycolytiques à 

contraction rapide (type IIB). Les fibres de type IIB, également connues sous le nom de 

muscle blanc ou de muscle glycolytique, ont de faibles capacités oxydatives et dépendent 

donc principalement de la glycolyse pour la production d'ATP à court terme (61). Au 

contraire, les fibres de type I, ou fibres musculaires rouges, sont hautement oxydatives et 

demandent beaucoup d'ATP (61). Les fibres musculaires intermédiaires roses, ou de type 

IIA, présentent des qualités mixtes des deux types de fibres musculaires (61). Encore une 

fois, les réponses adaptatives aux besoins fonctionnels et métaboliques propres aux tissus 

se reflètent dans la distribution et la morphologie des mitochondries (62). Cela a été mis 

en évidence dans de nombreuses études portant sur la densité mitochondriale du muscle 

squelettique des poissons. Conformément aux demandes oxydatives du muscle rouge, il a 

été rapporté que les mitochondries des fibres musculaires squelettiques occupent plus 

d'espace et adoptent des morphologies plus orientées vers la production d'ATP, tandis que 

celles du muscle glycolytique sont présentes en moindre densité (63–67). 

Malgré cette tendance générale dans la morphologie mitochondriale entre les types de 

fibres, le muscle squelettique offre un autre niveau de complexité, soit une hétérogénéité 

des populations mitochondriales au sein desdits types de fibres. Les mitochondries du 

muscle squelettique peuvent davantage être classées comme interfibrillaires ou sous-

sarcolemmes, selon leur positionnement dans la fibre musculaire (figure 1.3). Comme leur 

nom l'indique, les mitochondries sous-sarcolemmes sont situées à la périphérie de la fibre 

musculaire, juste en dessous du sarcolemme, entourant les myofibrilles. Les 

mitochondries interfibrillaires, quant à elles, sont situées au cœur des fibres musculaires, 
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parallèlement aux regroupements de myofibrilles. Les mitochondries musculaires sous-

localisées expriment toutes deux des différences morphologiques et fonctionnelles les 

unes des autres (68). Chez le muscle squelettique du rat, par exemple, les mitochondries 

sous-sarcolemmes sont démontrées être en formes ovoïdes plus compactes, tandis que les 

mitochondries interfibrillaires sont plutôt disposées en colonnes et de plus grande taille 

(69). La microscopie électronique a également confirmé que l'abondance des 

mitochondries sous-sarcolemmes s'aligne aux demandes oxydatives des types respectifs 

de fibres musculaires (figure 1.3 b–d), de tel que les mitochondries sous-sarcolemmes sont 

plus abondantes dans le muscle rouge que le muscle blanc (69). De même, l'épaisseur des 

réseaux de colonnes mitochondriales suit la même tendance pour les mitochondries 

interfibrillaires (69). Avec le lien établi entre la structure et la fonction, les propriétés 

fonctionnelles mitochondriales varient également d'une sous-population à l'autre. 

Quelques exemples de ces différences comprennent les variations des propriétés 

protéomiques et respiratoires entre les sous-populations (69–71). 

  



11 

 

Figure 1.3. Caractéristiques morphologiques de la fibre musculaire et de ses 

mitochondries. La fibre musculaire (a), délimitée par le sarcolemme, est constituée de 

regroupement de myofibrilles. Sur les bornes externes, se retrouvent également les noyaux 

cellulaires. De populations distinctes mitochondriales occupent les fibres musculaires, à 

savoir les mitochondries interfibrillaires et sous-sarcolemme. En fonction du type de fibre 

musculaire, soit oxydatif (b), oxydatif-glycolytique (b) ou glycolytique (c), la 

composition, distribution et fonction mitochondriale varie. N noyau, CK colonne épaisse 

mitochondriale, CN colonne mince mitochondriale, SM mitochondries sous-sarcolemme, 

L gouttelette lipidique, IM mitochondries limitées à la bande I, I bande I, A bande A, Z 

ligne Z. Images obtenues et modifiées d'après (69, 72). 

Bien que des distinctions claires puissent être établies entre les populations 

mitochondriales de différents tissus et de différentes localisations, les mitochondries ne 

sont pas des entités statiques. Comme mentionné précédemment, les stimuli 

environnementaux sont connus pour induire des réponses mitochondriales vairées à 

travers différents types de tissus. Comme l'objet de cette étude, l'un des exemples les 

mieux décrits est celui des effets des changements de température environnementale sur 

les mitochondries. 
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1.2.3 Les influences environnementales sur les mitochondries d'ectothermes 

Étant semi-autonomes et essentielles à l'homéostasie métabolique, les mitochondries sont 

bien équipées pour s'ajuster aux changements environnementaux. Comme les études 

évaluant les conséquences des altérations de température sur le ṀO2 des individus, les 

impacts des fluctuations de température environnementale sur les ectothermes ont 

également été étudiés de manière approfondie au niveau des organelles, comme les 

capacités d'OXPHOS mitochondriales (p. ex., (35, 73–81)) étant donné qu'elles soient 

responsables de près de 90% de toute consommation d'oxygène cellulaire (21). Du fait, 

cela peut être ramené à l'OCLTT qui affirme que les limitations au niveau de l'OXPHOS 

peuvent être attribuées à des contraintes dans l'approvisionnement en oxygène aux 

mitochondries (30, 34, 35), limitant ainsi la production d'ATP, particulièrement dans les 

environnements plus froids. Par conséquent, pour tenir compte des rendements affaiblit 

en ATP et pour maintenir l'AS, l'exposition au froid entraînerait une augmentation de la 

fonctionnalité ou de la densité mitochondriale (30, 34, 35). De telles altérations sont 

particulièrement mises en évidence chez les poissons, soit selon leur différentes 

répartitions géographiques (tableau 1.1, voir (82, 83)) ou à la suite de régimes 

d'acclimatation (tableau 1.2). 
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Tableau 1.1. Variations de la densité mitochondriale des ectothermes habitant différentes régions géographiques. 

Espèce Zone géographique Tissus Température 

(°C) 

Vvmt Svmt Svcr,mt MN Réf. 

Épinoche à trois épines 

(Gasterosteus 

aculeatus) 

Marine vs eau douce Muscle pectoral 6 1.00 nd nd nd Morris et al. 2021 

(84) 21 1.33 nd nd nd 

Muscle cardiaque 6 0.88 nd nd nd 

21 1.04 nd nd nd 

Fondule (Fundulus 

heteroclitus) 

Nord vs Sud Muscle rouge de la 

ligne latérale 

5 1.9 nd 1.4 nd Dhillon et Schulte 

2011 (63) 15 0.8 nd 0.9 nd 

25 1.00 nd 1.3 nd 

Muscle blanc 5 1.6 nd 1.7 nd 

15 1.2 nd 0.8 nd 

25 0.9 nd 0.9 nd 

Huître de l'Est 

(Crassostrea virginica) 

Caroline du Nord vs 

Texas 

Branchies 12 nd nd nd 0.9 Cherkasov et al. 

2010 (85) 20 nd nd nd 0.8 

Hépatopancréas 12 nd nd nd 1.1 

20 nd nd nd 0.8 

Différences significatives (p<0,05) affichées en caractères gras. Rapport X vs. Z des mesures des écotypes X et Y, les valeurs sont estimées à partir 

des données fournies par la source de référence.  Vvmt Densité volumique mitochondriale, Svmt densité de surface mitochondriale, Svcr,mt densité de 

surface des crêtes mitochondriales, MN nombre de mitochondries, nd non déterminé 
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Tableau 1.2. Effets variés de la température environnementale sur la densité mitochondriale et ses biomarqueurs communs chez 

les espèces ectothermes. 

Espèce Condition expérimentale Tissus Analyses de 

densité 

(F:C) 

Prédictions 

MDM (F:C) 

Ref 

Blennie commune (Blennius pholis) 10 vs. 20 °C, 3 semaines Foie Vvmt: 1.3 nd Campbell et al. 

1978 (86) MN: 1.7 

Blennie de Patagonie (Eleginops 

maclovinus) 

4 vs. 10 °C, acclimatation 

saisonnière 

Muscle adducteur 

pectoral oxydatif 

Vvmt: 0.9 nd Johnston et al. 

1998 (87)  

Carpe (Carassius carassius) 2 vs. 28 °C, 8 semaines Muscle rouge 

superficiel latéral  

Vvmt: 1.8 nd Johnston et 

Maitland, 1980 

(66) 
Vvmt,ss: 0.8 

Vvmt,if: 1.3 

MN: 1.0 

Muscle rose 

intermédiaire 

latéral 

Vvmt: 1.7 nd 

Vvmt,ss: 0.9 

Vvmt,if: 1.1 

MN:1.4 

Muscle blanc 

latéral 

Vvmt: 2.3 nd 

Vvmt,ss: 1.1 

Vvmt,if: 0.9 

MN:1.9 

Carpe (Carassius carassius) 2 vs. 28 °C, 2 mois Muscle axial 

rouge 

Vvmt: 2.1 nd Johnston 1982 

(88) 
Muscle épaxial 

blanc 

Vvmt: 3.8 
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Blatte (Periplaneta americana) 12 vs. 33 °C, 1 semaine Muscle coxal MN: 1.3 nd Thiessen et 

Mutchmor 1967 

(89)  

Carassin doré (Carussius auratus) 5 vs. 25 °C, 5 semaines Muscle rouge Vvmt: 3.6 nd Tyler et Sidell, 

1984 (65) Svmt: 3.4 

Svmt,cl: 2.8 

Svmt/Vvmt: 

0.9 

Svmt,cl/Vvmt: 

0.7 

Svcr,mt: nsp, 

ns 

Muscle blanc Vvmt: 1.9 nd 

Svmt: 1.3 

Svmt,cl: 1.2 

Svmt/Vvmt: 

0.7 

Svmt,cl/Vvmt: 

0.6 

Svcr,mt: nsp, 

ns 

Mouche domestique (Musca 

domestica) 

10 vs. 30 °C, 1 semaine Muscle 

thoracique 

MN: 1.1 nd Thiessen et 

Mutchmor 1967 

(89) 

Huître de l'Est (Crassostrea 

virginica), population de la Caroline 

du Nord 

12 vs. 20 °C, 2 à 3 semaines 

(populations d'hiver vs. d'été) 

Branchies MN: 2.1 nd Cherkasov et al. 

2010 (85)  Hépatopancréas MN: 1.2 

Huître de l'Est (Crassostrea 

virginica), population du Texas 

12 vs. 20 °C, 2 à 3 semaines 

(populations d'hiver vs. d'été) 

Branchies MN: 1.7 nd Cherkasov et al. 

2011 (85) Hépatopancréas MN: 0.9 
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Huître de l'Est (Crassostrea 

virginica), population de l'État de 

Washington 

12 vs. 12 °C, 2 à 3 semaines 

(populations d'hiver ou d'été) 

Branchies MN: 0.9 nd Cherkasov et al. 

2012 (85) Hépatopancréas MN: 0.7 

Bar rayé (Morone saxatilis)  5 vs. 25 °C, 8 semaines Muscle oxydatif 

de la ligne 

latérale 

Vvmt:1.6 nd Egginton et 

Sidell, 1989 

(67) 
Svmt,cl: 1.1 

Svcr,mt: 1.1 

Muscle blanc 

ventral 

Vvmt:1.5 nd 

Svmt,cl: 1.6 

Svcr,mt: 0.9 

Épinoche à trois épines (Gasterosteus 

aculeatus) 

6 vs. 21 °C, 10 semaines, 

écotype marin 

Muscle pectoral Vvmt: 1.7 nd Morris et al. 

2021 (84) Muscle cardiaque Vvmt: 1.2 

6 vs. 21 °C, 10 semaines, 

écotype d'eau douce 

Muscle pectoral Vvmt: 1.2 nd 

Muscle cardiaque Vvmt: 1.0 

Fondule (Fundulus heteroclitus), 

écotype nordique 

5 vs. 25 °C, 3 semaines Muscle blanc Vvmt: 1.4 CS: 1.7 Dhillon et 

Schulte 2011 

(63) 
Svcr,mt: 1.7 

Fondule (Fundulus heteroclitus), 

écotype du Sud 

5 vs. 25 °C, 3 semaines Muscle blanc Vvmt: 0.9 CS: 1.2 Dhillon et 

Schulte 2011 

(63) 
Svcr,mt: 1.1 

Épinoche à trois épines (Gasterosteus 

aculeatus) 

8 vs. 20 °C, 9 semaines Muscle adducteur 

pectoral oxydatif 

Vvmt: 1.9 CS: 1.7 Orczewska et al. 

2010 (90) Svmt: 1.6 CIV: 1.9 

Svmt/Vvmt: 

0.9 

ADNmt: 1.2 

Foie Vvmt: 0.9 CS: 2.0 

Svmt: 0.8 CIV: 1.5 

Svmt/Vvmt: 

0.9 

ADNmt: 1.6 
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Truite arc-en-ciel (Oncorhynchus 

mykiss) 

1 vs. 16 °C, acclimatation 

saisonnière 

Muscle de la 

nageoire adipeuse 

Vvmt: 1.0 CS: 1.1 St-Pierre et al. 

1998 (91) Vvmt,ss: 1.0 CIV: 2.9 

Vvmt,if: 1.0 

Svcr,mt: 1.1 

Morue (Gadus morhua), population 

de la mer du Nord 

4 vs. 10 °C, 6 semaines Muscle blanc 

latéral 

nd CS:1.3 Lucassen et al. 

2006 (92) CIV: 1.7 

Foie nd CS: 0.8 

CIV: 0.6 

Morue (Gadus morhua), population 

de la mer Baltique 

4 vs. 10 °C, 6 semaines Muscle blanc 

latéral 

nd CS: 2.3 Lucassen et al. 

2006 (92) COX: 1.8 

Foie nd CS: 0.6 

CIV: 0.5 

Lotte (Zoarces viviparus), population 

de la mer du Nord 

3,5 vs. 10 °C, 25 jours Foie nd CS: nsp Lucassen et al. 

2003 (93) CIV: nsp,ns 

Lotte (Zoarces viviparus), population 

de la mer Baltique 

3 vs. 13,5 °C, 2 mois Foie nd CS: nsp Lucassen et al. 

2003 (93) CIV: nsp, ns 

Fondule (Fundulus heteroclitus), 

écotype nordique 

5 vs. 25 °C, 3 semaines Muscle rouge nd CS: 1.5 Fangue et al. 

2009 (35) CIV: 0.8 

ADNmt (CS 

ARNm): 1.6 

ADNmt (CIV 

ARNm): 1.2 

Foie nd CS: 1.5 

CIV: 1.2 

ADNmt (CS 

ARNm): 1.5 
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ADNmt 

(CIV 

ARNm): 1.4 

Fondule (Fundulus heteroclitus), 

écotype du Sud 

5 vs. 25 °C, 3 semaines Muscles nd CS: 1.0 Fangue et al. 

2009 (35) CIV: 1.0 

ADNmt (CS 

ARNm): 1.6 

ADNmt (CIV 

ARNm): 0.9 

Foie nd CS: 1.2 

CIV: 0.9 

ADNmt (CS 

ARNm): 2.4 

ADNmt 

(CIV 

ARNm): 1.4 

Fondule (Fundulus heteroclitus), 

population nordique 

5 vs. 33 °C, 4 semaines Foie nd CL: 1.3 Chung et al. 

2018 (94) 

Fondule (Fundulus heteroclitus), 

population méridionale 

5 vs. 33 °C, 4 semaines Foie nd CL: 1.1 Chung et al. 

2018 (94) 

Brochet maillé (Essox niger) 5 vs. 25 °C, 5 semaines Cerveau nd CS: 1.4 Kleckner et 

Sidell 1984 (95) CIV: 1.6 

Ventricule 

cardiaque 

nd CS: 1.4 

CIV: 1.9 

Foie nd CS: 1.5 

CIV: 1.3 

Muscle rouge nd CS: 1.0 

CIV: 0.8 

Muscle blanc nd CS: 1.4 

CIV: 0.7 
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1 vs. 24 °C, acclimatation 

saisonnière 

Cerveau nd CS: 1.67 

CIV: 0.9 

Ventricule 

cardiaque 

nd CS: 1.9 

CIV: 1.2 

Foie nd CS: 2.0 

CIV: 1.2 

Muscle rouge nd CS: 2.0 

CIV: 1.7 

Muscle blanc nd CS: 1.1 

CIV: 0.8 

Truite arc-en-ciel (Oncorhynchus 

mykiss) 

4 vs. 18 °C, 2 mois Muscle axial 

rouge 

nd CS: 1.4 Battersby et 

Moyes 1998 

(96) 

CIV: 1.4 

CI: 1.1 

ADNmt: 1.3 

Muscle épaxial 

blanc 

nd CS: 1.7 

CIV: 1.7 

CI: 1.3 

ADNmt: 1.3 

Truite arc-en-ciel (Oncorhynchus 

mykiss) 

5 vs. 15 °C, 8 semaines Muscle rouge nd CIV: 1.6 Kraffe et al. 

2007 (97) CL: 1.2 

Différences significatives (p ≤ 0,05) affichées en caractères gras. Ratio F:C des mesures des individus exposés au froid (F) et au chaud (C), les 

valeurs sont estimées à partir des données fournies par la source de référence. MN nombre de mitochondries, Vvmt densité volumique mitochondriale, 

Vvmt,ss densité volumique des mitochondries sous-sarcolemmes, Vvmt,si densité volumique des mitochondries interfibrillaire, Svmt, densité de surface 

mitochondriale, Svmt,cl densité de surface mitochondriale avec surfaces non comptabilisées entre les amas mitochondriaux, Svcr,mt densité de surface 

des crêtes mitochondriales, CS citrate synthase, CIV cytochrome c oxydase (complexe IV),  CI complexe I, CL cardiolipine, mtADN ADN 

mitochondrial, mtADN (XYZ) ADN mitochondrial établi à partir de XYZ, nsp non spécifié, ns non significatif. 
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1.3 Introduction aux définitions de densité mitochondriale 

Les mitochondries sont des organelles très dynamiques; elles changent continuellement 

de forme, de taille, de nombre et de connectivité (40–42). Il n'est donc pas surprenant que 

les chercheurs aient adopté diverses façons de décrire les caractéristiques morphologiques 

mitochondriales. L'aire fractionnelle mitochondriale (FA), le volume fractionnel, la 

densité volumique (Vvmt), la densité de surface (Svmt), la densité de surface des crêtes 

(Svcr,mt) et l'abondance (MN) ont tous été utilisés comme mesures de la densité 

mitochondriale (figure 1.4). De plus, des combinaisons de ces dernières peuvent 

également être intégrées dans des analyses, comme le rapport de Svmt/Vvmt, par exemple. 

Les définitions mentionnées ci-dessus représentent chacune une approche individualiste 

pour intégrer la morphologie et la fonctionnalité mitochondriales. Le FA ou le volume 

fractionnel sont d'abord deux façons de décrire la fraction de tissu occupée par les 

mitochondries, exprimée en pourcentage (%). Cela est évalué en calculant la zone d'intérêt 

totale couverte par les mitochondries dans un cadre bi-dimensionnel (2D). De même, la 

Vvmt représente le volume total de l'échantillon occupé par les mitochondries, autrement 

considéré comme l'équivalent tri-dimensionnel (3D) de l’aire fractionnelle (ou volume 

fractionnel) mitochondriale. Comme mentionné, la Vvmt peut être représentative de la 

capacité fonctionnelle mitochondriale (48) tandis que la Svmt est souvent associée au degré 

auquel les mitochondries peuvent interagir avec les composants cellulaires (48) et est 

calculée en divisant la somme totale des surfaces mitochondriales externes par volume 

d'échantillon. La Svcr,mt est mesurée au moyen du rapport entre la surface totale des crêtes 

et le volume mitochondrial. Contrairement aux mesures de la Svmt, la densité des crêtes 

est supposément étroitement liée aux capacités d'OXPHOS, de sorte qu’une augmentation 

en abondance des crêtes permet d'augmenter le potentiel de conversion d'énergie (48, 98). 

Par ailleurs, un dysfonctionnement mitochondrial pourrait être compensé en augmentant 

l'abondance générale des mitochondries dans les tissus (i.e., le MN). Dans de tels cas, une 

mesure du nombre de mitochondries pourrait être bénéfique. Malgré les différentes 

définitions de la densité mitochondriale, chaque mesure peut être obtenue d’une même 

technique, à savoir l’obtention d'images de microscopie à haute résolution. 
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Figure 1.4. Représentations visuelles des cinq définitions de densité mitochondriale. 

La densité volumétrique mitochondriale (a) est une mesure du volume d'un échantillon 

occupé par les mitochondries. L'aire mitochondriale fractionnelle (b) considère la fraction 

d'aire totale d'une coupe d'échantillon occupée par les mitochondries. À noter qu'un 

nombre supérieur de mitochondries n'est pas nécessairement accompagné d'une plus 

grande aire fractionnelle mitochondriale. La densité de surface mitochondriale (c) prend 

en compte le ratio entre l'aire extérieure mitochondriale et le volume total de l'échantillon. 

La densité de surface des crêtes mitochondriales (d) prend en compte le ratio entre l'aire 

des crêtes et le volume total mitochondrial. Le nombre de mitochondries (e) se réfère au 

nombre total de mitochondries retrouvées dans une coupe d'échantillon. La taille du 

sectionnement de tissu est déterminée selon une région d'intérêt (encadrements rouges). 

1.4 Techniques d'imageries mitochondriales 

1.4.1 La microscopie électronique à transmission 

Dans la plupart des cas, les micrographies utilisées pour les caractérisations de la densité 

mitochondriale sont obtenues par microscopie électronique à transmission (TEM). La 

TEM permet de produire des images représentatives d'échantillons à une résolution 

suffisante pour distinguer les structures et les composants cellulaires. En bref, un flux 

d'électrons est transmis à travers des échantillons finement tranchés. Les régions dans 

lesquelles les électrons mettent plus de temps à passer, c'est-à-dire les régions les plus 
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denses, sont ce qui donne un contraste aux images. Les micrographies sont donc générées 

en fonction de la densité tant au niveau du tissu que de son contenu. Les échantillons de 

tissus peuvent donc être imagés pour l'évaluation de la densité mitochondriale; en fait, la 

TEM est souvent considérée la méthode d’excellence pour le faire (99–103). Les images 

capturées à des grossissements de faible intensité (aux alentours de 500x) sont suffisantes 

pour l'évaluation d'analyses morphologiques générales (104), telles que celles des densités 

volumétriques et des comptes numériques de mitochondries, tandis que l'inspection des 

membranes mitochondriales, comme les crêtes, nécessite des grossissements supérieurs à 

50000x (104). Contrairement à leur état réel de dimensionnalité, les images TEM illustrent 

les mitochondries dans un plan 2D, de sorte que, pour les analyses, toutes les mesures 

perdent un degré de dimensionnalité. Le volume des organelles, par exemple, est 

représenté comme une surface dans les images générées. De même, la surface d'une 

organelle est déterminée en mesurant la longueur de son contour à partir des 

micrographies obtenues. Les analyses des densités de volume et de surface suivent alors 

généralement les méthodes décrites par Weibel (104), à savoir la méthode du comptage 

de points et la technique d'interception de lignes, respectivement, bien que d'autres 

méthodes aient déjà été employées, comme le comptage direct à partir de préparations de 

mitochondries isolées (89). La méthode de comptage des points consiste à diviser la région 

d'intérêt (ROI) en une grille et à compter parmi celle-ci le nombre total de carrés entourés 

par le profil des organelles d'intérêt (104). La surface des organelles peut être mesurée en 

plaçant une grille de lignes équidistantes sur une image et en comptant les intersections 

avec la bordure du profil de l'organelle d’intérêt (104). Contrairement à l'obtention de 

mesures de densité de volume et surface à partir d'images TEM, l'obtention d'un nombre 

numérique d'organelles peut s'avérer plus difficile, en particulier dans le cas d'organelles 

très dynamiques et de formes uniques, comme les mitochondries. Au cours des dernières 

années, avec les progrès technologiques, le traçage des mitochondries et de leurs 

membranes a été suggéré à la place des méthodes de Weibel traditionnellement employées 

(105). Malgré cela, à moins que des reconstructions tomographiques des mitochondries 

ne soient assemblées, les images TEM ne représentent qu'une vue instantanée des 

mitochondries. De plus, sachant que les images TEM peuvent être générées à partir 

d'échantillons tranchés soit transversalement ou longitudinalement, l'orientation de 
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sectionnement doit également être prise en compte. Dans le cas des tissus à orientation 

définie, comme les fibres musculaires, les coupes transversales et longitudinales risquent 

de ne pas toujours donner les mêmes résultats (66), pouvant alors générer des images 

encapsulant à la fois les régions sous-sarcolemme et interfibrillaire, ou l'une des deux. 

Bien que les coupes transversales puissent fournir des images avec une distinction plus 

claire entre les deux régions, les mitochondries des deux régions peuvent toujours être 

observées au niveau des deux options de coupe. Cependant, les analyses morphologiques 

peuvent donner des résultats différents en fonction de l'orientation de la coupe, de sorte 

que la largeur, la longueur et la hauteur des mitochondries ne puissent pas être mesurées 

en même temps. Les analyses TEM nécessitent donc normalement l'analyse de plusieurs 

images par échantillon. 

1.4.2 La microscopie confocale 

Bien que l'imagerie par TEM soit considérée comme l'un des moyens les plus populaires 

d'obtenir des mesures de densité mitochondriale, la microscopie confocale a également 

gagné en popularité (106–108). La microscopie confocale consiste à capturer des images 

de tissus et de cellules vivants ou fixés, marqués par fluorescence. Bien que les images 

individuelles soient capturées à l'échelle 2D, elles peuvent être prises à une série de 

profondeurs dans l'échantillon (c.-à-d. des empilements z). Avec des paramètres définis 

pour la distance entre empilements, tels que déterminés par l'utilisateur, la reconstruction 

subséquente des structures 3D peut être effectuée à la suite de l'imagerie. Dans le cadre de 

l'analyse de la densité mitochondriale, ces images peuvent évaluer plusieurs propriétés 

morphologiques mitochondriales telles que le volume, la surface, le nombre, la 

connectivité, la sphéricité, etc. En raison du manque de disponibilité et des coûts élevés 

souvent associés à l'imagerie par TEM, des solutions financièrement et 

méthodologiquement abordables sont recherchées pour les analyses morphologiques 

mitochondriales, la microscopie confocale étant un bon concurrent. En effet, cette 

méthode a été bien utilisée comme moyen d’évaluer la densité mitochondriale (109–112). 

La microscopie confocale, cependant, vient après la TEM car la résolution d'images peut 

ne pas être adéquate pour distinguer clairement les mitochondries les unes-des-autres, ni 

pour l'analyse des crêtes. De plus, comme la TEM, la préparation des échantillons est 
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souvent longue, nécessitant généralement plus de 2 à 3 jours si les modèles d'étude ne 

possèdent pas déjà de modifications génétiques permettant d’exprimer les composants 

fluorescents d'intérêt, et dépendent de la spécificité des anticorps. 

1.5 Les marqueurs de densité mitochondriale 

Au fil des années, de nombreuses indications ont été accumulées en faveur des différences 

(notamment dans le cas de la répartition géographique des populations) ou des ajustements 

(induits expérimentalement par acclimatation) de la densité mitochondriale (voir les 

tableaux 1.1 et 1.2). Si ces modifications en densité et morphologies mitochondriales 

peuvent être observées au niveau global des mitochondries, pourquoi ne se reflèteraient-

elles pas également au niveau des composantes mitochondriales? C'est à partir de cette 

question qu'est né l'intérêt pour les marqueurs de densité mitochondriale (MDM). Les 

chercheurs se sont donc tournés vers l’exploration de MDM potentiels comme alternative 

à la TEM. Ces marqueurs désignés sont d'abord proposés sur la base de refléter 

correctement la densité mitochondriale, tout en étant relativement simples à obtenir 

expérimentalement. Dans la littérature courante, les MDM fréquemment rapportés 

incluent des enzymes mitochondriales, des métabolites et le matériel génétique– les 

activités enzymatiques mitochondriales ayant particulièrement attiré l'attention. 

1.5.1 Activités enzymatiques mitochondriales 

Les activités enzymatiques peuvent être facilement évaluées par spectrophotométrie en 

enregistrant soit la disparition ou la formation de réactifs ou de produits spécifiques à 

l'enzyme, respectivement. De tels essais, de plus, peuvent être effectués sur des 

échantillons frais et congelés soit sous forme d'homogénats bruts ou de préparations de 

mitochondries isolées. La considération des activités enzymatiques comme MDM viables 

convient donc à la plupart des plans d'études expérimentales. En effet, conformément aux 

différences en densité mitochondriale propres aux espèces et aux tissus, il a été bien 

rapporté que l'acclimatation thermique des ectothermes, en particulier des poissons, ait un 

impact sur les activités enzymatiques. Parmi les MDM enzymatiques les plus courants 

figurent l'enzyme limitante du cycle de Krebs, ainsi que deux complexes de l’ETS : la 

citrate synthase (CS), le CIV et le CI, respectivement. Il est intéressant de noter que les 
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effets transitoires de l'acclimatation thermique sur les activités enzymatiques varient entre 

les enzymes et les sous-populations d'espèces. Par exemple, dans une étude réalisée en 

2003, l'activité de la CS mesurée dans le foie de la lotte nordique (Zoarces viviparus) 

exposée au froid augmentait progressivement jusqu'à ce qu’un plateau soit atteint environ 

10 jours après le début de l'exposition au froid– moment à partir duquel l'activité était 

également significativement plus élevée que celle du groupe témoin (93). En revanche, 

dans le cas de la sous-population de la mer Baltique, l’activité de la CS est toutefois restée 

inchangée au cours des deux mois de la période d'étude. Quant à l’activité du CIV, celle-

ci n'a pas variée en fonction de l'acclimatation dans les deux sous-populations (93). Une 

étude similaire évaluant l’activité enzymatique de la CS et du CIV chez les populations 

nordiques et du sud de fondule (Fundulus heteroclitus) a présenté des réponses 

enzymatiques tout aussi variées à l'acclimatation. Le fondule nordique montrait une plus 

grande activité de CS dans le foie et le muscle des poissons acclimatés au froid, alors que 

cela n'était vrai que dans le foie pour les populations du sud (35). Encore une fois, l'activité 

du CIV est demeurée inchangée sur l’étendue des groupes d'acclimatation pour les deux 

tissus et pour les deux sous-populations (35). Une étude antérieure sur la truite arc-en-ciel 

adulte (Oncorhynchus mykiss) a cependant révélé que les muscles rouges et blancs 

présentaient une activité accrue de la CS et du CIV chez les poissons acclimatés au froid 

(96). Le muscle blanc a également montré une activité plus élevée du CI chez les poissons 

acclimatés au froid, tandis que celle-ci est restée inchangée entre les groupes 

d'acclimatation dans le muscle rouge (96). 

Dans de tels cas, ainsi que dans de nombreux autres, les différences d'activité 

enzymatique, en particulier de la CS, du CIV et/ou du CI, entre tissus ou après 

l'acclimatation sont déduites comme des représentations de la densité mitochondriale 

modifiée. En effet, dans le cas de la truite arc-en-ciel, les activités enzymatiques étaient 

systématiquement plus élevées dans le muscle rouge (96), correspondant à des densités 

mitochondriales plus élevées dans les tissus oxydatifs que dans les tissus glycolytiques. 

Une autre étude évaluant la densité mitochondriale en fonction de l'activité de la CS a 

également rapporté que le muscle rouge de la truite arc-en-ciel présentait de loin la densité 

mitochondriale la plus élevée parmi les tissus testés, suivi du muscle blanc et du cœur 
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(chacun ayant une activité CS environ 3 fois inférieure à celle du muscle rouge), du 

cerveau et des reins, du foie et du sang à l'extrémité la plus basse du spectre (113). 

En effet, avec l'intégration des analyses stéréologiques, des preuves soutenant les activités 

enzymatiques en tant que marqueurs fiables de la densité mitochondriale sont présentées 

depuis un certain temps. Les truites acclimatisées aux températures hivernales, par 

exemple, présentent une activité de CS, du CIV et de la carnitine palmitoyltransférase 

(CPT1) plus élevées que leurs homologues acclimatisés à l'été (91), un caractère 

également reflété au niveau de la Svcr,mt (91). L'activité de la CS concorde également avec 

la Vvmt et la Svcr,mt du muscle blanc des sous-populations de fondule du Nord et du Sud 

différentiellement acclimatées, et prédit correctement des densités plus élevées chez les 

poissons du Nord (63). Bien qu'il le soit principalement discuté, l'accompagnement des 

ajustements de la densité mitochondriale avec les activités enzymatiques correspondantes 

ne se limite pas uniquement aux poissons. En fait, chez les iguanes (Dipsosaurus dorsalis), 

l'activité de la CS reflète la directionnalité des différences de la Vvmt entre les muscles 

rouges et blancs, le muscle rouge présentant notamment une plus grande Vvmt et activité 

de CS (64). 

Là encore, les ajustements morphologiques mitochondriaux peuvent être très dépendants 

du cas, où certaines espèces ectothermes et/ou tissus présentent un changement de densité 

mitochondriale avec l'acclimatation thermique, et d'autres non. Dans l’ensemble, et 

compte tenu des implications susmentionnées des modifications transitoires spécifiques 

aux enzymes, il est raisonnable de croire que tous les cas d'activité(s) enzymatique(s) ne 

reflètent pas correctement la densité mitochondriale. Effectivement, cela est appuyé par 

des travaux précédemment publiés. Une étude de 2010 sur l'épinoche (Gasteroteus 

aculeatus), par exemple, a présenté des activités de CS et de CIV suggérant une 

augmentation de la densité mitochondriale dans le muscle oxydatif rouge et le foie (90). 

Des différences en FA et en Svmt n'ont, cependant, été observées que dans le muscle (90). 

En outre, comme dans le cas de la lotte, la CS et le CIV ont exprimé des amplitudes 

variables de changement d’activité avec l'augmentation du temps d'acclimatation, 

nécessitant respectivement 9 et 1 semaines d'acclimatation au froid pour induire des 

changements significatifs dans l'activité (93). Il est intéressant de noter que l'effet inverse 

a été noté dans le foie, soulignant encore les effets de l'individualité des tissus (93). Une 
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étude antérieure comparant des poissons des glaces sans hémoglobine (Chaenocephalus 

aceratus et Chionodraco rastrospinosus) à des poissons à sang rouge (Notothenia 

coriiceps et Gobinotothen gibberifrons) a également présenté des prédictions 

contradictoires de la densité mitochondriale au moyen de l'activité enzymatique. Bien que 

les G. gibberifrons à sang rouge aient montré une activité de CS plus élevée que les deux 

poissons des glaces, les analyses stéréologiques ont révélé une Vvmt plus élevée chez les 

poissons des glaces, avec une Svcr,mt concomitante plus faible, cependant (114). 

1.5.2 Abondance des cardiolipines 

Au cours de la dernière décennie, la cardiolipine (CL) a également gagné du terrain en 

tant qu'indicateur potentiel de la densité mitochondriale. Contrairement au phospholipide 

commun, la cardiolipine est constituée de 4 chaînes acyles : sa composition peut donc être 

assez variable. Par conséquent, diverses techniques avancées, telles que la 

chromatographie (couche mince, liquide ou gazeuse) et la spectrométrie de masse, sont 

souvent utilisées pour déterminer l'abondance et la composition des CL. Récemment, des 

kits fluorimétriques de CL ont été mis à disposition, offrant un moyen plus simple 

d'évaluer l'abondance de la CL. Étant donné que la CL se trouve presque exclusivement 

dans les membranes mitochondriales (115), en particulier dans la membrane interne (116, 

117), l'abondance totale de la CL a été suggérée être étroitement liée à l'abondance 

mitochondriale et à leur densité de crêtes. En effet, cette inférence a été discutée par les 

auteurs d'une étude de 2014 comparant l'abondance lipidique de mitochondries isolées 

provenant de cellules de fibroblastes d’oiseaux tempérés et tropicaux phylogénétiquement 

apparentés. Selon l'abondance totale de lipides et de CL, il a été suggéré que les espèces 

tempérées ont soit un plus grand nombre de mitochondries, soit une plus grande densité 

de crêtes (118). Comme chez les oiseaux, un remodelage des phospholipides 

mitochondriaux a également été observé dans le foie des populations de fondules du nord 

et du sud exposées à des régimes d'acclimatation différentiels. Chez ces deux sous-

populations, l'abondance totale de CL diminuait avec l'augmentation de la température 

d'acclimatation, bien qu'elle soit moins marquée dans le cas de la fondule du Sud (94) – 

soit des résultats fournissant des tendances similaires aux altérations de Svcr,mt signalées 

précédemment dans les muscles rouges et blancs (63). Chez la truite arc-en-ciel, 
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cependant, malgré des différences dans les types de chaînes d'acides gras, l'abondance 

totale de CL provenant des mitochondries du muscle oxydatif rouge est demeurée 

inchangée entre les poissons acclimatés au froid (5 °C) et au chaud (15 °C) (97), suggérant 

une densité de crêtes inchangée. Ces résultats s'opposent toutefois aux augmentations 

précédemment signalées de Svcr,mt chez ces derniers après l’acclimatisation au froid (91). 

L'utilisation de la CL comme MDM fiable reste relativement nouvelle, cependant, et par 

conséquent, une exploration plus approfondie de sa fiabilité entre taxons demeure à être 

explorée davantage. 

1.5.3 ADN mitochondrial et expression génique 

Les mitochondries sont les seules organelles de cellules animales qui contiennent un 

génome extrachromosomique (44), c'est-à-dire de l'acide désoxyribonucléique (ADN) 

résidant à l'extérieur du noyau. Constituant le génome mitochondrial sont des gènes 

encodant pour des composants de l’ETS, des acides ribonucléiques ribosomales (ARNr) 

et des acides ribonucléiques de transfert (ARNt) (44). L’obtention d’un rapport entre le 

nombre de copies d’ADN mitochondrial (ADNmt) et d’ADN nucléaire (ADNn) à partir 

de certains gènes pourrait donc donner un aperçu de l'abondance relative des 

mitochondries par cellule. Ce rapport peut être facilement obtenu par réaction de 

polymérisation en chaîne quantitative (qPCR) à la suite d’une extraction d’ADN. Par 

conséquent, le nombre de copies d’ADNmt représente un autre moyen pratique d'estimer 

la densité mitochondriale, en particulier le MN. En effet, l’ADNmt est souvent utilisé 

comme indicateur de l'abondance mitochondriale, particulièrement chez les modèles 

mammifères et aviaires (101, 119–122). L’emploi de l’ADNmt comme estimation de la 

densité mitochondriale s'est également étendu aux ectothermes. Dans le muscle de la truite 

arc-en-ciel, par exemple, les rapports entre le nombre de copies d’ADNmt et d’ADNn sont 

restés inchangés entre les groupes acclimatés au froid et au chaud (96), suggérant une 

abondance mitochondriale inchangée sur l’étendue des traitements d'acclimatation. Bien 

qu'il soit exploré en tant que MDM potentiel, le nombre de copies d’ADNmt est souvent 

évalué parallèlement aux définitions de densité mitochondriale différant du MN 

mentionné ci-dessus. Dans le foie et le muscle oxydatif de l'épinoche, par exemple, le 

nombre de copies d’ADNmt a été utilisé comme biomarqueur du FA et de la Svmt. 
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Cependant, le nombre de copies d’ADN s'est avéré faussement prédictif des tendances de 

densité mitochondriale, selon les deux paramètres ci-dessus (90). Dans certains cas, le 

nombre de copies d’ADN est également obtenu à partir de l'abondance de transcrits 

dérivés de gènes nucléaire et mitochondriaux (35, 123). Dans d'autres cas, au lieu de 

rapporter le nombre de copies d’ADNmt en fonction de l’ADNn, il est exprimé en fonction 

du poids de tissu ou de l’ADN total extrait, donnant lieu à des prédictions complètement 

différentes de la densité mitochondriale (113). 

 

Alternativement aux MDM susmentionnés, d'autres options de MDM peuvent également 

être proposées. Ces alternatives comprennent (A) des enzymes liées à d'autres voies 

métaboliques (34, 63, 86, 91, 114), (B) des composants cytochromes des complexes de 

l’ETS (67, 97, 124, 125), (C) des abondances de protéines situées dans l'un des trois 

principaux compartiments mitochondriaux, ou (D) des propriétés fonctionnelles 

mitochondriales (94). Malgré cela, les marqueurs traditionnels mentionnés ci-dessus 

continuent de dominer en popularité, en partie grâce à une étude notable de 2012 évaluant 

les biomarqueurs de la densité mitochondriale dans le muscle squelettique de 16 hommes 

sains (101). Dans cette dernière, les biomarqueurs ont été sélectionnés en raison de leur 

popularité, à savoir l'activité de la CS, la teneur en CL, la teneur en ADNmt, en 

complément à la teneur en protéines des complexes I-IV et de leur activité enzymatique 

(101). Les auteurs ont signalé que la teneur en CL et les activités enzymatiques de la CS 

et du CI présentaient les associations les plus fortes avec la densité mitochondriale. Depuis 

sa publication, l'étude Larsen continue d'être citée en référence dans les études portant sur 

les ectothermes, malgré d'autres publications discréditant leur applicabilité universelle, 

tant chez les modèles mammifères (126) que chez les ectothermes (comme discuté ci-

dessus). 

1.6 Choix de marqueurs expérimentaux 

Dans cette étude, nous avons décidé d'étudier plus de 15 marqueurs potentiels de densité 

mitochondriale et de les comparer à des mesures de densité mitochondriale obtenues par 

TEM. Il s'agit notamment des marqueurs utilisés traditionnellement mentionnés ci-dessus, 
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ainsi que de plusieurs marqueurs non traditionnels qui, selon des études antérieures, 

pourraient être affectés par les régimes d'acclimatation. Les sous-sections suivantes 

décrivent plus en détail le raisonnement derrière leur choix. 

1.6.1 Marqueurs de densité mitochondriale traditionnels 

1.6.1.1 Microscopie confocale 

La microscopie confocale a été effectuée comme moyen alternatif d'évaluer le MN, la 

Vvmt et la Svmt dans cette étude. L'orientation et le positionnement des tissus sur les lames 

ont été visualisés par le marquage de l'actine avec l'anticorps de phalloïdine. À partir des 

fibres identifiées, les mitochondries, mises en évidence par le marquage de l'ATP5A (ATP 

synthase F1 sous-unité alpha) à l'aide d'anticorps spécifiques, ont ensuite pu être 

photographiées et analysées. De plus amples détails sur la microscopie confocale se 

trouvent dans la section correspondante discutée ci-dessus. 

1.6.1.2 Enzymes 

Les activités enzymatiques sont souvent utilisées comme biomarqueurs car elles sont 

simples à évaluer sur le plan spectrophotométrique et peuvent également représenter une 

mesure de l'abondance des enzymes (127). Cette dernière peut être obtenue lorsque 

l'enzyme est présentée avec des quantités excessives de substrats, faisant de sorte que 

l'activité enregistrée soit proportionnelle à l'abondance des enzymes en étude, à savoir le 

facteur limitant de la vitesse de réaction. L'étude des activités enzymatiques peut donc 

potentiellement mettre en lumière la performance et l'abondance mitochondriale. Dans le 

contexte des études de densité mitochondriale, comme l’actuelle, l'étude des enzymes liées 

aux mitochondries peut fournir des informations sur la taille du compartiment 

mitochondrial qu'elles occupent, se rapportant alors aux mesures de densité 

mitochondriale. 

En général, les enzymes régulatrices et d’étapes limitantes sont sélectionnées pour les 

mesures d'activité enzymatique. Ces enzymes sont cruciales pour l'efficacité des voies 

métaboliques car elles agissent comme des points de contrôle, déterminant la vitesse de la 

voie suivante (128). Avec des liens entre l'activité et la disponibilité de substrats, les 

enzymes d’étapes limitantes peuvent également fournir des informations sur les réponses 
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métaboliques aux changements physiologiques (128), comme les réponses à 

l'acclimatation, comme discuté dans cette étude. Parmi les marqueurs traditionnels, la CS 

est le MDM le plus utilisé. La CS est une enzyme régulatrice, d’origine matricielle 

mitochondriale, qui est responsable de catalyser l'entrée de l'acétyl coenzyme A dans le 

cycle de Krebs (129). L'activité de la CS est régulée par allostérie selon la disponibilité du 

substrat et du produit, et est minimalement (130), voire pas du tout, régulée par des 

modifications post-traductionnelles. Par conséquent, la CS représente un candidat 

prometteur, sur le plan méthodologique, pour l'étude de MDM, comme en témoigne son 

utilisation courante. 

Dans le même ordre d'idées, l'activité enzymatique des complexes I et IV de l'ETS est 

également couramment utilisée. 

Les activités de la CS, du CIV et du CI ont donc été intégrées à la présente étude. 

1.6.1.3 Copies d’ADNmt 

Comme indiqué précédemment (voir ci-dessus : ADN mitochondrial et expression 

génique), le nombre de copies d’ADNmt est suggéré comme étant indicatif de la densité 

mitochondriale. En supposant que la quantité totale d’ADNn demeure inchangée dans une 

cellule au fil du temps, le nombre relatif de copies d’ADNmt peut donc donner un aperçu 

de l'abondance des mitochondries occupant l’échantillon. Dans cette étude, nous avons 

choisi d'étudier les gènes COI ainsi que les gènes Polr2A, RPL4 et rps9 comme gènes 

mitochondriaux et nucléaires, respectivement. Le COI est un gène hautement conservé 

(131) codant pour la sous-unité 1 du CIV mitochondrial. Polr2A code la sous-unité A de 

l’ARN polymérase II, tandis que RPL4 et rps9 codent pour des sous-unités ribosomales. 

Les gènes nucléaires ont été sélectionnés en fonction du rôle de leur produit dans la 

réplication de l’ADN ou dans l'expression des protéines, et sur la base de leur utilisation 

dans des études antérieures décrites dans la littérature (132–135). 

1.6.1.4 Cardiolipines 

Les CL, une classe de phospholipides membranaires, jouent de multiples rôles 

fonctionnels dans la performance mitochondriale. Elles sont impliquées dans le transport 

des protéines, la morphologie mitochondriale, la performance de la chaîne respiratoire 

ainsi que les voies de signalisation (116, 117). En plus d'être exclusivement présentes dans 
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les mitochondries, les CL se trouvent principalement dans la membrane mitochondriale 

interne (116, 117). Compte tenu de leur positionnement, l'abondance des CL a été 

suggérée comme étant indicative de la densité mitochondriale, en particulier de la Svcr,mt 

(voir la section sur les cardiolipines ci-dessus). L'abondance totale en CL, mesurée par 

spectrophotométrie à l'aide de sondes fluorescentes provenant d'un kit commercial, a donc 

été incluse dans la présente étude. 

1.6.2 Enzymes alternatives 

Suivant l’exemple des enzymes traditionnellement utilisées comme MDM, les enzymes 

impliquées dans d'autres voies métaboliques peuvent également constituer des MDM 

potentiels. Ces sont notamment celles des voies du métabolisme des lipides et du G3P, en 

particulier chez les poissons et les insectes, respectivement. En effet, des augmentations 

du métabolisme lipidique ont été bien documentées chez les poissons acclimatés au froid, 

plus particulièrement, des changements dans les activités de la CPT1 et de la 3-

hydroxyacyl coenzyme A déshydrogénase (HOAD) (91, 114). La CPT1 est l'enzyme 

limitante dans la voie du métabolisme des lipides (c.-à-d. la bêta-oxydation) située dans 

la membrane externe mitochondriale (136, 137), alors que la HOAD est une enzyme 

matricielle catalysant une réaction subséquente de bêta-oxydation (137). Ces enzymes 

peuvent conséquemment être utilisées comme indices du métabolisme des acides gras. 

Quant à la voie du G3P, des insectes comme la Drosophile ont montré des réponses 

dépendantes de l'acclimatation en termes de performance de la mtG3PDH (selon les 

données de respirométrie), particulièrement lorsqu’elles sont évaluées à des températures 

élevées (138). 

Comme précédemment mentionné, l'activité enzymatique pourrait refléter la taille des 

compartiments mitochondriaux. Ces enzymes ont donc été sélectionnées pour leurs 

implications fonctionnelles dans des voies connues pour varier avec l'acclimatation, ce qui 

en fait des alternatives physiologiquement pertinentes aux MDM enzymatiques courantes 

discutées ci-dessus. 
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1.6.3 Cytochromes 

L'abondance des cytochromes a déjà été signalée comme étant des marqueurs utiles du 

contenu mitochondrial et des capacités fonctionnelles (124). Malgré cela, les cytochromes 

sont souvent étudiés principalement pour leurs implications dans ces dernières (62, 139, 

140). Cette étude vise donc à étudier plus en profondeur leur potentiel en tant que MDM. 

Les quatre cytochromes primaires étudiés, à savoir les cytochromes a, b, c et c1, font tous 

partie intégrante de l'ETS. Le CIII héberge les cytochromes b et c1 (49), tandis que le 

cytochrome a est un composant du CIV (49). Le cytochrome c, quant à lui, est une 

hémoprotéine faiblement associée à la face externe de la membrane mitochondriale 

interne et est responsable de la navette des électrons entre les CIII et CIV (49). En tant 

que chromophores, les cytochromes peuvent être évalués par spectrophotométrie et leur 

abondance calculée à partir d'équations prédéfinies (141, 142). Ils présentent également 

l’avantage de pouvoir être évalués simultanément. 

Comme les protéines (discutées ci-dessous), une quantification des cytochromes pourrait 

refléter l'abondance du complexe ETS respectif dans lequel ces derniers se retrouvent 

(143), pouvant potentiellement donner un aperçu de la Svcr,mt. Par conséquent, l'étude des 

cytochromes offre une alternative à la détermination distincte de l'abondance des 

complexes de l’ETS. 

1.6.4 Abondances protéiques 

À notre connaissance, l'abondance des protéines mitochondriales n'a pas encore été 

étudiée en tant que MDM, à l'exception strictement des complexes de l’ETS dans l'étude 

de Larsen (101). Nous proposons que l'étude de l'abondance des protéines trouvées 

sélectivement dans les membranes externes et internes mitochondriales et dans l'espace 

matriciel pourrait fournir un aperçu de la taille générale et de la morphologie desdites 

mitochondries. Une augmentation de l'abondance des protéines membranaires pourrait 

refléter des changements dans la taille des membranes, une plus grande abondance des 

protéines équivalant à des surfaces membranaires plus grandes. De même, une 

augmentation de l'abondance des protéines matricielles pourrait suggérer un espace 

matriciel plus grand, ce qui pourrait refléter des volumes mitochondriaux plus importants. 
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Ici, nous avons sélectionné VDAC (canal anionique voltage-dépendant), ATP5A (ATP 

synthase F1 sous-unité alpha) et SOD2 (superoxyde dismutase) comme protéines de 

membrane externe, membrane interne et de matrice, respectivement. L'abondance des 

protéines a été évaluée par immunobuvardage de type Western, une méthode consistant à 

séparer les protéines en fonction de leur poids et à les distinguer par immunoblotting. Les 

protéines ont été sélectionnées en fonction de l'efficacité de leurs anticorps respectifs dans 

l'ensemble des espèces et des tissus inclus dans cette étude. 

1.6.5 Propriétés fonctionnelles mitochondriales 

Pour vérifier si les changements dans les capacités respiratoires mitochondriales sont 

accompagnés de changements en densité, ou plutôt si les MDM correspondent mieux à la 

performance mitochondriale, des essais de respirométrie ont été inclus dans ce projet. La 

respirométrie consiste à évaluer le taux de consommation d'oxygène directement lié au 

fonctionnement mitochondrial d'un échantillon (144). Cela peut être accompli à l’aide 

d’appareil à haute résolution, tel que l'oxygraphe O2k d'Oroboros, qui permet d'enregistrer 

les taux de respiration mitochondriale à la suite d’une série d'injections de substrats et 

d'agents inhibiteurs. 

Dans cette étude, nous avons sélectionné des protocoles respiratoires reflétant ceux qui 

ont été précédemment décrits dans la littérature (28, 53, 138). Les tests de respirométrie 

comprenaient des mesures des taux respiratoires à de l'état leak, OXPHOS couplé, ainsi 

que de la respiration maximale du CIV. L’état leak représente le taux de consommation 

d'oxygène mitochondrial en présence de substrats d’OXPHOS, mais non associée à la 

synthèse concomitante d'ATP (c.-à-d. en l'absence d'ADP) (145). L’OXPHOS peut 

ensuite être initiée par l'ajout d'ADP au système (145). Suite à l'inhibition de l'OXPHOS 

par l’ajout d’inhibiteurs spécifiques aux complexes, le taux maximal de respiration du 

CIV peut être obtenu par l'ajout de donneurs d'électrons artificiels, à savoir l'ascorbate et 

le TMPD, pour alimenter directement le CIV, permettant ainsi la mesure de sa 

performance (145). De manière similaire à l’emploi de son activité enzymatique comme 

MDM, l'évaluation de la performance du CIV basée sur la respirométrie est également 

souvent utilisée comme indicateur de la densité mitochondriale, et est ainsi fréquemment 

utilisée comme moyen de normaliser les données de respirométrie (53, 94). 
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Dans la présente étude, les données de respirométrie peuvent également servir de base 

pour comparer les MDM étudiés. Cette approche nous permet d'évaluer si les MDM 

reflètent la performance mitochondriale plutôt que la densité, comme étudié 

précédemment (101). 

1.7 Modèles d'études 

Les modèles de cette étude ont été choisis de manière sélective pour tenir compte des 

tendances actuelles en sciences biologiques et en recherches de physiologie intégrative. 

Parmi ceux-ci figurent les sujets liés aux espèces invasives et aux conséquences du 

réchauffement climatique. Ainsi, les modèles expérimentaux tels que les poissons ou les 

insectes sont donc assez courants, en particulier dans les régions où l'aquaculture et 

l'agriculture contribuent fortement à l'économie, comme au Canada. Par conséquent, cette 

thèse comprend trois modèles biologiques, tels que décrits ci-dessous. 

1.7.1 L'omble chevalier (Salvelinus alpinus) 

Étant donné que l'objectif de cette étude est d'adopter un point de vue comparatif sur 

l'applicabilité des MDM, nous avons choisi d'inclure l'omble chevalier (Salvelinus 

alpinus) comme modèle d'étude, en nous concentrant sur le muscle oxydatif rouge et le 

foie. En tant que salmonidés, l'omble chevalier est étroitement apparenté à la truite arc-

en-ciel, soit un modèle expérimental populaire (comme discuté ci-dessus). L'intégration 

de ces poissons dans cette étude actuelle permet donc une comparaison avec des travaux 

précédemment publiés sur une espèce apparentée, tout en fournissant de nouvelles 

perspectives, car l'omble chevalier, à notre connaissance, n'a pas encore été exploré dans 

ce contexte. 

Parmi les espèces de salmonidés, l'omble chevalier s'est avéré être un modèle prometteur 

pour la présente étude car il peut subir une grande gamme de températures (0 à ~20 °C) 

dans son habitat naturel (146–148) et est facilement disponible au Nouveau-Brunswick. 

De plus, contrairement aux insectes (discutés ci-dessous), l'intégration d'un modèle de 

poisson dans l'étude offre l'avantage supplémentaire d'évaluer tous les MDM candidats 

chez chaque individu. 
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Dans le contexte de cette étude, nous avons choisi d'étudier la densité mitochondriale dans 

le muscle oxydatif rouge et le foie. Le muscle rouge a été choisi parce qu’il s’agit du tissu 

qui est le plus apparu dans la recherche bibliographique présentée ci-dessus, ainsi que 

pour ses fortes capacités oxydatives. Le foie a été choisi pour être le tissu non musculaire 

le plus mentionné ci-dessus, et pour son importance dans les processus métaboliques. 

L'inclusion de deux tissus distincts dans l'étude a été une décision stratégique pour 

déterminer si les mitochondries sont également affectées par l'acclimatation entre les 

tissus et, le cas échéant, si ces différences peuvent être prédites de la même manière avec 

l'utilisation de MDM. Différents types de tissus aideront également à élucider si la 

présence de différentes populations mitochondriales introduit une variabilité dans les 

résultats. 

1.7.2 Le doryphore de la pomme de terre (Leptinotarsa decemlineata) 

Le doryphore de la pomme de terre est un insecte invasif qui, comme son nom l'indique, 

cible les cultures de pommes de terre. Compte tenu de la contribution économique des 

ventes de pommes de terre au Canada (149), l'introduction du doryphore est depuis 

devenue une préoccupation majeure pour le secteur agricole canadien. Le doryphore a 

donc gagné en popularité comme choix de modèle d'étude (52, 53, 150, 151) et a ainsi été 

sélectionné comme modèle pour ce projet de thèse. Le muscle provenant de la région 

thoracique a été choisi comme tissu de choix en raison de ses investigations antérieures 

dans des travaux publiés (52, 53, 151) et pour ses liens fonctionnels avec le vol et la 

performance locomotrice. Comme la Drosophile (voir la section ci-dessous), le doryphore 

a également été sélectionné pour combler les lacunes de connaissances sur la densité 

mitochondriale des espèces autres que le poisson. Les doryphores, étant collectés sur le 

terrain, pourraient également être plus représentatifs des études utilisant des modèles non 

traditionnels, c'est-à-dire des spécimens capturés sur le terrain, par opposition à des 

modèles élevés en laboratoire dans des conditions contrôlées. 

1.7.3 La Drosophile (Drosophila melanogaster) 

La Drosophile est l'organisme modèle le plus couramment étudié en science (152). Elles 

sont faciles à élever en laboratoire, sont relativement peu coûteuses à entretenir, ont une 
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période de développement rapide, génèrent de grandes tailles de progénitures et ont un 

génome simple qui est 60 % homologue à celui de l’Homme (152). Par conséquent, 

l'utilisation de la Drosophile comme modèle d'étude représente l'occasion idéale de faire 

le lien entre les études chez les humains et les animaux. Ceci est particulièrement 

important dans le contexte des études ectothermes intégrant des mesures de densité 

mitochondriale dans leurs analyses, car des études humaines (comme le cas de la 

publication de Larsen et al. 2012 (101)) sont souvent citées. 

Contrairement aux deux autres modèles choisis, la Drosophile peut également être 

sélectionnée selon l'âge et le sexe. Dans cette étude, les Drosophiles mâles ont été 

sélectionnés pour éliminer les biais potentiels propres au sexe, comme les différences dans 

la régulation métabolique. Les mouches échantillonnées ont également été élevées et 

recueillies à l'âge adulte (20 jours) pour prévenir les interférences développementales (âge 

précoce) et de sénescence (âge tardif). 

Étant capable de limiter la variabilité interindividuelle en sélectionnant pour le sexe et 

l'âge, et en échantillonnant dans un milieu hautement contrôlé, la Drosophile représente 

donc un choix clair pour les études de validation de méthodes, comme le présent projet. 

Le muscle thoracique a été choisi pour l'échantillonnage afin de permettre une 

comparaison directe avec les résultats obtenus à partir des échantillons de doryphore. Pour 

plus de raisonnements sur le choix de tissus, veuillez consulter la section sur les 

doryphores. 

1.8 Problématique 

Dans le contexte de toute étude portant sur les mitochondries, où leurs fonctions, leurs 

implications ou tout autre aspect lié à leur contenu sont évaluées, l'obtention de mesures 

de densité mitochondriale est cruciale pour distinguer les changements qualitatifs des 

changements quantitatifs mitochondriaux afin de mieux comprendre leur implication dans 

les réponses adaptatives. La mesure de la densité mitochondriale d'un tissu permet donc 

aux chercheurs de faire la distinction entre un changement fonctionnel mitochondrial ou 

simplement une variation de densité au sein d'un tissu. Pour ces raisons, les données 

expérimentales doivent être présentées avec une mesure acceptable de la densité 
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mitochondriale pour être correctement interprétables. Ceci est particulièrement important 

chez les ectothermes, qui sont connus pour ajuster leurs capacités métaboliques à la suite 

d’une exposition au froid. Que la densité mitochondriale soit mesurée par des analyses 

stéréologiques ou des biomarqueurs, les deux méthodes présentent leurs propres défis, et 

bien qu'il existe des MDM couramment utilisés, il n'y en a aucun qui s'est avéré le plus 

efficace. D'autres travaux explorant l'applicabilité des MDM chez les espèces ectothermes 

sont donc nécessaires, ainsi qu'une distinction plus claire desdites définitions de densité 

mitochondriale entre études. 

1.9 Objectifs et hypothèses 

Afin de clarifier l'applicabilité des MDM chez les espèces ectothermes, ce projet 

comprend une étude comparative des biomarqueurs traditionnels et non traditionnels de 

la densité mitochondriale chez trois modèles expérimentaux : le muscle thoracique de la 

Drosophile (D. melanogaster) et du doryphore (L. decemlineata), et le muscle rouge et le 

foie de l'omble chevalier (S. alpinus). Pour induire des changements en densité 

mitochondriale en plus des différences intrinsèques entre les espèces et les tissus, les 

espèces ont chacune été acclimatées à deux températures. Dans l'ensemble, cette étude 

avait deux objectifs principaux. Premièrement, de vérifier si les MDM reflètent la fonction 

(telle qu'évaluée par comparaison avec les essais de respirométrie) ou la structure 

mitochondriale (telle qu'évaluée par comparaison avec les analyses confocales et de 

TEM), et si ces relations se maintiennent dans toutes les conditions expérimentales (c.-à-

d. entre températures, espèces et tissus), comme on s'y attend d'un marqueur universel. 

Deuxièmement, nous avons cherché à établir clairement les distinctions entre les 

définitions de densité mitochondriale. En abordant ces objectifs, cette étude remet en 

question les idées actuelles concernant l'application universelle des MDM, testant 

l'hypothèse selon laquelle les mesures de densité mitochondriale et de ses biomarqueurs 

varient selon les groupes d'acclimatation, les espèces et les tissus. 

Comme discuté précédemment, une augmentation de la densité mitochondriale, quelle que 

soit la définition appliquée, tend à être une conséquence de l'exposition ou de 

l'acclimatation des ectothermes au froid. Nous avons donc émis l'hypothèse que 
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l'acclimatation de nos trois espèces à des températures opposées physiologiquement 

pertinentes induirait des différences en densité mitochondriale. Avec l'acclimatation au 

froid, nous nous attendions à ce qu’au moins une des mesures de densité mitochondriale 

varie, que ce soit individuellement ou en combinaison avec d’autres définitions. Nous 

nous attendions également à observer une augmentation concomitante des paramètres 

mesurés de MDM expérimentaux. Les réponses spécifiques aux MDM à l'acclimatation 

sont décrites plus en détail dans les sections ci-dessus. 

Des différences entre les espèces étaient également attendues. Bien que des échantillons 

aient été prélevés du thorax des deux insectes, la composition musculaire peut varier d'une 

espèce à l'autre. Dans l'ensemble, avec des différences connues au niveau du métabolisme, 

nous avons prédit que la densité mitochondriale différerait entre la Drosophile et le 

doryphore. Étant donné que les doryphores étaient captés sur le terrain et que leur âge et 

sexe étaient inconnus, nous avons également prédit qu'ils présenteraient la plus grande 

variabilité entre les individus, comparativement à la Drosophile. Nous nous attendions 

également à ce que les poissons présentent une grande variabilité interindividuelle, mais 

dans une moindre mesure que les doryphores. Tel que discuté ci-dessus (voir la section 

sur l'omble chevalier), nous avons prédit que les poissons présenteraient des réponses au 

froid similaires à celles rapportées dans les travaux publiés sur la truite arc-en-ciel 

(notamment une espèce apparentée). 

Enfin, nous avons émis l'hypothèse que les mesures de densité mitochondriale 

différeraient entre le foie et le muscle oxydatif rouge chez les poissons. Plus précisément, 

nous avons prédit que les mitochondries d’origine musculaires adopteraient des volumes 

et des densités de crêtes plus importants en réponse aux demandes oxydatives élevées du 

tissu, comme discuté précédemment. 
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Abstract 

In mitochondria-related research, assessing mitochondrial density (MD) is essential to 

distinguish between qualitative functional variations and density-driven quantitative 

changes within a tissue. Whether MD is measured through stereological analyses or the 

use of biomarkers, both methods present challenges, and commonly used biomarkers have 

yet to demonstrate universal applicability. Here we explored the controversies 

surrounding the use of mitochondrial density markers (MDMs) in ectotherms, 

emphasizing their context-dependent application across varying temperatures, species, 

and tissues. Four measures of MD–mitochondrial fractional area, surface density, cristae 

surface density, and number–were evaluated by transmission electron microscopy (TEM) 

in cold- and warm-acclimated Drosophila melanogaster (n = 4), Leptinotarsa 

decemlineata (n = 4) and Salvelinus alpinus (n = 8) along with over 15 potential 

biomarkers using different biochemical techniques. Ratios of TEM measures and 

biomarkers were compared across temperature (cold vs. warm within species), species 

(Drosophila vs. beetles), and tissues (fish muscle vs. liver). All common biomarkers varied 

with acclimation temperature in at least one species. Between species, common enzymatic 

biomarkers, cardiolipin, and mitochondrial DNA copy numbers failed to align with TEM-

derived ratios, instead displaying opposite trends. Between tissues, citrate synthase and 

complex I activities aligned with TEM directionality, while cardiolipin-derived ratios 

exhibited an opposite trend. While some MDMs aligned with TEM measures, no single 

biomarker aligned consistently with both the directionality and magnitude of TEM-

derived ratios across all conditions, challenging the notion of universal mitochondrial 

density biomarkers in ectothermic species.  

  



43 

Résumé 

Évaluer la densité mitochondriale (MD) est essentiel pour distinguer les variations 

qualitatives des changements quantitatifs liés à la densité. Que l’on utilise des analyses 

stéréologiques ou des biomarqueurs, chaque méthode a ses défis, et les biomarqueurs 

n’ont pas encore prouvé leur universalité. Ce projet explore les limites des marqueurs de 

densité mitochondriale chez les ectothermes selon différentes températures, espèces et 

tissus. Quatre mesures de MD (aire fractionnelle mitochondriale, densité de surface, 

densité de surface des crêtes et abondance mitochondriales), ont été évaluées par 

microscopie électronique à transmission (TEM) chez Drosophila melanogaster (n = 4), 

Leptinotarsa decemlineata (n = 4) et Salvelinus alpinus (n = 8) acclimatés à deux 

températures. Ces données ont été comparées à plus de 15 biomarqueurs potentiels. Des 

ratios des mesures de TEM et des biomarqueurs ont été comparés entre températures (froid 

vs. chaud parmi chaque espèce), espèces (Drosophiles vs. doryphores) et tissus (muscle 

vs. foie des poissons). Chacun des biomarqueurs traditionnels a varié avec la température 

d’acclimatation chez au moins une espèce. Entre espèces, les biomarqueurs enzymatiques 

communs, les cardiolipines et le nombre de copies d’ADN mitochondrial n’ont pas reflété 

les mesures de TEM. Entre tissus, l’activité de la citrate synthase et du complexe I se sont 

alignées avec la directionnalité des mesures de TEM, alors que l’abondance des 

cardiolipines a démontré une tendance inverse. Quoi que certains biomarqueurs soient 

cohérents avec les mesures de TEM, aucun n’a pu refléter simultanément la magnitude et 

la direction des ratios dérivés des mesures de TEM dans toutes les conditions, remettant 

en question la notion des biomarqueurs universels chez les ectothermes.  
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Introduction 

Mitochondria play a central role in organismal bioenergetics. As such, they have been 

studied in several animals confronted with different environmental and cellular conditions 

to understand whether and how they are able to maintain and/or restore metabolic 

homeostasis. To fully grasp the involvement of these organelles in cellular phenotypic 

adjustments, however, it is crucial to distinguish between qualitative and quantitative 

mitochondrial changes. Measuring mitochondrial density in a tissue allows researchers to 

distinguish between functional changes within individual mitochondria, variations in 

overall mitochondrial density, or a combination of both. Thus, to ensure scientific validity, 

experimental data must be accompanied by an appropriate measure of mitochondrial 

density.  

Transmission electron microscopy (TEM) is considered the gold standard for quantifying 

mitochondrial density (99–101, 103, 153); however, its complexity, cost, and lack of 

availability have led researchers to explore alternate approaches, such as using 

mitochondrial density markers (MDMs) as proxies. Specifically, mitochondrial enzyme 

activities, such as those of citrate synthase (CS) and complex IV (CIV), along with 

cardiolipin (CL) abundance and mitochondrial DNA (mtDNA) copy number, have ruled 

in popularity (118, 119, 121, 122, 132, 154, 155) largely due in part to a pivotal 2012 

study evaluating biomarkers in the skeletal muscle of healthy human males (101). 

However, comprehensive studies evaluating the applicability of MDMs in other species 

are lacking. As a result, findings are being extrapolated across species and physiological 

contexts, sometimes even between endotherms and ectotherms, without sufficient 

evidentiary support (81, 90, 92, 132, 155–158).  

Ectothermic species are notably responsive to environmental conditions—a trait 

extending to the mitochondrial level. Alterations in mitochondrial function (35, 63, 90–

97, 159) and density (63, 65–67, 84, 85, 88–91, 159, 160) following acclimation or 

acclimatization have been well documented, particularly in fishes. Cold-induced increases 

in mitochondrial density have been reported at the level of mitochondrial volume, surface 

area, cristae surface area, or abundance. This, however, is not universal across species and 
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tissues, as some do not present the expected typical increase of select mitochondrial 

density parameters following cold exposure (63, 83, 85, 90).  

In contrast to studies in humans or other endothermic animals, the dynamic influence of 

temperature on mitochondrial characteristics from ectothermic animals, combined with 

the variable definitions of mitochondrial density and the potential tissue- and species-

specific responses, add layers of complexity to MDM applicability. Nevertheless, these 

proposed MDMs continue to be employed as reliable proxies of mitochondrial density 

across a multitude of experimental settings (81, 92, 132, 156–158), despite limited 

empirical evidence supporting their validity in ectothermic species. 

In light of this, we sought to investigate whether established and potentially novel MDMs 

truly reflect mitochondrial density in ectothermic animals under variable experimental 

conditions. To explore context-specific limitations in their use, MDMs were evaluated 

across three species and multiple tissues: thoracic muscle of Drosophila (Drosophila 

melanogaster) and Colorado potato beetles (Letpitnotarsa decemlineata) as well as the 

red muscle and liver of Arctic char (Salvelinus alpinus). In addition to inherent 

interspecies- and tissue-specific differences, individuals were acclimated to two 

temperatures (15 and 24 ℃ for insects; 4 and 16 ℃ for fish), reflecting the well-

documented influence of thermal acclimation on mitochondrial quantity and function. 

This study was designed to test the hypothesis that measurements of mitochondrial density 

and of its biomarkers vary differently across acclimation groups, species, and tissues, 

thereby challenging the prevailing assumption that MDMs are universally applicable 

across experimental contexts.   

Methods 

Animal Holding 

Fruit flies 

Fruit flies (Drosophila melanogaster; w1118 from Bloomington Drosophila Stock Center, 

Bloomington, IN, USA) were kept on standard cornmeal medium (5 g·l-1 agar-agar, 6 g·l-

1 table sugar, 27 g·l-1 dried active yeast, and 53 g·l-1 cornmeal, supplemented with methyl-

p-hydrobenzoate dissolved in 95 % EtOH (10 % w/v) and 0.4 % propionic acid) under a 
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12:12 h photoperiod. All flies were raised at 24 ℃. Male flies were selected immediately 

after hatching and transferred into small plastic vials at constant density until reaching 5 

days old. At 5 days, flies were then either kept at 24 ℃ or transferred to 15 ℃ for 15 days, 

corresponding to the acclimation period. Sampling was performed immediately following 

the acclimation period.  

Colorado Potato Beetles 

Wild-caught adult Colorado potato beetles (Leptinotarsa decemlineata) were obtained in 

July 2023 and August 2024 from the Fredericton Research and Development Centre 

nursery (FRDC, Fredericton, NB, Canada). Upon reception, general populations were kept 

at 24 ℃. Insects were then divided into groups of ~ 10 and kept at either 15 or 24 ℃ for 

at least 15 days prior to sampling. Beetles were exposed to a 12:12 h diurnal light cycle 

and were fed daily with potato plant leaves for the duration of the project.  

Arctic char 

Juvenile Arctic char (Salvelinus alpinus) were obtained from Valorēs Inc. (Shippagan, 

NB, Canada) in late February 2024 and transferred into a 250 l freshwater flow-through 

tank held at ~10–12 ℃ supplemented with aeration and exposed to a 14:10 h diurnal light 

cycle. Fish from this general population were fed 3x weekly (1.5 % total tank mass) on a 

standard commercial diet (Nutra RC 80A, Skretting, Bayside, NB, Canada). In May 2024, 

fish were randomly selected from the general population tank and transferred into 9 l 

recirculating tanks (Tri-level Multi-stressor system, Aquabiotech Inc., Coaticook, QC, 

Canada) at a density of n = 12 per tank (body mass average approx. 60 g). Water exchange 

was adjusted at a rate of 25 % per day and luminosity at 15 % intensity (approx. 100 lux 

at the tank surface) with a diurnal cycle of 14:10 h. Water pH, temperature, oxygen 

saturation, and concentrations of ammonium, nitrite, and nitrate were monitored and 

recorded daily. Upon transfer, fish were maintained at 12 ℃ for 2 days before water 

temperature was adjusted at a rate of 0.1 ℃/h in both directions until acclimation setpoints 

(4 and 16 ℃) were reached. Fish were held at their respective acclimation temperatures 

for a minimum of 1 month prior to sampling. Acclimating fish were fed 3x weekly (1.5 % 

total tank mass). Feed was adjusted to fish growth throughout the acclimation period and 

fish were fasted 48 h prior to sampling. Experiments involving fish were approved by the 

Université de Moncton’s Animal Ethics Board Committee (UdeM-24-05).   
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Sampling  

Throughout acclimation, animals remained active, displayed no signs of distress, and 

continued feeding normally, indicating they were in good health. Following collection, 

samples were immediately placed at -80 ℃, except for experiments requiring fresh tissue 

(i.e., microscopies and respirometry assays). 

Insects 

To limit movement during sampling, Drosophila and beetles were anesthetized on ice for 

5 and 3 min, respectively. Due to their smaller sizes, pools of 10 Drosophila thoraces were 

frozen together, representing one biological replicate (n) unless stated otherwise. Thoraces 

from beetles were collected following the removal of the elytra and wings and frozen 

individually. For both insects, mass of thoraces and of total organisms were recorded.  

Fish 

Fish were first euthanized following a two-step euthanasia protocol consisting of chemical 

euthanasia in 50 mg·l-1 benzocaine until loss of equilibrium was reached, followed by 

mechanical pithing of the brain. Mass, lengths (total and fork), and sex were then recorded. 

Skeletal red muscle was collected along the lateral line in a segment spanning from the 

end of the dorsal fin to halfway to the adipose fin. On the right side of the fish, the upper 

muscle segment (dorsal side of the lateral line) was used for respirometry assays and 

confocal microscopy, while the lower portion (ventral side of the lateral line) was used for 

transmission electron microscopy and quantitative polymerase chain reaction (qPCR) 

analyses. A second mirrored red muscle segment was collected from the left side of the 

fish and frozen for all other measurements. The whole liver was also sampled for each 

fish. The posterior end of the liver was used for transmission electron microscopy, 

confocal microscopy, respirometry, and qPCR, and the remainder was used for all other 

experiments. Frozen tissues were pulverized using a chilled mortar and pestle maintained 

on dry ice, then transferred into 2 ml centrifuge tubes for storage at -80 ℃. Pulverized 

samples were used for experiments.  
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Transmission Electron Microscopy (TEM) 

Sample preparation and imaging 

Sample preparation for transmission electron microscopy was conducted as previously 

described (84), with slight modifications. Briefly, freshly collected samples (n = 4 

Drosophila, n = 4 beetles, n = 8 fish muscle and liver, for each acclimation temperature) 

were first fixed in 0.1 M sodium cacodylate buffer (pH 7.4) containing 2.5 % 

glutaraldehyde and 2 % paraformaldehyde for a minimum of 2 h at 4 ℃. Samples were 

then transferred into fresh fixing medium and stored at 4 ℃ before being sent to the 

imaging facility at the Department of Biology at the Università degli Studi di Padova 

(Italy) for the remaining preparation steps and imagery.  Thoraces from potato beetles 

were quartered prior to the second transfer in fresh fixing medium. Samples were 

postfixed in 0.1 M sodium cacodylate buffer containing 1 % osmium tetroxide for 1 h at 

4 ℃ and subsequently washed thrice in water. Samples were then subjected to dehydration 

through a graded ethanol series and embedded in an epoxy resin. Epoxied samples were 

cut into ultrathin sections (60–70 nm) with a Leica Ultracut EM UC7 ultramicrotome, 

counterstained with uranyl acetate and lead citrate, and observed with a Tecnai G2 (FEI) 

transmission electron microscope operating at 100 kV. Images were captured with a 

Veleta (Olympus Soft Imaging System) digital camera at 9,700x for analyses of 

mitochondrial fractional area, surface density and number, and at 46,000x for cristae 

surface density.  

TEM Image Analysis 

Measures of mitochondrial fractional area (FA) (eq.1) and number of mitochondria (MN) 

(eq.2) were obtained as previously described (138). Mitochondrial surface density (Svmt) 

(eq.3) was calculated by summing the perimeters of individual mitochondria and dividing 

by the total tissue area. To measure mitochondrial cristae densities (Svcr,mt) (eq.4), the 

length, through the center, of all cristae within an individual mitochondrion was measured 

and multiplied by 2 to account for the membrane bilayer. The sum of lengths was then 

divided by the respective mitochondrial surface area to obtain final values. Mitochondrial 

surface to volume ratios (Svmt/Vvmt) were calculated by obtaining a mean measure of all 

surface-to-volume ratios from individual mitochondria. Ratios of inner-to-outer 
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mitochondrial membranes (Svcr,mt/Svom,mt) were subsequently calculated by dividing 

Svcr,mt by Svmt/Vvmt. In the case of all image analyses, all mitochondria present within the 

region of interest (ROI) were assumed to be whole. Image analyses were conducted using 

ImageJ2 (v1.54p, Fiji). 

 Mitochondrial fractional area (%): FA =  
Σ(individual mitochondrion area)

total tissue area
 ∙ 100 (1) 

 Mitochondria/μm2: MN =  
total number of mitochondria

total tissue area
   (2) 

 Mitochondrial surface density (µm/µm2): Svmt =  
Σ(mitochondrion perimeter length )

total tissue area
 (3) 

 Mitochondrial cristae density (µm/µm2): Svcr,mt =  
Σ(crista length)*2

total tissue area
 (4) 

For each individual, FA, MN, and Svmt were obtained from the same image. Reported 

values represent the averages of measurements taken from 5 replicate images captured 

from different regions of the sample. Reported Svcr,mt result from the average of a 

minimum of 4, 7, and 5 mitochondria per sample for Drosophila, potato beetles, and fish, 

respectively.  

Confocal Microscopy 

Sample preparation and imaging 

Confocal microscopy preparations were conducted as previously described (161–163), 

with minor modifications. Freshly collected samples were placed in ice-cold BIOPS (10 

mM Ca-EGTA buffer, 0.1 µM free calcium, 20 mM imidazole, 20 mM taurine, 50 mM 

K-MES, 0.5 mM DTT, 6.56 mM MgCl2, 5.77 mM ATP, 15 mM phosphocreatine; pH 7.1 

at 0 ℃) and gently teased apart using ultrafine-tip forceps. Isolated fibre strands were then 

transferred into individual wells of a 96-well plate containing fresh fixing solution (4 % 

paraformaldehyde and 0.2 % Triton-X diluted in Phosphate Buffer Saline-PBS, pH 7.4) 

and kept at room temperature (RT) for a minimum of 1 h. Samples were then washed 

twice in PBS containing 0.2 % Triton-X under gentle agitation and transferred into a 

blocking solution (5 % w/v BSA and 0.2 % Triton-X in PBS, pH 7.4) for an additional 

hour under agitation. Samples were then incubated overnight at 4 ℃ under gentle mixing 

in primary anti-mouse ATP5A (ab14748; 1:1000 dilution in 50/50 washing-blocking 
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solutions). The following day, samples were washed thrice in washing solution at RT prior 

to secondary probing with secondary antibodies for ATP5A and Phalloidin (anti-mouse 

IgG Alexa-Fluor 488 Invitrogen A-10631 and Alexa-Fluor 647 Invitrogen A30107, 

respectively; 1:1000 dilutions) at 4 ℃ under gentle mixing for a minimum of 1.5 h. 

Samples were then washed twice and mounted onto glass slides. Images were captured at 

240x magnification at 11 depths throughout the sample (0.35 µm spacing between 

consecutive z-stacks) using a FV3000 confocal laser scanning microscope (Olympus Life 

Science).   

Confocal Image Analysis  

Confocal microscopy image analyses were conducted using the CellSens Dimension 

Desktop imaging software (v3.2, Olympus Life Science) and ImageJ2 (v1.54f, Fiji). 

Sample boundaries were visualized with Phalloidin stain, and mitochondria were 

identified by ATP5A fluorescence. Images were first deconvoluted using default 

parameters in CellSens. ROIs were set as 225 µm2 per image and analyzed on 11 image 

stacks per sample. FA was obtained for each stack using the Count and Measure tool from 

CellSens, with a minimum object size set to 5 pixels. Reported FA data represent the 

average fraction (%) of mitochondria-occupied area per z-stack (2D scale) over the span 

of selected ROIs. Deconvoluted images were also opened as grayscale 8-bit images in 

ImageJ2 (v1.54p, Fiji) for Vvmt, Svmt, and MN analyses. Individual and total Vvmt, Svmt, 

and MN were determined using 3D commands from the Mitochondria Analyser Plugin 

(111). C-values were adjusted for optimal 3D thresholds for each sample type prior to 

analysis (D. melanogaster - 5; L. decemlineata - 10, S. alpinus muscle - 9 and liver - 7), 

all other settings remained as default. Assuming no additional spacing, the total ROI 

volume was determined to be equal to sample height (0.35 µm x 10) times surface area. 

Densities were then calculated by dividing total volume, surface area, and count by ROI 

volume. The mitochondrial surface-to-volume ratio (Svmt/Vvmt) was calculated using the 

recorded surface area and volume data of each individual mitochondrion. Reported density 

data represent the averages of measurements obtained from a minimum of 4 ROIs 

captured at different regions of the sample.  
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Respirometry 

High-resolution respirometry assays were conducted at 19.5 and 16 ℃ on permeabilized 

tissues of insects and fish, respectively, using Oxygraph-O2K instruments (Oroboros 

Instruments, Innsbruck, Austria). These temperatures were chosen to reflect the median 

temperature of the two acclimation groups for insects and to align with enzymatic activity 

assay temperatures (see the enzymology section below). Respirometry protocols for 

insects and fish followed previous work (28, 53), with slight modifications. All sample 

preparation steps were performed on ice. Samples were first mechanically permeabilized 

in ice-cold BIOPS using ultrafine-tip forceps, then subjected to chemical permeabilization 

in saponin (insects: 15 min at 62.5 µg·ml-1, fish: 30 min at 50 µg·ml-1). Permeabilized 

samples were then rinsed twice in BIOPS under gentle agitation for 5 min, followed by a 

third rinse in either respiration medium for insects (120 mM KCl, 5 mM KH2PO4, 3 mM 

HEPES, 1 mM MgCl2, and 0.2 % w/v BSA, pH 7.2) or MiR05 for fish (0.5 mM EGTA, 

3 mM, MgCl2·6H2O, 60 mM lactobionic acid, 20 mM taurine, 10 mM KH2PO4, 20 mM 

HEPES, 110 mM d-sucrose, 0.1 % w/v BSA, pH 7.1 at 30 ℃) for an additional 5 min. 

Samples were gently blotted dry and weighed prior to being transferred into individual 

Oxygraph 2 ml chambers containing either respiration medium (insects) or MiR05 (fish). 

Oxygen was then added into chambers to reach supersaturation levels around 400 µM O2 

and avoid diffusion limitation inherent to permeabilized tissues (144). Additional 

injections of O2 were performed when needed throughout runs to maintain supersaturation 

conditions in the chambers. Species-specific respirometry protocols are described below.  

Drosophila Respirometry Protocol 

To initiate complex I- (CI) and proline dehydrogenase (ProDH)-related leak-state 

respiration (CI+ProDH-LEAK), pyruvate (5 mM), malate (2 mM) and proline (10 mM) 

were added to the chambers. Oxidative phosphorylation (OXPHOS) was then initiated by 

adding ADP (5 mM, CI+ProDH-OXPHOS). To test for mitochondrial integrity, 

cytochrome c (10 µM) was further added. Samples presenting a greater than 15 % increase 

in respiratory rates following the addition of cyt.c were eliminated from analyses. 

Respiratory states were further increased by the addition of complex II (CII) substrate, 

succinate (10 mM, CI+II+ProDH-OXPHOS). Oxygen consumption was subsequently 
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inhibited by the addition of complex-specific inhibitors rotenone (0.5 µM), malonate (5 

mM) and antimycin a (2.5 µM) to obtain background respiratory rates not associated to 

mitochondrial function. Maximal complex IV (CIV) respiration was lastly obtained by the 

addition of ascorbate (2 mM) and TMPD (0.5 mM), followed by inhibition using sodium 

azide (50 mM) which was used to correct for ascorbate and TMPD autoxidation. One n 

consisted of 3 pooled permeabilized Drosophila thoraces per respirometry chamber. 

Potato Beetle Respirometry Protocol 

Respirometry assays of potato beetles were first initiated by inducing leak-state respiration 

following the addition of pyruvate (5 mM) and malate (2 mM) in the chambers (CI-

LEAK). CI-linked OXPHOS was then induced by the addition of ADP (5 mM, CI-

OXPHOS). Mitochondrial inner membrane integrity was tested as described above with 

cytochrome c (10 µM). CI+ProDH-OXPHOS driven respiration was measured by the 

addition of proline (10 mM) to the chambers, followed by the addition of succinate (10 

mM) for maximal coupled OXPHOS (CI+II+ProDH-OXPHOS). Mitochondrial 

respiration was then inhibited and maximal CIV respiration was obtained as described 

above for Drosophila. 

Fish Respirometry Protocol 

For fish (both tissues), CI-driven leak-state (CI-LEAK) was obtained by first adding 

pyruvate (5 mM), malate (2 mM), and glutamate (10 mM) to the chambers. ADP (5 mM) 

was then added to induce CI-OXPHOS, followed by the addition of cytochrome c (10 

µM). A second addition of ADP (5 mM) was made to ensure saturating concentrations 

prior to adding succinate to the chambers to induce CI+II-OXPHOS. Non mitochondrial 

respiration was obtained following inhibition, and maximal CIV respiration was 

determined as described for insects.  

Enzymology 

Enzyme assays were conducted as previously described (52, 164, 165) using a BioTek 

SynergyH1 multiplate reader at 19.5 and 16 ℃ for insects and fish, respectively. Enzyme 

activities were calculated from data points within a linear range of the recorded 
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absorbance slope, as per (eq.5). Enzyme activities were performed in duplicates or 

triplicates.  

 AE (U/ml) =  
∆A/ min x total volume (μl) x Df

ε x light path (cm) x sample volume (μl)
 (5) 

where ΔA/min is the change in absorbance per minute, Df is the dilution factor used, ɛ is 

the molar extinction coefficient, and the light path corresponding to the height of the final 

volume in the well. 

Sample Preparation 

Frozen samples were first homogenized in PBS (pH 7.4) using a small hand-held 

homogenizer (Pellet Pestle) followed by centrifugation at 800 g for 5 minutes at 4 ℃. 

Samples were kept on ice at all times. Subsequent dilutions of the supernatant were 

prepared in PBS as needed.  

Citrate Synthase (EC 4.1.3.7) 

CS activity was measured at 412 nm in 100 mM Imidazole HCl (pH 8.0) buffer containing 

0.1 mM 5,5-dithio-bis-(2-nitrobenzoic acid) (DTNB), 0.113 mM Acetyl CoA, and 0.135 

mM oxaloacetate following a 30 s shake period. Reaction was initiated by the addition of 

oxaloacetate (omitted from the control). Extinction coefficient of DTNB:  = 13.6 ml·cm-

1·µmol-1 

Complex I - NADH Dehydrogenase (1.6.5.3) 

NADH dehydrogenase (CI) activity was measured at 600 nm in potassium phosphate 

buffer (61 mM K2HPO4, 3.90 mM KH2PO4, pH 7.5) containing 0.5 mM EDTA, 0.3 % 

w/v BSA, 1 mM MgCl2, 2 mM KCN, 0.195 mM Antimycin A, 0.074 mM 2,6-

Dichlorolindophenol (DCPIP), 0.065 mM Coenzyme Q1. Samples were left to incubate 

in reaction medium for 5 min prior to adding NADH. The reaction was initiated by the 

addition of NADH. For the control, 0.01 mM rotenone was added to the well for 5 min 

prior to adding NADH. Extinction coefficient of DCPIP:  = 19.1 ml·cm-1·µmol-1 

Complex IV - Cytochrome c Oxidase (EC 1.9.3.1) 

Cytochrome c oxidase (CIV) activity was measured at 550 nm in potassium phosphate 

buffer (61.0 mM K2HPO4, 3.90 mM KH2PO4, pH 8.0) containing 0.1 mM cytochrome c 

reduced with dithionite. Excess dithionite was removed from the reaction medium by 
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bubbling the solution prior to measuring enzyme activity. A control, consisting of 0.1 mM 

cytochrome c and 1.52 mM potassium ferricyanide made in potassium phosphate buffer, 

was ran in parallel during absorbance readings. Extinction coefficient of cytochrome c:  

= 19.1 ml·cm-1·µmol-1 

Hydroxy Acyl CoA Dehydrogenase (EC 1.1.1.35) 

Hydroxy Acyl CoA Dehydrogenase (HOAD) activity was measured at 340 nm in 100 mM 

triethanolamine-HCl buffer (pH 7.0) containing 5 mM EDTA, 1 mM KCN, 0.115 mM 

NADH, and 0.05 mM acetoacetyl CoA. Reaction was initiated by the addition of 

acetoacetyl CoA (omitted for the control). Extinction coefficient of NADH:  = 6.22 

ml·cm-1·µmol-1 

Carnitine Palmitoyl Transferase 1 (EC 2.3.1.21) 

Carnitine palmitoyl transferase 1 (CPT1) activity was measured at 412 nm in Tris-HCl 

buffer (75 mM Trisma base, 5 mM EDTA, pH 7.0) containing 0.25 mM DTNB, 0.035 

mM palmitoyl-CoA, and 2 mM L-carnitine, following a 30 s shake period. Reaction was 

initiated by the presence of carnitine (omitted from the control). Extinction coefficient of 

DTNB:  = 13.6 ml·cm-1·µmol-1 

Mitochondrial Glycerol 3-Phosphate Dehydrogenase (EC 1.1.1.8) 

Mitochondrial glycerol 3-phosphate dehydrogenase (G3PDH) activity was measured at 

600 nm in Tris-HCl buffer (50 mM Trisma base, 0.1 % Triton-X, 1 mM MgCl2, 0.1 % 

w/v BSA, pH 7.8) containing 0.046 mM DCPIP and 0.15 mM glycerol 3-phosphate (G3P; 

omitted from the control). Reaction was initiated by the addition of G3P. Extinction 

coefficient of DCPIP:  = 19.1 ml·cm-1·µmol-1 

Quantification of Cardiolipin Abundance  

Cardiolipin (CL) content was measured fluorometrically in duplicates using the Abcam 

Cardiolipin Assay Kit (ab241036) and a BioTek SynergyH1 multiplate reader. Briefly, 

samples were homogenised in CL Assay Buffer using a small hand-held homogeniser 

(Pellet pestle) and frozen at -80 ℃. Freeze-thawed samples were then centrifuged at 

10,000 g at 4 ℃ for 4 min and the supernatant collected. Reaction wells containing the 

homogenates (3 and 2.5 µg protein for insects and fish, respectively) and 2 µl of 
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cardiolipin probe (omitted for controls) were read along with standards at EX/EM 340/480 

nm following a 30 s shake and 10 min waiting period. CL abundances (nmol) from sample 

wells were calculated from fluorescence readings and standard curves. Final reported 

values represent total sample cardiolipin concentration (nmol·ml-1). 

Mitochondrial DNA Copy Number 

Relative mtDNA copy number was determined by qPCR using specific primers for 

nuclear (polymerase subunit Polr2A and ribosomal subunits RPL4 and rps9) and 

mitochondrial (Cytochrome c oxidase subunit 1 - COI) sequences (Tables S2.1 and S2.2). 

Total DNA was first extracted from samples using the DNeasy Blood & Tissue Kit 

(Qiagen, Hilden, Germany) and quantified spectrophotometrically in duplicates using an 

Agilent BioTek Take3 Microvolume Plate and BioTek SynergyH1 multiplate reader. 

Further DNA dilutions were performed using nuclease-free water (NFW). qPCR reactions 

were performed in triplicates using the CFX Connect Real-Time System (BIO-RAD). 

Reaction wells consisted of 5 µl SensiFAST SYBR No-ROX Mix (Meridian Bioscience 

Inc.), 0.18 µM of both forward and reverse primers (Table S1), and diluted DNA samples. 

The thermal cycling protocol was as follows: initial 3 min denaturation at 95 ℃; 35 cycles 

of alternating 3 s denaturation at 95 ℃ and 30 s annealing period (see Table S2.1 for 

annealing temperatures (Ta)), and final extension of 10 s at 95 ℃. Melting curves (5 s 

intervals at 65 to 95 ℃, with 0.5 ℃ increase bounds) were obtained following each qPCR 

run to ensure primer specificity and absence of sample contaminations. When needed, 

such as for insect data, experimental Cq values were adjusted, using optimization curves, 

to match DNA concentrations between mitochondrial and nuclear targets, and 

mitochondrial DNA copy numbers were calculated per (eq.6).  

  Relative mtDNA copy number = 2 x 2(Cqncl-Cqmt)  (6) 

Protein abundance by Western blots 

Western blots were performed to detect and quantify the relative abundances of 

mitochondrial proteins VDAC (outer mitochondrial membrane), ATP5A (inner 

mitochondrial membrane), and SOD2 (matrix). Frozen tissues were first homogenised in 
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buffer (50 mM Trisma base, 0.1 mM EDTA, pH 8.0) containing 10 mM protease inhibitor 

phenylmethylsulfonyl fluoride (PMSF), and, for insect samples, centrifuged at 13,000 rpm 

for 15 min at 4 ℃ to remove debris. Total sample protein concentrations were determined 

via bicinchoninic acid assay and samples were subsequently diluted to equal 

concentrations using homogenization buffer. Samples were then added in 1:1 ratio to 

Laemmli buffer containing 10 % v/v mercaptoethanol and heated to 95 ℃ for 5 min prior 

to being transferred into storage at -80 ℃ until further steps. Western blots were run using 

pre-casted 15-well protein gels (mini-PROTEAN TGX Stain-Free Gels 4–15 % 

polyacrylamide, BIO-RAD). Wells were loaded with either 3 or 5 µg protein from re-

heated samples and run at 120 V for 1 h in 1x running buffer (25 mM Trisma base, 192 

mM glycine, 0.035 mM SDS). Protein transfer onto activated PVDF membranes was 

accomplished by 2 subsequent 3 min runs using the Trans-Blot Turbo Transfer System 

adjusted to the turbo Mini TGX setting (BIO-RAD). Stain-free blot images were captured 

to confirm protein transfer. Membranes were then blocked in TTBS (19.8 mM Trisma 

base, 150.6 mM NaCl, 1 % Tween 20) containing 5 % w/v dried milk powder and left 

under gentle mixing at RT for a minimum of 1 h. Membranes were then cut and individual 

segments incubated overnight at 4 ℃ under gentle mixing in their respective protein-

specific primary antibody (anti-mouse VDAC1/Porin + VDAC3 abcam ab14734, anti-

mouse ATP5A abcam ab14748, or anti-rabbit SOD2 Cell Signaling Technology D3X8F; 

1:1000 dilutions). The following day, membranes were washed 4 consecutive times in 

TTBS and incubated in peroxidase-conjugated secondary antibodies (anti-mouse IgG or 

anti-rabbit IgG, Jackson ImmunoResearch Laboratories Inc., 1:5000 dilutions) at RT for 

approx. 1.5 h. Membranes were washed an additional 4 times, then exposed to a 50/50 

mixture of luminol and peroxide solutions for 2 min and imaged using the ChemiDoc MP 

(BIO-RAD). Data were normalized on total protein abundance using the stain-free images.  

Quantification of Cytochrome Abundances 

The cytochromes were quantified as previously described (124, 141, 142), with minor 

modifications to allow for the analysis of tissue homogenates rather than isolated 

mitochondria. Frozen samples were homogenised in 0.1 M sodium phosphate buffer 

containing 2 % Triton-X (pH 7.0). Insect samples were centrifuged at 800 g for 5 minutes 
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at 4 ℃. Differential spectra of reduced vs oxidised samples were obtained using whole 

homogenates from wavelengths spanning 500–600 nm and from which were calculated 

the respective cytochrome abundances presented in micromolar units and absolute values 

(eq.7–10). 

 [Cyt. a] = 2.4(∆𝐴554−540) − 0.4(∆𝐴563−577) + 76.1(∆𝐴605−630) (7) 

 [Cyt. b] =  3.8(∆𝐴550−535) − 4.2(∆𝐴554−540) + 44.7(∆𝐴563−577) + 1.4(∆𝐴605−630) (8) 

 [Cyt. c1] =  −16.6(∆𝐴550−535) + 51.1(∆𝐴554−540) − 12.7(∆𝐴563−577) − 3.5(∆𝐴605−630) (9) 

 [Cyt. c] = 49(∆𝐴550−535) − 27.9(∆𝐴554−540) + 15.8(∆𝐴563−577) (10) 

Due to the known interferences between sodium ferricyanide, a commonly used oxidising 

agent for cytochrome quantifications in isolated mitochondria, and myoglobin (124), 

cytochromes were assumed to be fully oxidised in homogenate preparations. Reduced 

samples were obtained by adding 15 mM ascorbic acid and 2 mM potassium cyanide to 

sample wells instead of the usual sodium hydrosulfite that was shown to distort the 

absorbance curves in the presence of hemoglobin (124). 

Data normalisation 

All biomarker data were normalised to tissue mass (i.e. data presented per mg tissue). In 

instances where protein concentrations were required, these were determined by the 

bicinchoninic acid assay (166).  

Statistical Analysis 

Statistical analyses were conducted using RStudio (RStudio Team, 2024.12.1; R Core 

Team, 2022, version 4.2.2) using packages “stats” and “outliers” (167, 168). For 

comparisons between acclimation groups for Drosophila, beetles, and fish samples, data 

were tested for equal variance using by Fisher’s F test. Subsequently, unpaired t-tests were 

used to compare acclimation groups. Dixon’s Q-Test was employed to confirm the 

legitimacy of potential outliers. Initial identification for outliers was conducted visually 

using boxplots. Data points were considered for formal outlier testing only if they were 

distinctly separated from all other, relatively evenly distributed values. In cases where 

data exhibited high variance with values relatively evenly distributed, outlier tests were 
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not performed. For cytochromes and respiration assays, a detected outlier in any one of 

the measurements resulted in the exclusion of the individual from the analysis. Pearson’s 

correlation coefficients were calculated to assess potential relationships between 

stereological measures of mitochondrial density and biomarkers. To further compare the 

different parameters between cold-acclimation (CA) and warm-acclimation (WA) for 

each species and tissue, as well as between species (for insects, Drosophila vs. beetles, 

D:B) and between tissues (for fish, muscle vs. liver, M:L) within acclimation regimes, 

ratios were calculated and compared for temperature, species, and tissue effects using t-

tests (see below for details).  

Results 

Since direct comparisons of biomarkers to mitochondrial density measurements could not 

be performed in insects due to limited tissue availability, the magnitude and directionality 

of ratios were instead compared between temperatures (CA vs. WA within species), 

species (D:B), and tissues (fish M:L), in addition to direct correlative analyses conducted 

for fish samples. Summarized results can be found in Table 2.1. Unless otherwise 

specified, insect and fish biomarkers correspond to n = 6–8 and n = 8–10, respectively. 

All data were normalized to tissue mass.  

General morphological characteristics 

Differences in terms of acclimation temperature (15 and 24 ℃) were assessed in 

Drosophila and beetles, respectively for body and thoracic masses (Fig. S2.1). Drosophila 

raised at 24 ℃ and beetles raised at 15 ℃ were significantly larger than their respective 

opposing temperature group (p = 0.001 and p = 0.020, respectively). In both cases, these 

differences were no longer evident when comparing thorax masses either independently, 

or as a function of total body mass. No differences in fish mass (p = 0.241) or fork length 

(p = 0.153) were detected (Fig. S2.1, Table S2.3). The hepatosomatic index of cold-

acclimated fish was ~30 % larger (p = 0.004, Table S2.3) than warm-acclimated fish.  



59 

Insects-focussed results: Temperature and Species Comparisons 

Mitochondrial density measurements 

Mitochondrial density, evaluated as FA, Vvmt, Svmt, Svcr,mt, and MN, did not change with 

acclimation temperature in either insect species, as assessed by both confocal and TEM 

(Fig. 2.1 and 2.2, Tables S2.4 and S2.5). Except for MN, Drosophila had higher 

mitochondrial densities than potato beetles when evaluated at both acclimation 

temperatures (Fig. 2.1 and 2.2). From TEM analyses, the largest difference in 

mitochondrial density was observed on FA with Drosophila showing values nearly 8.5 

times higher than those of beetles (ratio D:B of 8.26 and 6.37 for CA and WA, 

respectively; Table 2.1). This observation is further supported by the presence of less 

voluminous mitochondria in beetle samples, as indicated by a higher Svmt/Vvmt (ratio D:B 

of 0.56 and 0.53 for CA and WA, respectively; Table 2.1) and a lower Svcr,mt/Svom,mt
 (ratio 

D:B of 2.68 and 2.53 for CA and WA, respectively; Table 2.1). Confocal microscopy-

derived densities followed TEM analyses, though to a lesser extent, potentially due to the 

lower resolution of confocal imaging (Fig. 2.2 and Table 2.1). 

Mitochondrial respirometry assays 

Mass-corrected muscle respirometry assays showed unchanged oxygen consumption rates 

across acclimation temperatures both in Drosophila and potato beetles, with the exception 

of leak-state respiration rates (Fig. S2.2). Specifically, significantly higher CI+ProDH-

LEAK (p = 0.014) and CI-LEAK (p = 0.001) were displayed in cold-acclimated (15 ℃) 

Drosophila and beetles, respectively, when compared with the 24 ℃ acclimated group 

(Fig. S2.2). Proline-driven respiration CI+II+ProDH-OXPHOS was significantly higher 

in the thorax muscle of the potato beetle, with nearly two times higher respiratory 

capacities (D:B ratio of 0.66 with p = 0.033 and 0.57 with p = 0.005 for CA and WA, 

respectively; Table 2.1). Maximal complex IV respiration, however, increased to a much 

greater magnitude in fly samples, reaching similar or slightly lower maximal rates than 

beetles under cold (D:B ratio = 1.08, n.s.; Table 2.1) and warmer acclimation conditions 

(D:B ratio = 0.75, p = 0.043; Table 1), respectively. 
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Enzymatic activities 

Drosophila displayed a trend for increased CS activity (p = 0.066, n.s.) and a significantly 

higher CIV activity (p < 0.001) following cold acclimation, while CI activity showed the 

opposite trend, being significantly higher in warm acclimated flies (p = 0.034). The 

corresponding activity ratios between acclimation temperatures for these enzymes were 

1.76, 1.95 and 0.53, respectively (Table 2.1). HOAD and G3PDH activities remained 

unaffected by acclimation temperatures (Table 2.1) while CPT1 activity could not be 

detected. In potato beetles, enzyme activities were largely unaffected by acclimation 

temperature (~1.0 ratios), except for G3PDH, which increased nearly threefold in cold-

acclimated individuals (p < 0.001; ratio = 2.69; Table 2.1). Apart from G3PDH activity, 

which was respectively approximately three- and seven-fold greater in activity in cold- 

(D:B ratio = 2.83, p = 0.005; Table 2.1) and warm-acclimated flies (D:B ratio = 7.22, p = 

0.002; Table 2.1), all recorded enzyme activities were higher in beetles, regardless of 

acclimation temperature (see D:B ratios < 1 for both acclimation temperatures; Table 2.1).  

Cardiolipin abundance 

CL abundance remained consistent across acclimation temperatures in both Drosophila 

and potato beetles (ratios ~ 1.0; Table 2.1), and similar concentrations were observed 

between species under both conditions (ratio = 1.34, n.s. and ratio = 1.44, n.s. at CA and 

WA, respectively; Table 2.1).  

Relative mtDNA copy number 

mtDNA copy number varied between acclimation temperatures exclusively in the potato 

beetle, which showed reduced copy numbers following cold acclimation (ratio = 0.37, p 

= 0.017; Table 2.1). Consequently, ratios of mtDNA copy numbers between insects 

differed greatly across acclimation temperatures, with Drosophila exhibiting a strong 

trend toward higher copy numbers under warmer conditions (D:B ratio = 1.38, p = 0.062, 

n.s.; Table 2.1) and over 3.5 times the beetles’ copy numbers under cold acclimation (D:B 

ratio = 3.61, p < 0.001; Table 2.1).  

Relative mitochondrial protein abundances 

Both Drosophila and potato beetles demonstrated a higher relative abundance of ATP5A 

in cold-acclimated individuals (ratio of 2.73 with p = 0.035 and ratio of 2.36 with p = 
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0.028, respectively; Table 2.1) while VDAC remained unchanged in both species. 

Similarly, ATP5A and VDAC abundances remained unchanged by acclimation conditions 

in both insects (Table 2.1).  

Cytochrome abundances 

Cytochrome abundances in Drosophila remained unchanged across acclimation groups, 

apart from cytochrome b, which showed a trend for reduced abundance under cold 

acclimation (ratio = 0.44; Table 2.1), though not significantly (p = 0.067, n.s.). Similarly, 

cytochrome abundances from beetles did not vary significantly across temperatures, 

despite some ratios dropping as low as 0.46 (cytochrome b; Table 2.1). Between species, 

Drosophila consistently displayed around twice the abundance of cytochromes a and c 

compared to beetles, under both cold (D:B ratio = 1.97 with p = 0.074, n.s. and D:B ratio 

= 2.63 with p < 0.001, respectively, Table 2.1) and warm acclimation conditions (D:B 

ratio = 2.99 with p < 0.001 and D:B ratio = 2.31 with p = 0.025, respectively, Table 2.1).   

Fish-focussed results: Temperature and Tissue Comparisons 

Mitochondrial density measurements 

The mitochondrial density of fish muscle and liver samples was unaffected by 

acclimation temperature, as evaluated by TEM and confocal microscopy for FA, Svmt, 

Svcr,mt, and MN (Fig. 1 and 2, Tables S4 and S5). With the exception of MN, which was 

comparable between tissues, mitochondrial density was consistently higher in skeletal 

muscle than liver when evaluated by TEM for FA (p = 0.005 at CA and p = 0.004 at WA), 

Svmt (p = 0.020 at CA and p = 0.041 at WA), and Svcr,mt (p < 0.001 at both acclimation 

temperatures) (see M:L ratios > 1.0 for both acclimation temperatures; Table 1). Confocal 

microscopy, on the other hand, showed opposite trends, with liver samples displaying a 

higher FA (p = 0.029 at CA and p < 0.001 at WA), Vvmt (p < 0.001 at both acclimation 

temperatures), and Svmt (p < 0.001 at both acclimation temperatures) (see M:L ratios < 1.0 

for both acclimation temperatures; Table 1). Cristae densities showed the greatest 

difference between tissues, with red muscle displaying nearly three times the Svcr,mt of 

liver samples in both cold- (M:L ratio = 2.75, p < 0.001) and warm-acclimated (M:L ratio 

= 3.18, p < 0.001) individuals (Table 1). While cold-acclimated liver mitochondria 

exhibited a slightly higher Svcr,mt/Svom,mt compared to their warm-acclimated counterparts 
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(ratio = 1.29, p = 0.032), the Svcr,mt/Svom,mt of red muscle mitochondria remained higher 

than that of the liver under both acclimation conditions (M:L ratios of 2.86 and 3.29, 

respectively, both p-values < 0.001; Table 1). Acclimation did not appear to influence 

overall mitochondrial volume, as Svmt/Vvmt values were consistent across acclimation 

temperatures and tissues (M:L ratios ~ 1.0; Table 1). Taken together, these results suggest 

that skeletal muscle mitochondria exhibit a greater density of cristae relative to their size.  

Mitochondrial respirometry assays 

Changes in mitochondrial oxygen consumption due to acclimation were only seen 

in the liver, where CI-LEAK (p < 0.001), CI-OXPHOS (p < 0.001) and CI+II-OXPHOS 

(p = 0.003) were significantly higher in cold-acclimated individuals (Fig. S2), while CIV 

respiration remained unaffected. Consistent with mitochondrial density measures, the 

ratios of respiratory rates between tissues were significantly greater in favor of muscle 

mitochondria, showing approximately a three-fold difference (M:L ratios of 2.58 and 3.23 

for CA and WA fish, respectively, for OXPHOS in Table 1 corresponding to CI+CII-

OXPHOS; and ratios of 3.69 and 2.85, respectively, for CIV respiration; Table 1).  

Enzymatic activities 

Apart from the enzymatic activities of CIV and CPT1, which showed no detectable 

temperature- or tissue-specific differences, other enzymes displayed mixed responses to 

acclimation temperature between tissues. In muscle, cold acclimation led to 25 % 

increased activities of CS (ratio = 1.27, p = 0.011), CI (ratio = 1.26, p = 0.034), and HOAD 

(ratio = 1.26, p = 0.014; Table 1). Liver enzymes remained unaffected by acclimation 

except for CI activity, which increased in cold-acclimated individuals (ratio = 1.25, p = 

0.004; Table 1). In both cold and warm conditions, muscle had higher activities than liver 

for CS (M:L ratio = 8.48 and 7.43, respectively, both p-values < 0.001), CI (M:L ratio = 

1.51 with p < 0.001 and 1.50 with p = 0.002, respectively), and especially HOAD which 

showed the largest difference (M:L ratio = 19.74 and 16.75, respectively, both p-values < 

0.001; Table 1). 

Cardiolipin abundance 

Cold-acclimated fish showed increased total CL abundance in liver samples (ratio 

= 1.18, p = 0.035; Table 1), whereas muscle showed no acclimation effect. Cardiolipin 
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concentration was approximately five times higher in liver than in muscle samples 

(regardless of acclimation temperature: M:L ratios = 0.19 and 0.21 for CA and WA, 

respectively, both p-values < 0.001; Table 1).  

Relative mtDNA copy number 

The relative mtDNA copy number in muscle was similar across acclimation 

temperatures (ratio = 0.87, n.s.; Table 1) and closely matched levels in the liver of warm-

acclimated fish (M:L ratio = 0.90, n.s.; Table 1). However, under cold acclimation, a 

significant three-fold difference emerged between muscle and liver (M:L ratio = 0.33, p < 

0.001; Table 1), driven by a pronounced increase in the liver following cold acclimation 

(ratio = 2.33, p < 0.001; Table 1).  

Relative mitochondrial protein abundances 

Relative abundances of the mitochondrial proteins SOD2, ATP5A, and VDAC 

remained unchanged across temperatures in both muscle and liver (Table 1). No 

significant differences between tissues were observed for any of the proteins under either 

acclimation condition. 

Cytochrome abundances 

In muscle, cytochrome abundances were largely unaffected by acclimation 

temperature, except for cytochrome c1, which was modestly elevated under cold 

conditions (ratio = 1.43, p = 0.035; Table 1). In contrast, liver samples showed consistently 

higher cytochrome levels following cold acclimation, with increases of approximately 

1.3–1.5-fold compared to warm-acclimated individuals (cytochromes a: 1.47, p = 0.004; 

b: 1.35, p = 0.003; c: 1.37, p = 0.010; and c1: 1.31, p = 0.008; Table 1). Regardless of 

temperature, liver displayed over 10-fold greater cytochrome abundance than muscle 

(M:L ratios = 0.06–0.11; all p < 0.001; Table 1). 

Correlative analyses  

Correlations between parameters were first assessed across all samples, regardless 

of acclimation temperature (Fig. 3a, d for muscle and liver, respectively), and then 

separately for cold- and warm-acclimated groups (Fig. 3b–c for muscle; Fig. 3e–f for 

liver). While CI activity emerged as a key indicator in both muscle and liver, its 

relationship with mitochondrial density was context-dependent—negative in muscle but 
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positive in liver under cold acclimation (Fig. 3a and d, respectively). Further, 

mitochondrial measures, whether from TEM, confocal microscopy, or MDMs, did not 

consistently predict respiratory capacity. Overall, noted correlations were inconsistent and 

highly influenced by acclimation temperature, tissue type, and the methodological 

approach used. Instead, the strongest correlations occurred within parameters derived 

from the same technique, highlighting methodological coherence more than biological 

linkage. These findings question the general applicability of common mitochondrial 

density markers as proxies for mitochondrial functional capacity across tissues and 

environmental conditions. 

 

By integrating systematic evaluations of biomarkers, correlative analyses, and insights 

into mitochondrial function and structure, we establish a robust framework for identifying 

reliable trends across species and tissues. Challenges in assessing the efficiency of MDMs 

were first addressed using a bottom-up approach by evaluating biomarker effectiveness 

across key experimental variables: temperature, species, and tissue (Fig. 2.4). With 

acclimation as the common variable across species, it served as the first checkpoint to 

verify marker efficiency (Temperature-Comparison panels in Fig. 2.4). Subsequently, 

using species and tissues as secondary experimental variables, MDMs were assessed at 

each respective combination (Temperature- Species- and Tissue-Comparisons panels in 

Fig. 2.4).  

Discussion and Conclusion 

MDMs are commonly used as proxies for mitochondrial content and function, 

despite limited validation, especially in ectothermic species. This study aimed to assess 

the reliability of commonly used and emerging MDMs across multiple tissues, species, 

and thermal acclimation regimes. 

Despite the prevailing belief that colder environments lead to increased 

mitochondrial density, our stereological analyses reveal no temperature-driven changes 

across three distinct ectothermic species and tissues. Notably, this lack of variation was 

consistent across all measured mitochondrial parameters—including Vvmt, Svmt, Svcr,mt, 
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and MN—demonstrating a systematic lack of mitochondrial remodelling in our three 

species. These findings challenge the assumption that increased mitochondrial density 

universally accompanies colder conditions, highlighting the need to critically evaluate 

how experimental context influences biological outcomes. Additionally, given the 

widespread reliance on MDMs as proxies, this underscores the importance of validating 

their applicability across diverse conditions rather than assuming inherent consistency. 

Extending this scrutiny of MDMs, experimental biomarkers were expected to 

reflect similar trends as mitochondrial density parameters. However, despite 

mitochondrial density remaining unchanged across acclimation groups in this study—

contrary to widespread evidence suggesting otherwise (63, 65–67, 84, 85, 88–91)—our 

results reveal substantial inconsistencies among commonly used MDMs and stereological 

measures across species and tissues. Biomarkers displayed mixed responses to 

acclimation regimes, with no uniformity in trends across experimental variables. In 

Drosophila, cold acclimation led to increased CIV and CS activities and ATP5A 

abundance, suggesting greater mitochondrial density. CI activity, however, increased in 

warm-acclimated flies, while other markers like CL, mtDNA, and cytochromes showed 

no clear response, suggesting a lack of coordinated mitochondrial remodeling. In beetles, 

the only biomarkers showing clear responses to temperature were ATP5A and mtDNA, 

yielding conflicting predictions. In fish, muscle biomarkers remained largely unchanged, 

except for elevated CS, CI, and HOAD activities in cold-acclimated fish. In contrast, liver 

showed increased CI activity, CL, mtDNA, and cytochromes following cold acclimation. 

These divergent patterns reflect the complexity of mitochondrial response and highlight 

the limitations of generalizing MDM performance across taxa, especially in ectothermic 

animals.  

To our knowledge, no previous studies have directly investigated potential 

predictive relationships between mitochondrial density and its “biomarkers” in ectotherms 

subjected to acclimation or acclimatization regimes. Despite this, MDMs continue to be 

widely assumed as reliable indicators across diverse experimental conditions (81, 92, 93, 

96, 113, 123, 125, 132, 156–158, 165)—amongst them, CS and CIV activities. Yet, 

despite their widespread use, conflicting associations between enzymatic biomarkers and 

stereological measures have been reported, raising concerns about their reliability. In 
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killifish (Fundulus heteroclitus), CS activity followed shifts in Vvmt and Svcr,mt, though 

these changes did not occur in concert (63). In rainbow trout (Oncorhynchus mykiss), CS 

aligned with Vvmt while CIV followed Svcr,mt, showing inconsistency in enzymatic activity 

relationships (91). Contrarily, in threespine stickleback (Gasterosteus aculeatus), CS and 

CIV both correlated with Vvmt and Svmt in muscle but showed discordance in the liver 

(90). Colorado potato beetles also previously exhibited non-proportional changes in CS 

activity relative to MN (151). Our results further reinforce these discrepancies, revealing 

clear inconsistencies in the directionality of change of traditional MDMs across 

acclimation temperatures. Such variability therefore highlights the need for caution when 

interpreting MDMs across ectothermic animals.  

While our results clearly demonstrate discordances between MDMs and 

mitochondrial density, the mixed responses across experimental conditions, combined 

with the numerous parameters for mitochondrial density, make direct comparisons 

inherently challenging and complex. To assess the context dependency of MDMs, we 

employed a structured comparative framework (Fig. 2.4), using temperature, species, and 

tissue as experimental variables. Though a universal biomarker should correspond to 

mitochondrial density across all experimental conditions, arguably, cautionary 

recommendations for case-specific MDMs can be made, if in this case, at minimum, 

MDMs align with mitochondrial density at both their respective variables.  

Using this approach, biomarkers largely proved to be unreliable indicators of 

mitochondrial density across experimental conditions, showing alignment with 

mitochondrial density parameters only under specific conditions—either at a single 

acclimation temperature or for one of two species or tissues examined (Fig. 2.4). For 

instance, mtDNA copy numbers followed trends in MN between insect species (Fig. 2.4a), 

however at warm acclimation, this alignment was predominantly driven by a pronounced 

increase in mtDNA copy numbers observed in warm-acclimated beetles—a result that 

deviated from MN trends (Table 1). Even when a biomarker appears to align with 

mitochondrial density across conditions, it may not be a reliable proxy, as the alignment 

can result from confounding factors rather than a true biological relationship. This is 

evident in our findings, where Svmt/Vvmt, typically associated with oxidative potential 

(45), showed an unexpected relationship with enzymatic activity and mitochondrial 
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respiration. Despite exhibiting larger mitochondria, Drosophila did not display higher 

oxidative capacity, suggesting that species-level differences in substrate preferences (53) 

likely explain this alignment, rather than a direct functional relationship. Emerging 

biomarkers from tissue analyses of fish, on the other hand, differed from those observed 

between species. Between tissues, identified associations showed no consistent 

significance with correlation analyses, calling into question their validity, similar to 

findings in insect models. 

Mitochondrial density markers are also occasionally used as indicators of 

mitochondrial performance (101, 169). Similar to their lack of consistency in density 

comparisons, biomarkers evaluated in this study showed no clear alignment with 

mitochondrial respiratory performances across species or tissues (Fig. 2.4c and d). While 

CS activity exhibited a positive relationship with maximal CIV respiration (Fig. 2.4d), it 

also showed an increased activity in the thorax and red muscle of cold-acclimated flies 

and fish, respectively (Table 1). Whether these increases in activity explain the observed 

relationship remains unclear, and the lack of correlation in fish further questions their 

validity as performance indicators.  

The observed variability across investigated biomarkers, mitochondrial 

performances, and morphological parameters from this study underline mitochondrial 

individuality across thermal regimes, species and tissues—a concept well documented in 

published works (63, 65–67, 83–85, 88, 89, 91, 160). Such adjustments are even described 

between ecotypes (35, 63, 94). Overall, variability between studies highlights the 

specialized responses mitochondria have to the specific conditions in which they are found 

and according to the demands placed upon them. Nevertheless, mitochondria continue to 

be widely recognized as the ‘powerhouses of the cell’, and biomarkers consequently 

typically represent key components of bioenergetic pathways. Originally, mitochondrial 

density markers were suggested as an alternative means of evaluating trends in 

mitochondrial density (and/or functions). For these markers to be reliable, they must not 

only be cost-effective and technically accessible, but also consistently reflect the 

parameter of interest with minimal variability. While our findings challenge the widely 

accepted relationship between temperature and mitochondrial density, it is important to 

note that our measurements fall within the range of previously reported values, reinforcing 
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the robustness of our methodological approach and supporting the accuracy of our 

observations. Our findings highlight critical inconsistencies in the applicability of both 

common and emerging mitochondrial density markers, likely due to variation in 

mitochondrial function across systems. In light of these findings, we propose a more 

individualized species- or tissue-specific approach to biomarker selection, recognizing 

that mitochondrial function varies across biological systems. With this nuanced 

perspective, the assumption that all mitochondria behave uniformly across species and 

conditions undermines the validity of MDMs and calls for a re-evaluation of how 

mitochondrial density is assessed in diverse biological settings. 
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Figures and Tables 

Table 2.1. Summary table of ratio-derived comparisons between mitochondrial 

density markers and functional (respirometry assays) or structural (confocal 

microscopy and TEM) mitochondrial properties in the common fruit fly (D. 

melanogaster), Colorado potato beetle (L. decemlineata) and Arctic char (S. alpinus). 

 
Significant difference at p<0.05 (*), p<0.01 (**), and p<0.001 (***) denoted with asterisks. Numbers 

displayed in red indicate largest difference between comparison group for TEM measurement. Fish were 

acclimated to 4 (CA) and 16 ℃ (WA). Insects were acclimated to 15 (CA) and 24 ℃ (WA). CA cold 

acclimated, WA warm acclimated, D Drosophila, B beetles, M red muscle, L liver, TEM transmission 

electron microscopy, FA fractional area, Vvmt mitochondrial volume density, Svmt mitochondrial surface 

density, Svcr,mt mitochondrial cristae surface density, MN mitochondrial number, Svmt/Vvmt mitochondrial 

surface-to-volume ratio, Svcr,mt/Svom,mt mitochondrial inner-to-outer membrane ratio, OXPHOS maximal 

coupled oxidative phosphorylation (representative of CI+II+ProDH-OXPHOS for insects and CI+II-

OXPHOS for fish), CIV respiration maximal complex-IV respiration rate, CS citrate synthase, CI complex 

I, CIV complex IV, HOAD hydroxyacyl-CoA dehydrogenase, CPT1 carnitine palmitoyl transferase I, 

G3PDH mitochondrial glycerol-3-phosphate dehydrogenase, CL cardiolipin, mtDNA mitochondrial DNA 

copy number, SOD2 mitochondrial superoxide dismutase, ATP5A ATP synthase F1 subunit alpha, VDAC 

voltage-dependant anion channel, ND not detected. 

 

  
Temperature comparison Species comparison Tissue comparison 

Biomarker Evaluation method 
D. melanogaster 

Thorax muscle 

L. decemlineata 

Thorax muscle 

S. alpinus 

Red muscle    Liver 

Ratio D:B 

(CA) 

Ratio D:B 

(WA) 

Ratio M:L 

(CA) 

Ratio M:L 

(WA) 

FA TEM 1.00 0.77 1.05 1.03 8.26*** 6.37*** 1.95** 1.92** 

Svmt TEM 1.00 0.73 0.92 0.91 3.65*** 2.65** 1.39* 1.38* 

Svcr,mt TEM 1.06 0.91 1.04 1.20 1.57** 1.35*** 2.75*** 3.18*** 

MN TEM 1.00 0.71 0.83 0.80 1.28* 0.91 1.00 0.96 

Svmt/Vvmt TEM 1.02 0.96 0.95 0.94 0.56* 0.53** 0.98 0.97 

Svcr,mt/Svom,mt TEM 1.03 0.98 1.12 1.29* 2.68*** 2.53*** 2.86*** 3.29*** 

FA Confocal microscopy 1.04 1.08 1.03 0.95 1.48*** 1.54*** 0.86* 0.60*** 

Vvmt Confocal microscopy 1.06 1.18 1.19 0.98 3.17*** 3.54*** 0.73*** 0.60*** 

Svmt Confocal microscopy 1.02 1.17 1.12 0.98 1.97*** 2.26*** 0.73*** 0.64*** 

MN Confocal microscopy 0.86 1.07 0.93 1.04 0.21*** 0.27*** 0.98 1.09 

Svmt/Vvmt Confocal microscopy 1.01 1.00 0.96** 1.00 0.81*** 0.81*** 0.98 1.01 

OXPHOS Respirometry 0.83 0.77 1.10 1.38** 0.66* 0.57** 2.58*** 3.23*** 

CIV respiration Respirometry 1.02 0.79 1.36 1.05 1.08 0.75* 3.69** 2.85*** 

CS Enzymology 1.76 1.14 1.27* 1.12 0.82 0.53* 8.48*** 7.43*** 

CI Enzymology 0.53* 0.82 1.26* 1.25** 0.20** 0.32* 1.51*** 1.50** 

CIV Enzymology 1.95*** 1.21 1.06 1.04 0.62*** 0.39** 1.10 1.08 

HOAD Enzymology 0.94 0.96 1.26* 1.07 0.13*** 0.14*** 19.74*** 16.75*** 

CPT1 Enzymology ND 0.89 1.06 1.02 ND ND 1.31 1.26 

G3PDH Enzymology 1.06 2.69*** ND ND 2.83** 7.22** ND ND 

CL Commercial kit 1.02 1.10 1.04 1.18* 1.34 1.44 0.19*** 0.21*** 

mtDNA qPCR 0.98 0.37* 0.87 2.33*** 3.61*** 1.38 0.33*** 0.90 

SOD2 Western Blot ND 1.54 1.17 1.05 ND ND 1.16 0.93 

ATP5A Western Blot 2.73* 2.36* 1.03 1.30 1.53 1.32 0.74 0.93 

VDAC Western Blot 1.56 3.69 1.47 0.84 0.89 2.11 1.17 0.74 

Cytochrome a Spectrophotometry 0.85 0.65 1.38 1.47** 1.97 2.99*** 0.07*** 0.08*** 

Cytochrome b Spectrophotometry 0.44 0.46 1.04 1.35** 0.89 1.89 0.09*** 0.11*** 

Cytochrome c Spectrophotometry 1.33 0.78 0.85 1.37** 2.63*** 2.31* 0.06*** 0.08*** 

Cytochrome c1 Spectrophotometry 0.70 0.56 1.43* 1.31* 0.83 1.40 0.09*** 0.09*** 
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Figure 2.1. TEM-derived analyses of mitochondrial density between acclimation groups (a) for D. melanogaster (blue), L. 

decemlineata (green), and S. alpinus (pink for skeletal muscle and orange for liver), organized left to right as colder and warmer 

acclimation groups, respectively. Values are expressed as mean ± s.e.m. Representative micrographs are provided for the thorax muscle 

from D. melanogaster (b) and L. decemlineata (c), as well as red muscle (d) and liver (e) of S. alpinus. Images are organised by colder 

(left) or warmer (right) acclimated individuals at both magnifications evaluated (left two: 9,000x, and right two: 46,000x). Mitochondria 

are identified by white arrows. Acclimation-induced differences within species indicated by asterisks at p < 0.05 (*). FA mitochondrial 

fractional area, Svmt mitochondrial surface density, Svcr,mt mitochondrial cristae surface density, MN mitochondrial number, Svmt/Vvmt 

mitochondrial surface-to-volume ratio, Svcr,mt/Svom,mt mitochondrial inner-to-outer membrane ratio. 
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Figure 2.2. Confocal-derived analyses of mitochondrial density between acclimation 

groups (a) for D. melanogaster (blue), L. decemlineata (green), and S. alpinus (pink 

for skeletal muscle and orange for liver), organized left to right as colder and warmer 

acclimation groups, respectively.Values are expressed as mean ± s.e.m. Representative 

confocal images with labelling of actine (blue) and mitochondria (green) are provided for 

the thorax muscle from D. melanogaster (b) and L. decemlineata (c), as well as red muscle 

(d) and liver (e) of S. alpinus captured at 240x. Confocal images are accompanied by 3D 

reconstructions of mitochondrial networks. Acclimation-induced differences within 

species indicated by asterisks at p < 0.01 (**). FA mitochondrial fractional area, Vvmt 

mitochondrial volume density, Svmt mitochondrial surface density, MN mitochondrial 

number, Svmt/Vvmt mitochondrial surface-to-volume ratio. 
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Figure 2.3. Pearson’s correlation matrices of S. alpinus red muscle (a-c) and liver (d-

f). Correlation matrices are presented for temperature independent analyses (a,d), as well 

as analyses conducted using parameters strictly from cold- (b,e) or warm-acclimated 

individuals (c,f). Significant correlations denoted by asterisks at p < 0.05 (*), p < 0.01 

(**), and p < 0.001 (***). †Mitochondrial density parameters evaluated by confocal 

microscopy  
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Figure 2.4. Alignment of biomarkers with mitochondrial density evaluated by 

transmission electron microscopy (a,b) and respirometry assays (c,d). Temperature 

comparisons correspond to biomarkers that align with the directionality of the specified 

below parameters across acclimation temperatures. Temperature- Species- and Tissue-

Comparisons correspond to biomarkers that align with the directionality of specified 

parameters between species (Insects) and tissues (Fish), where symbols represent the 

following conditions: *Drosophila only, †Beetles only, ‡Fish muscle only, §Fish liver only, 
¶Does not correspond with Temperature-Comparisons within species group, #Does not 

correspond with Temperature-Comparisons within tissue group. CA cold-acclimated, WA 

warm-acclimated, RM red muscle, LV liver.  
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Supplementary  

Table S2.1. Table of gene-specific primers used for qPCR analyses of mitochondrial (mt) and nuclear (ncl) DNA copies.  

 

Table S2.2. NCBI entries of consulted genomes and sequences for qPCR primer development. 

 

Species Gene Gene 

type 

Forward primer (5’–3’) Reverse primer (5’–3’) Product 

length (bp) 

Experimental 

Ta (℃) 

Ref.  

Drosophila 

melanogaster 

COI mt TCCGCTGGAATTGCTCATGG AATAGGATCTCCTCCTCCCGC 291 57.6 Exp. 

Polr2A ncl AGGCGTTTGAGTGGTTGG TGGAAGGTGTTCAGTGTCATC 135 57.6  (Correa et al., 2012) 

Leptinotarsa 

decemlineata 

COI mt CCTTTTCTCTTGGGCAGTTAT TTATCCCAAATCCAGGTAGAAT 214 52.4 (Greenstone et al., 

2007) 

RPL4 ncl AAAGAAACGAGCATTGCCCTTCCG TTGTCGCTGACACTGTAGGGTTGA 119 60.0 (Shi et al., 2013) 

Salvelinus 

alpinus 

COI mt CATCCCCACCGGAGTAAAAGT GGATAGTCAGAGTACCGTCGGG 393 56.7 Exp. 

rps9 ncl GCCCCGATATTGTTTACTCCG TCATGTCGGTCGTACACGC 280 56.7 Exp. 

 

Species NCBI entry GenBank reference code 

Drosophila melanogaster Drosophila melanogaster mitochondrion, complete genome U37541.1 

Fruit fly reference genome Release 6 plus ISO1 MT GCF_000001215.4 

Leptinotarsa decemlineata Leptinotarsa decemlineata mitochondrion, complete genome MZ189364.1 

Colorado potato beetle reference genome Ldec_2.0 GCF_000500325.1 

Salvelinus alpinus Salvelinus alpinus mitochondrion, complete genome NC_000861.1 

Salvelinus alpinus isolate IW2-2015 linkage group LG4q.1:29, ASM291031v2, whole 

genome shotgun sequence 

NC_036842.1 
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Table S2.3. Morphological and compositional characteristics (mean ± standard deviation) from Salvelinus alpinus between 

acclimation temperatures 

 
Significant difference at p < 0.01 (**) denoted with asterisks in 4 ℃ individuals. Condition factor = 100 * [Body mass (g) / (Fork length (cm))3]. Hepatosomatic 

index = 100 * [Liver mass (g) / Body mass (g)] 

 

  

Acclimation temperature 

(℃) 

N Total length 

(cm) 

Fork length 

(cm) 

Body Mass 

(g) 

Liver Mass 

(g) 

Condition 

Factor 

Hepatosomatic 

Index 

4 10 20.5 ± 0.7 19.6 ± 0.7 78.6 ± 12.7 1.3 ± 0.3 1.0 ± 0.1 1.6 ± 0.3** 

16 10 21.3 ± 1.3 20.29 ± 1.2 87.25 ± 18.6 1.1 ± 0.3 1.03 ± 0.08 1.3 ± 0.2 
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Table S2.4. Mitochondrial density measurements (mean ± standard deviation) evaluated by transmission electron microscopy.  

 
Asterisks signify a significant difference at p < 0.05 (*) between acclimation groups. Insects were acclimated to 15 (CA) and 24 ℃ (WA). Fish were acclimated to 

4 (CA) and 16 ℃ (WA). CA cold acclimated, WA warm acclimated, FA mitochondrial fractional area, Svmt mitochondrial surface density, Svcr,mt mitochondrial 

cristae surface density, MN mitochondrial number, Svmt/Vvmt mitochondrial surface-to-volume ratio, Svcr,mt/Svom,mt mitochondrial inner-to-outer membrane ratio. 

  CA WA Ratio CA:WA 

Drosophila (Drosophila melanogaster) Thorax muscle    

 FA (%) 34.31 ± 2.12 34.35 ± 1.68 1.00 

 Svmt (µm/µm2) 1.19 ± 0.13 1.18 ± 0.14 1.00 

 Svcr,mt (µm/µm2) 56.83 ± 4.64 53.77 ± 3.31 1.06 

 MN (mitochondria/µm2) 0.21 ± 0.03 0.21 ± 0.03 1.00 

 Svmt/Vvmt (µm/µm2) 5.89 ± 0.21 5.80 ± 0.74 1.02 

 Svcr,mt/Svom,mt (µm/µm) 9.66 ± 0.93 9.38 ± 1.32 1.03 

     

Potato beetle (Leptinotarsa decemlineata) Thorax muscle    

 FA (%) 4.15 ± 1.37 5.41 ± 2.18 0.77 

 Svmt (µm/µm2) 0.32 ± 0.05 0.45 ± 0.22 0.73 

 Svcr,mt (µm/µm2) 36.23 ± 8.30 39.80 ± 1.71 0.91 

 MN (mitochondria/µm2) 0.17 ± 0.02 0.23 ± 0.13 0.71 

 Svmt/Vvmt (µm/µm2) 10.57 ± 2.16 10.97 ± 1.96 0.96 

 Svcr,mt/Svom,mt (µm/µm) 3.61 ± 1.29 3.70 ± 0.55 0.98 

     

Arctic char (Salvelinus alpinus) Red muscle    

 FA (%) 14.44 ± 5.02 13.77 ± 4.56 1.05 

 Svmt (µm/µm2) 0.89 ± 0.23 0.97 ± 0.29 0.92 

 Svcr,mt (µm/µm2) 39.78 ± 3.41 38.30 ± 3.90 1.04 

 MN (mitochondria/µm2) 0.40 ± 0.10 0.48 ± 0.16 0.83 

 Svmt/Vvmt (µm/µm2) 10.65 ± 2.13  11.27 ± 1.12 0.95 

 Svcr,mt/Svom,mt (µm/µm) 3.84 ± 0.64 3.44 ± 0.56 1.12 

 Liver    

 FA (%) 7.40 ± 1.35 7.17 ± 1.94 1.03 

 Svmt (µm/µm2) 0.64 ± 0.14 0.70 ± 0.17 0.91 

 Svcr,mt (µm/µm2) 14.48 ± 3.08 12.05 ± 2.15 1.20 

 MN (mitochondria/µm2) 0.40 ± 0.09 0.50 ± 0.14 0.80 

 Svmt/Vvmt (µm/µm2) 10.87 ± 0.80 11.59 ± 1.48 0.94 

 Svcr,mt/Svom,mt (µm/µm) 1.34 ± 0.32 1.04 ± 0.15 1.29* 
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Table S2.5. Mitochondrial density measurements (mean ± standard deviation) evaluated by confocal microscopy. 

 
Asterisks signify a significant difference at p < 0.01 (**) between acclimation groups. Insects were acclimated to 15 (CA) and 24 ℃ (WA). Fish were acclimated 

to 4 (CA) and 16 ℃ (WA). CA cold acclimated, WA warm acclimated, FA mitochondrial fractional area, Vvmt mitochondrial volume density, Svmt mitochondrial 

surface density, MN mitochondrial number, Svmt/Vvmt mitochondrial surface-to-volume ratio. 

  CA WA Ratio CA:WA 

Drosophila (Drosophila melanogaster) Thorax muscle    

 FA (%) 22.97 ± 1.26 22.12 ± 1.88 1.04 

 Vvmt (µm3/µm3) 0.24 ± 0.03 0.23 ± 0.01 1.06 

 Svmt (µm2/µm3) 1.31 ± 0.15 1.28 ± 0.11 1.02 

 MN (mitochondria/µm3) 0.04 ± 0.01 0.04 ± 0.01 0.86 

 Svmt/Vvmt (µm2/µm3) 8.56 ± 0.31 8.49 ± 0.43 1.01 

     

Potato beetle (Leptinotarsa decemlineata) Thorax muscle    

 FA (%) 15.56 ± 1.93 14.40 ± 2.32 1.08 

 Vvmt (µm3/µm3) 0.08 ± 0.02 0.06 ± 0.02 1.18 

 Svmt (µm2/µm3) 0.66 ± 0.15 0.56 ± 0.16 1.17 

 MN (mitochondria/µm3) 0.18 ± 0.03 0.16 ± 0.03 1.07 

 Svmt/Vvmt (µm2/µm3) 10.51 ± 0.38 10.54 ± 0.27 1.00 

     

Arctic char (Salvelinus alpinus) Red muscle    

 FA (%) 15.07 ± 2.63 14.69 ± 2.52 1.03 

 Vvmt (µm3/µm3) 0.11 ± 0.02 0.09 ± 0.03 1.19 

 Svmt (µm2/µm3) 0.83 ± 0.14 0.74 ± 0.21 1.12 

 MN (mitochondria/µm3) 0.12 ± 0.01 0.13 ± 0.01 0.93 

 Svmt/Vvmt (µm2/µm3) 9.91 ± 0.25 10.29 ± 0.21 0.96** 

 Liver    

 FA (%) 17.44 ± 1.62 18.45 ± 2.02 0.95 

 Vvmt (µm3/µm3) 0.15 ± 0.02 0.15 ± 0.02 0.98 

 Svmt (µm2/µm3) 1.14 ± 0.13 1.17 ± 0.12 0.98 

 MN (mitochondria/µm3) 0.12 ± 0.02 0.12 ± 0.03 1.04 

 Svmt/Vvmt (µm2/µm3) 10.11 ± 0.18 10.16 ± 0.14 1.00 
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Figure S2.1. Morphological and compositional characteristics from D. melanogaster 

(a), L. decemlineata (b), and S. alpinus (c) across acclimation groups. Acclimation-

induced differences within species indicated by asterisks at p < 0.05 (*) and p < 0.01 (**). 
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Figure S2.2. Respirometry assay results from D. melanogaster (blue), L. decemlineata (green) and S. alpinus red muscle (pink) 

and liver (orange). Acclimation-induced differences within species indicated by asterisks at p < 0.05 (*), p < 0.01 (**), and p < 0.001 

(***).  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3. DISCUSSION GÉNÉRALE 
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Cette étude visait à déterminer si les MDM reflètent réellement la densité mitochondriale 

chez les espèces ectothermes dans des conditions expérimentales variables. Afin 

d’explorer les limites contextuelles de leur emploi, les MDM ont été évalués chez trois 

espèces et tissus – à savoir le muscle thoracique de la Drosophile et du doryphore, ainsi 

que le muscle rouge et le foie de l’omble chevalier – en tenant compte des suppositions 

de longue date selon lesquelles les MDM peuvent être appliqués universellement. Grâce 

à une approche comparative, nous démontrons que les MDM ne correspondent pas 

systématiquement à la densité mitochondriale, ce qui remet en question leurs utilisations 

antérieures en tant que substituts fiables. Nos résultats ouvrent alors la voie à une approche 

plus nuancée de l’étude de la densité mitochondriale chez les ectothermes. Ci-dessous, 

nous approfondissons les implications plus larges des recherches sur la densité 

mitochondriale, en abordant les défis liés à la sélection de biomarqueurs, leurs liens avec 

les fonctions mitochondriales, les limites expérimentales rencontrées, ainsi que les 

avenues pour les recherches futures.  

3.1 Défis liés à l'évaluation de la prévisibilité des MDM entre les études 

D’une étude à l’autre, la sélection des biomarqueurs varie considérablement (81, 92, 132, 

156–158), sans pour autant clarifier davantage leur lien avec la densité mitochondriale, 

quelle que soit l’option retenue. Ces discordances peuvent en partie être attribuées aux 

choix expérimentaux variés. Effectivement, la comparaison des mesures de densité 

mitochondriale présente de nombreux défis, notamment l'abondance des choix de 

définitions de densité mitochondriale (c.-à-d. FA, Vvmt, Svmt, Svcr,mt, ou MN) et, 

deuxièmement, la méthode par laquelle elle est évaluée. Il est important de noter que le 

choix du paramètre de densité mitochondriale dépend fortement du contexte et peut donc 

varier d'une étude à l'autre. Cela ne signifie cependant pas qu'une définition soit plus 

importante qu'une autre, car elles représentent toutes des réponses physiologiques 

observables. Rajoutant à la variabilité entre études, les mesures nécessitant l'évaluation du 

volume d’un échantillon, comme pour la Vvmt et la Svmt, peuvent être effectuées en 

considérant le volume sous différentes approches : (A) celui du tissu, en évaluant la 

surface de l'échantillon à partir de micrographies (comme décrit par Weibel, 1969) (104) 

; (B) le volume cellulaire (170) ; (C) la masse tissulaire (114) ; ou même (D) la longueur 
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de l'animal (84). Spécifiquement pour des tissus musculaires, le point A peut davantage 

être sous-divisé, où le volume du tissu peut être rapporté soit en fonction de l’échantillon 

complet ou uniquement selon le volume myofibrillaire (65). Encore même, les 

mitochondries peuvent être sélectionnées selon leur sous-population, à savoir les 

mitochondries sous-sarcolemmes ou interfibrillaires. Les regroupements mitochondriaux 

introduisent également un obstacle supplémentaire dans l'évaluation de la Svmt, 

notamment la question de savoir s'ils doivent être considérés comme des unités 

individuelles ou non. Dans certains cas, les surfaces partagées entre les mitochondries ne 

sont pas prises en compte lors du calcul, exprimant ainsi les amas mitochondriaux sous 

forme d'unités uniques dans les analyses (65, 67, 83). Par conséquent, en particulier dans 

les tissus exprimant de grandes abondances d'amas mitochondriaux, la Svmt rapportée peut 

sous-estimer les vraies surfaces mitochondriales (65).  

Les méthodes de mesure des MDM introduisent également plusieurs sources de variabilité 

entre études. La normalisation des données, soit en fonction du poids du tissus, de la teneur 

en protéines, ou du nombre de cellules, par exemple, peut grandement influencer 

l'interprétation. L’utilisation des biomarqueurs enzymatiques soulève également la 

question de l’effet de température. Ainsi, en plus des modifications dues à l’acclimatation, 

les activités enregistrées sont également limitées aux capacités cinétiques imposées par la 

température à laquelle les mesures sont prises. Par exemple, chez la truite arc-en-ciel, il 

est rapporté que les tendances d’activité de la CS entre groupes acclimatisés varient selon 

la température d’essai (91). 

Ensemble, l'intégration des MDM et des analyses stéréologiques dans une seule étude peut 

prendre de nombreuses formes différentes. Par conséquent, cela présente des défis à la 

fois dans (A) la comparaison des travaux publiés, (B) l'interprétation de l'efficacité dudit 

MDM, et (C) la conception d'une expérience ciblant la densité mitochondriale. 

3.2 Approches adoptées pour minimiser les contraintes 

À notre connaissance, seulement deux études ont précédemment directement investigué 

les liens entre les MDM et la densité mitochondriale (101, 171), bien que l’évaluation de 

la densité ait été limitée à la FA et/ou la Svcr,mt. En fait, la plupart des études évaluant la 
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densité mitochondriale ne le font que pour certains paramètres, tel que mis en évidence 

par les tableaux 1.1 et 1.2.  Étant donné que les MDM sont employés comme indices de 

densité mitochondriale sur l’étendue de ses définitions, nous avons intégré chacune des 

mesures dans l’étude courante. Puisque les mesures de biomarqueurs provenaient 

d’homogénats de tissu, les mesures stéréologiques ont été réalisées selon des volumes 

rapportés en fonction de l’échantillon complet. De même, spécifiquement dans les tissus 

musculaires, les morphologies mitochondriales ont été caractérisées à partir d’un 

ensemble aléatoire d’images, réduisant ainsi les biais potentiels liés aux sous-populations 

mitochondriales. Bien que cette approche puisse générer une plus grande variabilité 

interindividuelle – étant donné les études précédentes rapportant des différences 

morphologiques et fonctionnelles entre les sous-populations mitochondriales (68–71) – 

elle représente néanmoins au mieux les mesures de biomarqueurs, étant donné que ces 

sous-populations ne peuvent être distinguées au sein des homogénats. Dans ce cadre, la 

Svmt a été évaluée pour représenter la surface externe totale des mitochondries, étant donné 

que les biomarqueurs ne différencient pas les mitochondries regroupées des mitochondries 

individuelles.  

Quant aux MDM, ceux-ci ont été normalisés en fonction de la masse de tissu afin de mieux 

représenter les mesures stéréologiques et d’éviter des biais dans les cas où des différences 

de densité mitochondriale s’accompagnent de variations concomitantes du contenu 

protéique. De plus, les températures expérimentales ont été fixées à la température 

médiane des conditions d’acclimatation des insectes, en supposant que tout changement 

cinétique induit par la température serait plus ou moins équivalent entre les groupes 

acclimatés. Cependant, en raison de limitations liées à l’équipement, cela n’a pas pu être 

appliqué aux expériences de poissons. Par conséquent, ces expériences ont été réalisées à 

16 ℃, soit la température d’acclimatation la plus élevée. 

3.3 Mitochondries, morphologies et marqueurs 

Dans le cadre de l’acclimatation au froid, l’OCLTT propose que les mitochondries 

devraient soit augmenter en densité, soit améliorer leur efficacité fonctionnelle, 

notamment en réponse à une baisse de leur approvisionnement en oxygène, afin de 
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maintenir l’AS sur l’étendue de la niche thermique (30, 34, 35). Effectivement, chez 

l’omble chevalier, l’AS est maintenu entre 4 et 16 ℃ (172), soit des températures 

correspondant à nos conditions d’acclimatation expérimentales. Pourtant, malgré cette 

stabilité et les prédictions de l’OCLTT – ainsi que les nombreuses évidences montrant des 

densités mitochondriales élevées chez d’autres poissons (voir tableau 1.2) – nous 

démontrons que la densité mitochondriale de l’omble chevalier demeure inchangée entre 

les différentes températures d’acclimatation, indépendamment du tissu analysé. 

Concernant l’augmentation prévue de la fonction mitochondriale (34, 35), nous suggérons 

que celle-ci s’exprimerait en une augmentation de l’affinité pour l’oxygène, étant donné 

l’apport réduit proposé au froid. Parmi les paramètres évalués lors de cette étude, une 

affinité accrue pour l’oxygène se reflèterait par une augmentation du taux maximal de 

respiration du CIV. Pourtant, la respiration du CIV est demeurée stable entre températures 

à la fois dans le muscle et le foie du poisson. Ce manque de modifications, accompagné 

du manque de différence en densité mitochondriale, suggérerait alors une des deux 

conséquences suivantes : soit (A) la diminution en approvisionnement d’oxygène n’est 

pas d’une amplitude suffisamment importante pour influencer l’affinité des mitochondries 

pour l’oxygène; ou (B) l’apport en oxygène aux mitochondries n'est pas limité tel que le 

suggère l’OCLTT, du moins dans les conditions testées. Effectivement, cette dernière 

remarque a été relevée par de nombreux autres chercheurs qui mettent en question la 

pertinence de cette théorie (173–179). Particulièrement chez les espèces à système 

circulatoire ouvert tels que les insectes, une baisse en approvisionnement d’oxygène est 

peu probable (175, 176, 178, 179), étant donné que l’oxygène est distribué par diffusion 

passive sur l’étendue du corps (176). Ainsi, les mitochondries des Drosophiles et des 

doryphores n’ont pas illustré de changements en densité ni en performance respiratoire du 

CIV entre groupes d’acclimatation dans nos expériences. Dans le prolongement des études 

antérieures remettant en question l’OCLTT, nos résultats contestent la branche qui 

cherche à rapporter les modulations en densité mitochondriale strictement à leur efficacité 

oxydative. D’ailleurs, nous proposons que les propriétés mitochondriales soient modulées 

différemment entre espèces et tissus, considérant leurs diverses fonctions.  

Bien que les régimes d’acclimatation n’aient pas induit les augmentations prévues en 

densité mitochondriale, des différences en densité et en propriétés fonctionnelles entre 
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espèces et tissus sont néanmoins observées. En fait, les différences visuelles entre les 

mitochondries des Drosophiles et des doryphores sont frappantes, celles des Drosophiles 

apparaissant nettement plus grandes – une observation étayée par les différences en FA et 

en Svmt entre espèces (tableau 2.1). Tenant compte de la réputation des mitochondries 

comme ‘centrales bioénergétiques’, surtout dans un tissu à forte demande énergétique tel 

que le muscle, ces différences en densité mitochondriales entre espèces suggéreraient des 

différentes demandes énergétiques chez ces dernières, possiblement rapporté aux 

différents modes de vie des deux espèces. Quoi que la production d’ATP n’ait pas été 

mesurée dans cette étude, la capacité respiratoire maximale du CIV peut de nouveau nous 

servir d’intérêt, particulièrement en tant qu’indice de la capacité oxydative des 

mitochondries. Contrairement aux différences en densité mitochondriales entre insectes, 

les taux de respiration maximal du CIV étaient comparables, voir inférieurs chez la 

Drosophile. Par conséquent, par suite d’une correction des différences en densité 

mitochondriale, il semble que les mitochondries des doryphores présentent une 

performance supérieure à celles des Drosophiles – une observation davantage supportée 

par les activités enzymatiques, qui, après application de cette même correction, surpassent 

encore davantage celles mesurées chez les Drosophiles. À quoi servent alors les 

mitochondries thoraciques de la Drosophile, et pourquoi sont-elles présentes en si grande 

densité? L'absence de variation de densité entre les régimes d’acclimatation suggère que 

ces densités élevées soient nécessaires au tissu pour une raison quelconque. Toutefois, 

l'idée que ces exigences soient principalement liées à la fonction bioénergétique 

mitochondriale, cependant, semble moins probable, étant donné que les mitochondries des 

doryphores présentent une efficacité oxydative nettement supérieure à des densités 

fortement réduites comparativement aux Drosophiles. Chez le poisson quant à lui, compte 

tenu des effets cumulatifs des différences en densité mitochondriale (FA et Svcr,mt) entre 

tissus, nous constatons que les mitochondries possèdent des capacités bioénergétiques 

comparables entre tissus. Ces différences de densité peuvent ainsi être attribuées aux 

variations des demandes énergétiques caractéristiques de chaque tissu. Spécifiquement, 

dans le muscle, où la fonction principale des mitochondries est la production d’énergie 

pour soutenir la contraction musculaire (62), des densités mitochondriales plus élevées 

sont observées afin de répondre à ces besoins accrus. En revanche, en plus des besoins 
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énergétiques, les cellules hépatiques nécessitent que les mitochondries remplissent des 

fonctions métaboliques et de signalisation (180). Par conséquent, la densité 

mitochondriale du foie reflèterait l’ensemble des exigences fonctionnelles qui lui sont 

imposées. 

Nous proposons alors que les mitochondries modulent leur morphologie en réponse à 

l’ensemble des demandes qui leur sont imposées, reflétant ainsi leurs multiples fonctions 

et non uniquement leur rôle comme organelles respiratoires principales – une remarque 

particulièrement importante étant donné la tendance généralisée à privilégier la fonction 

oxydative des mitochondries.  

Alors que la densité mitochondriale est souvent évaluée via des biomarqueurs 

bioénergétiques conventionnels, le potentiel des protéines membranaires comme 

indicateurs reste peu exploré. Nous avions alors proposé que l’abondance de certaines 

protéines mitochondriales puisse offrir un aperçu alternatif de la structure mitochondriale. 

Parmi elles, l’ATP synthase (181, 182) et VDAC (183) figurent parmi les plus abondantes 

des membranes interne et externe mitochondriales, respectivement, et pourraient alors 

servir de candidats potentiels comme biomarqueurs structuraux. Bien qu’une relation 

stœchiométrique n’ait pas encore été explorée pour ces deux protéines, nous avions 

suggéré qu’une tendance relative de leur abondance pourrait fournir un aperçu de la 

proportion relative de leurs membranes respectives. Ainsi, un ratio ATP5A:VDAC > 1 

indiquerait une prédominance de la membrane interne sur la membrane externe. De ce 

fait, les tendances générales en abondance protéique pourraient être comparées au ratio 

Svcr,mt/Svom,mt obtenu par microscopie. Bien que cette méthode ne permette pas la 

comparaison entre espèces ou tissus, elle offre désormais la possibilité d’investiguer des 

modifications en fonction de la température. Nous notons que, sous chacune des 

conditions d’acclimatation de notre étude, les niveaux d’ATP5A dépassent 

systématiquement ceux de VDAC chez toutes les espèces et dans tous les tissus testés – 

soit un résultat concordant aux ratios Svcr,mt/Svom,mt. Malgré ces tendances, la magnitude 

d’expression protéique n’est pas proportionnelle aux mesures stéréologiques, et les 

différences significatives entre températures ne sont pas systématiquement cohérentes 

entre les mesures. Alternativement, les variations en abondances protéiques 

mitochondriales pourraient servir d’indices de remodelage fonctionnel mitochondrial, 
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plutôt que structurel. Chez les insectes, nous notons une augmentation en abondance 

relative d’ATP5A chez les individus acclimatés au froid. Accompagnant cette hausse en 

abondance d’ATP5A, on note également une baisse du poids corporel chez la Drosophile 

(figure S2.1a). Tel que discuté ci-dessus, l’approvisionnement et l’affinité pour l’oxygène 

(composante O du modèle OCLTT) ne semblent pas être des facteurs contraignants entre 

températures. La capacité fonctionnelle (composante C du modèle OCLTT), non pas 

guidée par une diminution de la performance du système ETS (comme discuté ci-dessus), 

mais plutôt de celle de l’ATP synthase, pourrait être une conséquence de l’exposition au 

froid. Cette hypothèse est en effet appuyée par nos données. Il est intéressant de noter que 

la température d’acclimatation froide, soit le 15 ℃, approche la limite thermique tolérée 

au quotidien de nos insectes (184, 185) – où une baisse supplémentaire en température 

cesse leur développement (184, 185). Ainsi, une augmentation de l’abondance de l’ATP 

synthase pourrait être une réponse à une capacité réduite de génération d’ATP (comme 

mode de compensation métabolique). Cette augmentation viserait alors à maintenir la 

contribution de la composante bioénergétique mitochondriale lorsque la température 

s’approche de la limite thermique inférieure. En effet, une baisse en capacité de production 

d’ATP est déjà décrite chez les insectes exposés à un froid soudain (186). En conditions 

d’acclimatation au froid, cependant, le rapport ATP/O (une indication de l’efficacité de 

production d’ATP) est maintenu chez la Drosophile (186). De concert avec 

l’augmentation observée en abondance de l’ATP synthase, ces résultats suggèrent que 

l’exposition au froid mène à une efficacité réduite de l’ATP synthase. Contrairement aux 

insectes, cette augmentation en abondance d’ATP5A n’est pas observée dans les tissus 

des poissons. Toutefois, nos conditions d’acclimatation sélectionnées se situent bien dans 

la fenêtre de tolérance thermique de l’omble chevalier (146–148), ce qui pourrait 

expliquer pourquoi ce phénomène est uniquement observé chez nos modèles d’insectes. 

Ces résultats supportent alors que les mitochondries ajustent d’abord leurs composantes 

fonctionnelles en réponse aux stimuli environnementaux, avant d’initier des remodelages 

morphologiques plus exigeants.  

Tel que présenté dans la discussion d’article, il ne semble pas que les biomarqueurs testés 

s’alignent avec la densité mitochondriale. Selon leur mode d’utilisation courante, les 

MDM expérimentaux ont révélé des prédictions contrastées concernant la densité 
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mitochondriale. En comparant leur application entre espèces ou tissus, les biomarqueurs 

se sont davantage montrés erronés. Pour les quelques biomarqueurs dont les ratios 

suivaient en directionnalité les mesures de densité, ces relations se sont montrées plutôt 

circonstancielles. En grande partie, des corrélations qui étaient à la fois significative ne 

sont pas ressorties des analyses. Ces conclusions opposent largement celles de l’étude de 

Larsen et al., qui ont déduits que la CL et que les activités de la CS et du CI corrèlent le 

mieux à la FA dans le muscle humain (101). Pourtant, dans notre étude, aucune corrélation 

n’a été observée entre le FA et l’abondance en CL ou l’activité de la CS. Quant à l’activité 

du CI, ici nous notons des corrélations significatives dans les deux tissus de poisson. Cette 

corrélation, cependant est négative dans le muscle alors qu’elle est positive dans le foie. 

De plus, une augmentation en activité du CI a été observée dans les deux tissus chez les 

poissons acclimatés au froid, alors qu’il n’y a pas de différences en FA sous ces conditions. 

De manière semblable, l’activité du CI a été impactée par l’acclimatation chez la 

Drosophile, mais non chez le doryphore. Par conséquent, les ratios D:B du CI n’ont pas 

suivis ceux de FA. Certainement, les modèles ectothermes sont plus sensibles aux stimuli 

externes que les endothermes (comme les participants humains de l’étude de Larsen 

(101)). Cependant, même chez les endothermes, les variables expérimentales peuvent 

influencer les densités et capacités mitochondriales, comme illustré par les régimes 

d’exercices (187–189). Si les expériences de Larsen étaient répétées avec des participants 

exposés à de longues périodes de repos ou à des régimes d’exercice quotidiens, il est 

possible que les MDM proposés ne soient plus les mêmes. Effectivement, quoi qu’une 

étude semblable à celle de Larsen ait rapporté que l’activité de la CS corrèle toujours avec 

la Vvmt avant et après un régime d’exercice, cette corrélation y est de moindre ampleur (r 

= 0.546 vs. r = 0.84, respectivement), et est abolie lorsque les variations en activité 

enzymatique sont comparées à celles de densité mitochondriale (171). En effet, les 

biomarqueurs proposés échouent également chez les modèles mammifères, comme la 

souris, chez qui l’activité de la CS ne correspond pas au contenu mitochondrial dans le 

tissu adipeux brun, le cœur ou les reins (126). 

En intégrant trois variables dans notre étude actuelle – à savoir les différences entre 

températures d’acclimatation, espèces et tissus – nous mettons en évidence comment les 

mesures mitochondriales sont affectées de manière différentielle entre espèces et tissus, 
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soulignant alors l’importance de l’influence des conditions expérimentales dans la 

détermination de marqueurs fiables. 

3.4 Persistance des limitations malgré les approches adoptées 

Alternativement aux variations interindividuelles, l’efficacité des méthodes employées 

joue également un rôle important dans la variabilité observée entre conditions et individus 

– et par conséquent leur alignement aux mesures de densité mitochondriale. 

Comme les activités enzymatiques qui correspondent à l’abondance de l’enzyme (127), 

les mesures de cytochromes devraient également servir d’indication de l’abondance du 

complexe de l’ETS correspondant (143). Étant donné que les comparaisons ne peuvent 

être effectuées qu’entre des cytochromes et des enzymes qui correspondent au même 

complexe ETS, les cytochromes b et c1 n’ont pas pu être évalués directement en relation 

avec l’activité du CIII dans cette étude. En revanche, on s’attendait à ce que l’abondance 

du cytochrome a reflète les tendances de l’activité enzymatique du CIV. Cette relation, 

cependant, s’est avérée triviale entre variables expérimentales (c.-à-d. températures, 

espèces et tissus). Les tendances de l’abondance du cytochrome a et de l’activité du CIV 

ne se sont alignées que pour les doryphores et le muscle de poisson pour les comparaisons 

entre températures, tandis que des résultats opposés ont été notés pour les échantillons de 

drosophile et de foie de poisson, ainsi que des différences critiques entre les comparaisons 

d’espèces et de tissus. En particulier pour les échantillons de poissons, l’abondance des 

cytochromes hépatiques était systématiquement ~10 fois plus élevée que chez le muscle, 

tandis que les états respiratoires et la Svcr,mt étaient supérieurs dans les échantillons 

musculaires. Cette relation inverse soulève donc des préoccupations et mérite une 

exploration approfondie. Antérieurement, des travaux ont indiqué que l’emploi du 

dithionite et du ferricyanure respectivement comme agents réducteurs et oxydants fausse 

les lectures d’absorbance des cytochromes effectuées sur des homogénats (124). Par 

conséquent, leur emploi entraîne des calculs erronés de l’abondance des cytochromes. En 

tant qu’alternatives au dithionite, l’ascorbate et le cyanure sont suggérés comme agents 

réducteurs (124). Quant aux agents oxydants, ceux-ci ne se sont pas avérés essentiels 

(124). Bien que ces ajustements au protocole aient été intégrés dans notre étude actuelle, 
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des problèmes ont néanmoins été rencontrés. Ces difficultés rappellent les interférences 

de contaminants cellulaires notées chez la petite musaraigne (139), notamment dans les 

échantillons de foie comme dans notre propre étude. Malheureusement, des travaux 

supplémentaires quantifiant des cytochromes à partir d’homogénats sont limitées, dont la 

plupart continuent d’utiliser des agents oxydants et réducteurs problématiques (190–192). 

Pour traiter davantage nos problèmes persistants, des corrections supplémentaires 

pourraient être appliquées afin de rectifier le décalage négatif de la ligne de base des 

lectures d’absorbance (124) et les différences de turbidité des échantillons (190). 

Effectivement, en raison de ces limites expérimentales, les données de cytochromes 

présentent une forte variabilité entre individus. Entre températures d’acclimatation, par 

exemple, leurs ratios varient considérablement, atteignant dans certains cas des valeurs 

inférieures à 0,50 (tableau 2.1, cytochrome b), malgré l’absence de différences 

significatives. 

Comme les cytochromes, les ratios de comparaisons de températures présentent de larges 

gammes de valeurs non statistiquement significatives d’après les résultats 

d’immunobuvardages de type Western (ratios = 1,30–3.69, n.s.; tableau 2.1). En plus de 

la variabilité interindividuelle, ces problèmes découlent également de l’utilisation 

d’anticorps – conçus pour des applications humaines – dans un contexte de physiologie 

animale comparée.  

Afin de servir d’indices fiables de densité mitochondriale, les MDM doivent respecter de 

nombreux critères, d’où la nécessité de minimiser la variabilité expérimentale. 

L’utilisation de métriques présentant une forte variabilité expérimentale comme 

biomarqueurs pose problème, car plus cette variabilité est élevée, plus la corrélation avec 

la densité mitochondriale devient incertaine. Ainsi, un critère fondamental pour des 

biomarqueurs fiables est la réduction de cette variabilité expérimentale, et par la suite, une 

représentation sûre de la densité mitochondriale. Or, l’efficacité de ces méthodes de 

référence est rarement discutée.  

La densité mitochondriale est généralement évaluée à partir d’images obtenues par 

microscopie confocale (109–112) ou TEM (63, 65–67, 84–91). Bien que les deux 

techniques n’aient pas révélé de différences de densité mitochondriale entre nos groupes 
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d’acclimatation, les moyennes calculées divergent entre les deux techniques (tableaux 

S2.4 et S2.5), mettant ainsi en évidence des discordances entre les approches de références 

utilisées. En réalité, ces méthodes présentaient chacune des limitations quant à leur 

capacité à illustrer fidèlement la densité mitochondriale. La microscopie confocale, 

contrainte par sa résolution ainsi que l’efficacité des marquages fluorescents, et la TEM, 

malgré son statut de méthode d’excellence (99–103), présente de nombreux défis lors des 

analyses.  

Une limitation majeure de la TEM concerne la qualité des images obtenues. À fort 

grossissement, les crêtes mitochondriales étaient souvent difficiles à distinguer de la 

matrice mitochondriale, en particulier dans les cas de faible densité où le contraste des 

images s’avérait insuffisant pour permettre une distinction nette. Par conséquent, malgré 

des efforts considérables pour maintenir une sélection d’images aléatoire, celles retenues 

étaient souvent limitées aux plus optimales disponibles. Ainsi, les Svcr,mt rapportées 

représentent probablement une surestimation de la densité réelle des crêtes, de sorte que 

nos données ne reflètent qu’une fraction des mitochondries évaluées dans les autres 

analyses de densité. L'identification des mitochondries, en présence d’autres organelles de 

forme et de taille similaires, tels que les lysosomes et les peroxysomes, s’est également 

avérée ardue. Ce défi était particulièrement marqué dans les échantillons de foie, où les 

mitochondries se répartissent de manière désordonnée dans le tissu. Les mitochondries 

musculaires, quant à elles, sont plutôt organisées en colonnes entre les myofibrilles ou à 

leur périphérie (69), ce qui a facilité leur identification. Toutefois, la présence de sous-

populations mitochondriales (c.-à-d. sous-sarcolemmes ou interfibrillaires) dans le muscle 

introduit un niveau supplémentaire de variabilité entre les mesures. En revisitant les 

images analysées, nous notons que les mitochondries identifiées chez la Drosophile se 

limitaient aux régions interfibrillaires, tandis que les images de muscles de doryphore et 

de poisson présentaient un mélange des deux sous-populations.  

La TEM a longtemps été considérée comme mesure de référence pour l’évaluation de la 

densité mitochondriale (99–103), contre laquelle les biomarqueurs sont ensuite comparés 

pour déterminer leur alignement avec la ‘vraie densité mitochondriale’. Cependant, 

compte tenu de ses limites, nous remettons en question son statut de méthode de référence 

et suggérons qu’elle pourrait plutôt être considérée comme un biomarqueur. En fait, nous 
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ne sommes pas les premiers à mettre en garde contre le traitement des mesures 

stéréologiques comme des représentations exactes. Weibel et al. – dont les travaux 

constituent une référence méthodologique majeure dans l’analyse des images TEM, 

notamment à travers la méthode du comptage de points et la technique d’interception de 

lignes – ont averti que ces méthodes génèrent des approximations, toutes les mesures étant 

dépendantes d’hypothèses concernant la forme et la taille mitochondriale et étant, par 

conséquent, intrinsèquement inexactes dans les applications pratiques (104). Ainsi, 

compte tenu des limites inhérentes aux évaluations traditionnelles de biomarqueurs et aux 

analyses de TEM – chacune ne représentant qu’une estimation – leur comparaison 

introduit un niveau supplémentaire d’incertitude, ce qui pourrait également expliquer les 

divergences dans l’alignement des biomarqueurs entre études. Ainsi, des remodelages 3D 

mitochondriaux pourraient servir de moyens plus efficaces à illustrer la densité 

mitochondriale d’un dit tissu – notamment une remarque qui a déjà été récemment 

soulevée (103).  

3.5 Conclusion 

Les études sur les MDM demeurent rares dans le domaine de la physiologie comparée. 

Malgré cela, les biomarqueurs sont désormais fréquemment utilisés comme estimations 

fiables de la densité mitochondriale – souvent extrapolés à partir d’études endothermiques, 

malgré leur soutien limité. Par conséquent, des incohérences apparaissent à la fois dans la 

sélection des biomarqueurs et dans le paramètre de densité mitochondriale qu’ils visent à 

refléter. Nous avons démontré que les MDM ne correspondent pas systématiquement à la 

densité mitochondriale pour tous les paramètres testés chez la Drosophile, le doryphore et 

l’omble chevalier. Cette étude met donc en évidence l’usage erroné de longue date de 

MDM dans la recherche et préconise des approches plus adaptées dans la sélection de 

biomarqueurs candidats, plutôt que l’approche courante de ‘solution passe-partout’– un 

artefact d’une focalisation excessive des responsabilités oxydatives des mitochondries. En 

intégrant trois variables – la température d’acclimatation, les espèces et les tissus – nos 

résultats illustrent comment les mesures mitochondriales sont affectées différemment, 

soulignant l’influence des conditions expérimentales dans la détermination de marqueurs 

fiables.  
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Malgré mes meilleurs souhaits de fournir une réponse simple concernant l’emploi débattu 

des MDM dans les études ectothermes, la science parle plus fort. Dans un monde idéal, 

les méthodologies s’aligneraient parfaitement, les marqueurs universels fonctionneraient 

dans toutes les conditions et la recherche donnerait des réponses claires et définitives. 

Mais nous ne fonctionnons pas dans un monde idéal – nous travaillons dans la science, et 

la science est tout sauf parfaite. La science est désordonnée, elle soulève plus de questions 

que de réponses et elle remet constamment en question nos hypothèses. Cependant, elle 

nous donne également l’occasion de réévaluer nos perceptions et d’aller de l’avant vers 

l’amélioration. Bien que j’aimerais confirmer la validité universelle des MDM, ce n’est 

tout simplement pas le cas. Désormais, les substituts devraient être sélectionnés et validés 

au cas par cas, en tenant compte des conditions expérimentales spécifiques. Ou plutôt, 

nous devrions nous demander : dans quelle mesure sommes-nous à l’aise de choisir des 

approches plus simples, et leur commodité l’emporte-t-elle vraiment sur l’exactitude des 

approches plus exhaustives? 
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