
 

 

 

 
Cells 2021, 10, 537. https://doi.org/10.3390/cells10030537  www.mdpi.com/journal/cells 

Review 

Cell Death and Inflammation: The Role of Mitochondria in 

Health and Disease 

Anna Picca 1,2, Riccardo Calvani 1,2,*, Hélio José Coelho‐Junior 3 and Emanuele Marzetti 1,3 

1  Fondazione Policlinico Universitario “Agostino Gemelli” IRCCS, 00168 Rome, Italy; 

anna.picca@guest.policlinicogemelli.it (A.P.); emanuele.marzetti@policlinicogemelli.it (E.M.) 
2  Aging Research Center, Department of Neurobiology, Care Sciences and Society, Karolinska Institutet and 

Stockholm University, 17165 Stockholm, Sweden 
3  Institute of Internal Medicine and Geriatrics, Università Cattolica del Sacro Cuore, 00168 Rome, Italy; 

coelhojunior@hotmail.com.br 

*  Correspondence: riccardo.calvani@guest.policlinicogemelli.it; Tel.: +39‐(06)‐3015‐5559; Fax: +39‐(06)‐3051‐911 

Abstract: Mitochondria serve as a hub for a multitude of vital cellular processes. To ensure an effi‐

cient deployment of mitochondrial tasks, organelle homeostasis needs to be preserved. Mitochon‐

drial quality  control  (MQC) mechanisms  (i.e., mitochondrial dynamics, biogenesis, proteostasis, 

and autophagy) are in place to safeguard organelle integrity and functionality. Defective MQC has 

been reported in several conditions characterized by chronic low‐grade inflammation. In this con‐

text, the displacement of mitochondrial components, including mitochondrial DNA (mtDNA), into 

the extracellular compartment is a possible factor eliciting an innate immune response. The presence 

of bacterial‐like CpG islands in mtDNA makes this molecule recognized as a damaged‐associated mo‐

lecular pattern by the innate immune system. Following cell death‐triggering stressors, mtDNA can be 

released from the cell and ignite inflammation via several pathways. Crosstalk between autophagy and 

apoptosis has emerged as a pivotal factor for the regulation of mtDNA release, cellʹs fate, and inflam‐

mation. The repression of mtDNA‐mediated interferon production, a powerful driver of immunologi‐

cal  cell  death,  is  also  regulated  by  autophagyapoptosis  crosstalk.  Interferon  production  during 
mtDNA‐mediated inflammation may be exploited for the elimination of dying cells and their conver‐

sion into elements driving anti‐tumor immunity. 
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innate immunity; mitochondrial dysfunction; mitophagy; mitochondrial dynamics; mitochondrial 
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1. Introduction 

Mitochondria  are  multitasking  organelles  involved  in  energy  supply,  cell 

death/survival signaling, iron and calcium buffering, reactive oxygen species (ROS) sig‐

naling, and steroid hormone and heme biosynthesis. To ensure  that all  these  tasks are 

efficiently accomplished, organelle homeostasis needs to be ensured at all times. To this 

aim, a set of mitochondrial quality control  (MQC) processes,  including organelle’s dy‐

namics, biogenesis, proteostasis, and autophagy, is in place to safeguard mitochondrial 

integrity and functionality [1]. 

Failing MQC  has  been  documented  in  several  age‐related  conditions,  and mito‐

chondrial dysfunction has been indicated as a relevant mechanism in chronic low‐grade 

inflammation associated with aging (i.e.,  inflammaging)  [2,3]. In particular,  fragmenta‐

tion and release of mitochondrial DNA (mtDNA) have been proposed as a trait d’union 

between mitochondrial dyshomeostasis and inflammaging [4–6]. Indeed, aberrant CpG 

methylation motifs within mtDNA make these molecules recognized as “non‐self” and, 

thus,  as  inflammatory  triggers  [5,6]. Displaced mtDNA  and mitochondrial  nucleoids 
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have been detected  in  the  setting of numerous disease  conditions  [7,8]. However,  the 

mechanisms regulating their unloading are still insufficiently understood. The most ac‐

credited hypothesis posits  that  a danger  signaling  response  ignited by  a  stressor har‐

nesses damaged mtDNA as an alert molecule  to  instigate a pro‐homeostatic  signaling 

cascade [9,10]. 

Among other stressors, a burst of mitochondrial ROS and ensuing oxidative stress 

can  elicit  inflammation  via  the  activation  of  nuclear  factor  κB  (NFκB)  [11].  ROS 
overproduction  may  also  trigger  the  opening  of  the  mitochondrial  permeability 

transition pore (mPTP), impinge on mitochondrial dynamics and mitophagy, and induce 

programmed  cell death  [12]. Upon mPTP opening, dysregulated MQC processes may 

result in extracellular delivery of mtDNA [13,14]. 

The  leakage  of  mitochondrial  components  (e.g.,  mtDNA,  cardiolipin)  into  the 

cytosol and outside the cell may act as damage‐associated molecular patterns (DAMPs) 

[15] and an  innate inflammatory response can be mounted [9]. Indeed, the exposure to 

these cellular debris allows recruitment of adaptor molecules/receptors that triggers an 

innate  immunity  response  [9].  In  this  regard,  the  recognition  of  DAMPs  by  cyclic 

GMPAMP  (cGAMP)  synthetase  (cGAS),  toll‐like  receptor  9  (TLR9),  and  the NLRP3 

inflammasome is pivotal for eliciting inflammation [16]. 

According  to  a  recently  proposed mitochondrial  theory  of  aging  [17],  cytosolic 

mtDNA  fragments  can  be  translocated  into  the  nucleus.  Here,  mtDNA  can  be 

incorporated  within  nuclear  DNA  and  contribute  to  genomic  instability  [18,19]. 

Insertions of mtDNA at the level of the pericentromeric area of chromosomes have been 

observed  during  aging  in  yeasts  and  rodents  [18,19].  An  increase  abundance  of 

pericentromeric mtDNA inserts has been indicated as a contributor to accelerated aging 

[18,19]. The nuclear localization of mtDNA fragments may also affect nearby centromeres 

and  induce  chromosome  disaggregation  during  mitosis  [20,21].  Moreover,  mtDNA 

inserts  can migrate  from  the  pericentromere where  they  are more  abundant  to  other 

chromosomal regions and potentially cause cancer and other diseases by altering nuclear 

DNA sequence [20,21]. Remarkably, the administration of rapamycin, a compound that 

extends rodent longevity, reverses the age‐related accrual of mtDNA in the nucleus and 

the deposition of the age pigment lipofuscin in the cytoplasm [22]. 

Here, we  overview  the  potential  routes  of mtDNA  displacement  that  have  been 

described  so  far  and  discuss  their  involvement  in  physiological  and  pathological 

conditions. A  special  focus  is  placed  on  the  emerging  role  of mtDNA  unloading  in 

priming anti‐tumor immunity via immunological cell death. 

2. Altered Mitochondrial Quality Control Pathways Are Routes of Mitochondrial 

DNA Displacement 

MQC  processes  integrate  organelle’s  dynamics,  biogenesis,  proteostasis,  and 

autophagy that collectively assist in preserving metabolic cellular “fitness” and plasticity 

[23].  In  particular,  coordinated  cycles  of  fusion  and  fission  support  mitochondrial 

plasticity to match cellular energy demands and the buffering of mtDNA damage [24]. 

These  activities,  in  coordination  with  autophagy,  dispose  bioenergetically  defective 

organelles with hyper‐fissioned mitochondria being  segregated  from  the network and 

tagged  for  degradation  within  lysosomes  [24].  Concomitantly,  mitochondrial 

replenishment  via  organelle  biogenesis  ensures  the  maintenance  of  an  efficient 

mitochondrial pool within the cell [24]. 

As an additional level of mitochondrial quality check, the establishment of tubular 

protrusions  (i.e.,  mitochondrial  nanotunnels)  and  the  generation  of  mitochondri‐

al‐derived vesicles  (MDVs) have  recently been described  [25,26]. Mitochondrial nano‐

tunnels allow mitochondrial interconnections and inter‐mitochondrial content exchange 

over long distances [25,27]. These structures are especially relevant in post‐mitotic tissues 

(e.g., skeletal muscle, myocardium) in which mitochondria are immobilized and fusion is 

limited  [28]. MDV generation,  instead, has been  indicated as a housekeeping mechanism 
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that  complements mitophagy  and  recycles  damaged,  but  not  yet  depolarized  organelles 

along the endocytic pathway [27]. 

Of  note,  altered  mitophagy  and  dynamics  have  been  listed  among  the  most 

accredited  routes  implicated  in mDNA unloading  and  are discussed  in  the  following 

sections. 

2.1. Mitochondrial Dynamics 

The coordination of fusion and fission events supports mitochondrial dynamics to 

regulate  organellar  shape,  metabolic  plasticity,  redox  homeostasis,  and  cell 

death/survival [29,30]. Mitochondrial fusion enables organelle networking, the mixing of 

mtDNA and metabolites, and bioenergetic inter‐organelle signaling [31]. Via this process, 

mutant/oxidized mtDNA molecules  are  diluted  along  the  network  and  bioenergetic 

deficits  may  be  complemented  [31].  Mitochondrial  fission  ensures  equal  organelle 

segregation  between  daughter  cells  and  singles  out  bioenergetically  inefficient 

mitochondria  to  be  targeted  for mitophagic  removal  [24].  Concomitant  with  altered 

dynamics, abnormally  shaped and defective mitochondria have been  identified under 

stressful  conditions  and  in  cells  acquiring  a  senescent  phenotype  [32].  Elongated 

mitochondria  producing  high  levels  of  oxidants  and  expressing  low  levels  of  fission 

protein 1  (FIS1) have been observed  in  cultured  cells  treated with hydrogen peroxide 

[32].  Impaired mitochondrial  function  has  also  been  documented  in  hyper‐fissioned, 

ʺdot‐likeʺ mitochondria [33]. 

Dysmorphic,  hyper‐fused  or  hyper‐fragmented  mitochondrial  phenotypes  have 

been observed  in  several diseases  characterized by  inflammation  and mtDNA  release 

[5,6,14,34,35].  Indeed,  impaired mitochondrial dynamics may cause mtDNA  instability 

via the formation of altered nucleoid structures as a result of abnormal packaging. These 

aberrant conformational changes can  trigger  inflammation via mtDNA unloading  [36]. 

Giant mtDNA nucleoids have been observed in hyper‐fissioned mitochondria of models 

of  optic  atrophy  1  (Opa1)  ablation  with  TLR9‐driven  inflammatory  response  [37]. 

Conversely,  the  appearance  of  hyperfused  elongated  mitochondria  and  reduced 

apoptosis  have  been  documented  in  cells  with  dynamin‐related  protein  1  (Drp1) 

depletion  [38].  The  ablation  of  the  mitochondrial  transcriptional  factor  A  (Tfam),  a 

component of mtDNA nucleoids, induces the formation of hyperfused mitochondria that 

are  prone  to  releasing  mtDNA  fragments  into  the  cytosol  [39].  These  fragments 

frequently  encompass  the  non‐coding D‐loop  region  of mtDNA  [39]. Altered  TFAM 

binding to this mtDNA region has been  indicated as a possible mechanism underlying 

mtDNA dyshomeostasis and as an additional route of mtDNA release [40]. Although the 

exact mechanisms  through which mtDNA  is displaced  following altered dynamics are 

unknown, the release of mtDNA fragments from oxidatively stressed organelles seems to 

occur via pores formed by voltage‐dependent anion channel (VDAC) oligomers [41]. 

The  coordination  between  fusion  and  fission,  besides  shaping  the mitochondrial 

network, is a checkpoint for cell’s death/survival [42]. In particular, the depletion of Opa1 

triggers  apoptosis  in  cultured  cells  [42],  while  Fis1  or  Drp1  silencing  represses 

mitochondrial fragmentation and the execution of programmed cell death [42]. Aberrant 

mitochondria are often found in aged tissues indicating a dysregulation of mitochondrial 

dynamics  in  advanced  age.  These  age‐related  morphological  abnormalities  are 

accompanied by changes in the expression of mitofusin (Mfn) 1 and 2, Opa1, Drp1, and 

Fis1  [43–46].  Mutations  of  Opa1  and  Mfn2  are  also  causative  factors  of  the  two 

neurodegenerative  disorders,  dominant  optic  atrophy  (DOA)  [47]  and 

Charcot‐Marie‐Tooth  type  2A  (CMT2A)  [48]. Mice  harboring  Opa1  mutations  show 

neuromuscular  defects  related  to  axonal  and  myelin  degeneration  resembling  those 

found in people with DOA [49]. A role for MFN signaling in muscle homeostasis has also 

been suggested. In particular, protein levels of MFN2 was found to be reduced in human 

muscles under several catabolic conditions [33,45,50]. 
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A  shift  of mitochondrial dynamics  towards  fission  has  been  observed  in  several 

conditions  in  humans,  including  hip  fracture‐associated muscle  atrophy  and muscle 

wasting during gastric cancer‐related cachexia [45,51,52]. Conversely, the promotion of 

fusion  in  very  old  rodents maintains mtDNA  homeostasis  and  possibly  serves  as  a 

pro‐longevity  mechanism  [53].  A  systemic  inflammatory  response  syndrome  (SIRS), 

characterized by increased circulating levels of cell‐free mtDNA, has been documented in 

patients with hip fracture [54]. In this context, circulating mtDNA may promote the de‐

velopment of inflammation by recruiting leucocytes [54]. 

2.2. Mitophagy 

Mitophagy is a degradative process that starts with the engulfment of a mitochon‐

drion  into a double‐membrane structure called  the autophagosome and culminating  in 

organelle degradation after fusion with lysosomes [55]. 

Serin/threonine‐protein  phosphatase  and  tensin  homolog‐induced  kinase  1 

(PINK1)/Parkin‐dependent and independent pathways are involved in the regulation of 

mitophagy [56]. However, PINK1/Parkin‐dependent mitophagy is the best characterized 

degradation  pathway  in mammalian  cells.  In  healthy, well‐functioning mitochondria, 

PINK1 is taken up via the translocase of the outer mitochondrial membrane (TOM) and 

the  translocase of  the  inner mitochondrial membrane  23  (TIM23), and  is subsequently 

cleaved by the presenilin‐associated rhomboid‐like (PARL) protease [57–59]. Conversely, 

in uncoupled mitochondria, PINK1 accumulates at  the outer mitochondrial membrane 

(OMM) where it is stabilized [58,60]. Here, the autophosphorylation of PINK1 at specific 

serine residues enables its activation [32] and guides the recruitment of Parkin from the 

cytoplasm  to  the OMM  [57,61–65]. Upon  its  localization  at  the OMM, Parkin ubiqui‐

tinates several proteins including VDAC, Ras homolog family member T1 (RHOT1), and 

MFN1  and  2  [57]. The polyubiquitination  of  these  substrates  enables  their  interaction 

with mitophagy adapters (i.e., nuclear dot protein 52 (NDP52) and optineurin (OPTN)) 

and  the microtubule‐associated protein  1A/1B‐light  chain  3  (LC3)  [66,67]. This  step  is 

mediated by the recognition of WXXL motifs that prompt mitochondrial delivery to au‐

tophagosomes  upon  organelle  sequestration  within  an  autophagosomal  membrane 

[66–68]. This process is mediated by the accumulation of the ubiquitin‐binding adaptor 

protein p62/sequestosome‐1 on mitochondria targeted for disposal and its binding to LC3 

[68]. As a  final step,  the delivery of mitochondria  to autophagosomes occurs and  their 

content  is degraded upon  fusion with  lysosomes  [68]. Through  this pathway  are  also 

processed mitochondria containing damaged mtDNA which is degraded within autoly‐

sosomes by DNase II [69]. 

Altered mitophagy has been associated with either damaged mtDNA accrual within 

mitochondria or its release towards the cytosol or the extracellular compartment. Of note, 

in these as well as in any other circumstances overwhelming the autophagic machinery, 

inflammation may be triggered [70]. The regulation of the expression of the intracellular 

danger sensor TLR9 may be  the missing  link  in  this response.  Indeed, TLR9  is synthe‐

sized within the endoplasmic reticulum (ER) and is directed towards the endo‐lysosome 

for DNA recognition [70]. Here, the interaction between TLR9 and digested DNA induces 

a  type  I  interferon  (IFN‐I)‐ or NFκB‐mediated  inflammatory  response  [70]. The accu‐

mulation of mtDNA into autolysosomes and the co‐localization and activation of TLR9 

have been observed in DNase II‐deficient mice, a model of heart failure, suggesting a re‐

lationship between TLR9‐induced inflammatory response and disease pathogenesis [14]. 

Inflammation has also been observed independent of mtDNA relocation within the cy‐

tosol or the extracellular space, which suggests that the release of mtDNA within these 

compartments be not mandatory to trigger inflammation [14]. In this scenario, crosstalk 

between mitophagy and the endo‐lysosomal system may be crucial. Indeed, this check‐

point enables undigested mtDNA produced during DNase  II deletion  to  interact with 

TLR9 and trigger inflammation [14]. Notably, an escape route for mtDNA from autoph‐
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agosome  recognition  and DNase  II‐mediated degradation has  also been  reported  in  a 

mouse model of atherosclerosis [71]. 

The existence of an alternative system that operates independent of mitochondrial 

depolarization, autophagy, or mitochondrial fission and that signals via MDV generation 

and release, has been  implicated  in the disposal of mildly damaged mitochondria [72]. 

Indeed,  MDVs  can  still  be  generated  by  cells  lacking  the  autophagy‐related  ser‐

ine/threonine kinase gene  (Atg) 5, Beclin‐1 or Ras‐related  in Brain protein 9  (Rab9) or 

with Drp1 silencing [72]. MDVs are small extracellular vesicles (EVs) of ~100 nm in di‐

ameter [73] budding from the endo‐lysosomal system for the degradation of organellar 

components [72] and require the priming of PINK1 and Parkin for their generation [73]. 

As such, MDVs cooperate with mitophagy for MQC deployment when ʺcanonicalʺ deg‐

radative routes are overwhelmed or compromised  [74]. Although  the molecular events 

leading  to MDV  generation  are  largely  unknown,  the most  accredited  hypothesis  in‐

volves  the deposition of oxidized mitochondrial  components  in close proximity of  the 

organelle’s membranes  [73]. Under oxidative stress conditions,  this  relocation  together 

with cardiolipin oxidation may  induce conformational changes of mitochondrial mem‐

branes, most likely unconventional curvatures, that interfere with the correct assembly of 

import channels at these sites [73]. These abnormal membrane curvatures may induce the 

accumulation of PINK1 at the OMM with the consequent recruitment and ubiquitination 

of Parkin [73]. The finalization of vesicle formation and release is mediated by a set of yet 

unidentified proteins [73]. Cells harboring only mild mitochondrial defects shuttle func‐

tional mitochondria within MDVs to rescue aerobic respiration, thereby indicating a link 

between mitochondrial defects and EV endocytosis  [75–78]. Mitochondrial constituents 

have also been found to be displaced within MDVs in age‐related conditions character‐

ized by altered cell’s quality control mechanisms [79–81]. MDV generation, orchestrated 

by mitochondriallysosomal crosstalk, has also been recognized as a candidate mecha‐

nism linking cellular dyshomeostasis with systemic inflammation in the context of aging 

and associated conditions  [2,80,81].  Indeed,  in  the setting of altered MQC processes, a 

defective clearance of dysfunctional organelles may lead to the leakage of noxious mate‐

rial via MDVs, which ultimately  triggers  inflammation  [2].  Indeed,  released molecules 

can be recognized and bound by membrane or cytoplasmic molecules that are referred to 

as  pattern  recognition  receptors  (PRRs)  and  act  as  immune  sentinels.  Following  this 

binding, PRRs become activated and induce the release of INFs, pro‐inflammatory cyto‐

kines, and  chemokines as part of an  innate  immune  response. However, whether dis‐

placed mtDNA operates via  these  routes and whether  this pathway  is  involved  in  the 

pathogenesis of age‐related conditions warrant further investigation. 

Finally, mitophagy can be induced by ROS overproduction. In particular, ROS burst 

can  trigger  DNase  II‐driven  degradation  of  oxidized mtDNA within  autolysosomes. 

Oxidative damage can also saturate mitophagy and cause the release of oxidized mtDNA 

that may  elicit  inflammation  via  the  endo‐lysosomal TRL9  [82]  or  nucleotide‐binding 

oligomerization domain (NOD)‐like receptor family pyrin domain containing 3 (NLRP3) 

inflammasome signaling [83]. However, the mechanisms  involved  in mtDNA displace‐

ment and the consequent activation of inflammation in the setting of overwhelmed mi‐

tophagy are not  fully elucidated. The opening of  the mPTP and autophagic mitochon‐

drial degradation may concur to displacing mitochondrial components [84,85].  Indeed, 

the release of damaged mtDNA via mPTP and its cytosolic translocation have been ob‐

served in the setting of mitophagy impairment [86]. The ablation of LC3B and Beclin‐1, 

two mediators  that  regulate  autophagosome  initiation  and maturation,  causes  altered 

autophagosome  function  and  the  accumulation  of mtDNA  under  oxidative  stress  in 

macrophages [86]. Of note, the inhibition of mPTP with cyclosporin A and the treatment 

of macrophages with DNases mitigates mitochondrial dysfunction  [86]. These  findings 

indicate  that mPTP may be a  relevant mechanism  for mtDNA  release  into  the cytosol 

when mitophagy  is altered  [86].  In keeping with  these  results are  those obtained  in a 

mouse model of ventilator‐induced lung injury in which mtDNA accumulation into au‐
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tophagosomes, enhanced gene expression of mitophagy regulators, and higher circulat‐

ing levels of cell‐free mtDNA were associated with the activity of mPTP [8]. Therefore, at 

least in this context, the release of mtDNA into the circulation may represent the outcome 

of cell damage instigated by stressful conditions (Figure 1). 

 

Figure 1. Schematic representation of altered mitochondrial quality control processes during aging and associated con‐

ditions. A multi‐pathway derangement involving mitochondrial dynamics, mitophagy, and apoptosis characterizes mi‐

tochondrial dysfunction during aging and leads to cellular stress. Under these circumstances, the release of DAMPs ignite 

inflammation via innate immunity. Among other DAMPs, mtDNA is a strong pro‐inflammatory molecule recognized by 

pattern recognition receptors. Of all mechanisms studied, the activation of BAK and BAX and the opening of the mito‐

chondrial permeability transition pore are the best characterized route for the release of different molecules from mito‐

chondria. Abbreviations: BAK, Bcl2 homologous  antagonist/killer; BAX, BCL‐associated X;  cGASSTING, GMP/AMP 

synthase—stimulator of  interferon genes DNA‐sensing system; DAMPs, damage‐associated molecular patterns; DRP1, 

dynamin  related protein 1; FIS1, mitochondrial  fission 1 protein; MFN, mitofusin; mPTP, mitochondrial permeability 

transition pore; mtDNA, mitochondrial DNA; OPA1, optic atrophy protein 1; NLRP3, nucleotide‐binding oligomeriza‐

tion domain‐like receptor family pyrin domain containing 3; p62, sequestosome‐1; PINK1, phosphatase and tensin hom‐

olog‐induced kinase 1; ROS, reactive oxygen species; STING, stimulator of interferon genes protein; TBK1, TRAF family 

member‐associated nuclear factor κB activator‐binding kinase 1; TLR9, toll‐like receptor 9. 

3. Apoptosis: A Converging Point for Cell Death and Survival 

Under  severe  stress  (e.g., growth  factor withdrawal,  extensive DNA damage, ER 

and replication stress, sustained ROS bursts, calcium overload, cytoskeleton alterations, 

mitotic defects), mitochondrial homeostasis  is perturbed  and  the  intrinsic pathway  of 

apoptosis is triggered [87–89]. The  initialization of this cell death program is under the 

control of pro‐apoptotic proteins belonging to the B cell lymphoma (BCL) 2 family and 

containing  the  Bcl2  homology‐3  (BH3)  domain.  Upon  an  apoptotic  stimulus, 

BCL‐associated X (BAX) and Bcl2 homologous antagonist/killer (BAK) are inserted into 

the OMM  and  oligomerize  forming  a membrane‐spanning  pore  that  allows  efflux  of 

apoptogenic factors [90,91]. The assembly of this pore structure  induces profound con‐

formational rearrangements in mitochondria that favor membrane permeability [91]. 

In  the absence of stressors, BAX shuttles between the OMM and  the cytosol  in an 

inactive monomeric or dimeric conformation [92–94]. BAK is located at the OMM by in‐
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serting its C‐terminal domain into the lipid bilayer and establishing a stable interaction 

with VDAC2 [95–98]. When apoptosis is triggered, the retrograde translocation of BAX to 

the cytosol ceases and the two pro‐apoptotic proteins BAX and BAK become activated by 

pro‐apoptotic BH3‐only  factors  [99,100]. These  include  the BCL2 binding component 3 

(also known as p53‐upregulated modulator of apoptosis, PUMA), BCL2‐interacting me‐

diator  of  cell  death  (BIM),  phorbol‐12‐myristate‐13‐acetate‐induced  protein  1  (also 

known as NOXA), and the BH3‐interacting domain death agonist (BID). A transient in‐

teraction of these proteins with the mitochondrial pool of BAX and BAK leads to mem‐

brane conformational rearrangements that are required for pore formation [91]. 

Cells  lacking BAX  and BAK genes  are  resistant  to  a wide  range of pro‐apoptotic 

stimuli [101]. Furthermore, cells from BAX−/−BAK−/− double‐knockout mice do not activate 

the apoptotic program following growth factor withdrawal [102]. The survival of these 

cells  is  supported  by  autophagy  through  catabolism  of  intracellular  substrates  [102]. 

These findings indicate that, in case of growth factor or nutrient deprivation, cells acti‐

vate  autophagy  to  remain  viable  for  a  short  period  before  programmed  cell death  is 

triggered.  Indeed,  OMM  permeabilization  initiates  an  irreversible  cascade  of  events 

leading to mitochondrial translocation of BAX or BAK as an ultimate commitment to cell 

death [103]. 

A set of anti‐apoptotic protein members of the BCL2 family including BCL2, BCL2 

like 1  (BCL2L1 also known as BCL‐XL), myeloid  cell  leukemia 1  (MCL1), BCL2  like 2 

(BCL2L2, also known as BCL‐W), and BCL2 related protein A1 (BCL2A1) is in place to 

antagonize OMM permeabilization [104,105]. These pro‐survival factors possess all four 

BH domains and, similar to pro‐apoptotic BAX and BAK, are inserted into the OMM or at 

the ER. Here, they serve anti‐apoptotic functions by binding and blocking pro‐apoptotic 

proteins of the BCL2 family [104,105]. Their pro‐survival function is also related to their 

involvement in the regulation of ER calcium homeostasis [106], the promotion of bioen‐

ergetic metabolism via  interaction with  the F1FO  subunit of ATP synthase of  the mito‐

chondrial electron transport chain [107], and the modulation of redox homeostasis [108]. 

However,  the majority  of  pro‐survival BCL2  protein  family members  seem  to  inhibit 

BAX‐  and BAK‐driven pore  formation by  their physical  sequestration  at  the OMM or 

upon blockade of BH3‐only activators [109]. 

In the setting of sustained OMM permeabilization, components of the mitochondrial 

membranes  including cytochrome C, second mitochondria‐derived activator of caspase 

(SMAC), and Omi (also known as high temperature requirement protein A2, HtrA2) are 

released, antagonize apoptosis inhibitors, and promote caspase‐independent cell death. 

Indeed,  the  extrusion  of  cytochrome C  leads  to  the  organization  of  a  structure  called 

apoptosome  that  comprises  cytochrome  C,  apoptotic  protease‐activating  factor‐1 

(APAF‐1), deoxyATP (dATP), and procaspase‐9 [110,111]. Within the apoptosome, pro‐

caspase‐9 is activated by oligomerization and subsequently engages apoptosis‐executing 

caspases [110,111]. The release of cytochrome C and SMAC from mitochondria into the 

cytosol is mediated by cristae remodeling [112] via oligomerization and activation of the 

mitochondrial dynamin like GTPase OPA1 [112]. This molecular event seems to be pre‐

ceded  by  BAX‐  and  BAK‐dependent  activation  of  the  zinc  metallopeptidase  OMA1 

[113,114], and/or the fission protein DRP1 [112]. The nitrosylation of DRP1 has also been 

shown  to  precipitate  the  release  of  apoptogenic  factors  from mitochondria  [115–117]. 

Once  in  the  cytosol,  cytochrome  C  binds  to  APAF‐1  and  procaspase  9  in  a 

dATP‐dependent manner to form the apoptosome [118]. Following caspase 9 activation, 

the proteolytic activation of the two executioner caspases 3 and 7 occurs. This event ena‐

bles the enzymatic cell demolition via the intrinsic apoptotic pathway [119,120]. 

The inactivation of the X‐linked inhibitor of apoptosis protein (XIAP) by the mito‐

chondrial serine protease Omi/HtrA2  is an additional mechanism  leading  to apoptotic 

cell death. In particular, cytosolic SMAC binds to proteins of the inhibitor of apoptosis 

(IAP) family members, including XIAP [121–123]. The proteolytic cleavage and matura‐

tion of SMAC via the release of IAP‐binding domain are required. This enzymatic activity 
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is catalyzed by the inner membrane peptidase (IMP) complex [124] and the inner mito‐

chondrial membrane  PARL  protease  [125]. However,  in  the  setting  of mitochondrial 

dysfunction, cell death may also be triggered via OMM permeabilization when caspases 

are inactivated (i.e., caspase‐independent cell death) to ensure cellular demise [103]. This 

pathway is discussed later in the article. 

4. Mitochondrial Dysfunction in Innate Inflammation 

An increase in IFN‐I response during apoptosis has been observed in embryonic fi‐

broblasts  and  hematopoietic  stem  cells  from  transgenic  mouse  models  silenced  for 

caspases 3 and 7, or 9 [126,127]. 

This  innate pleiotropic  and  adaptive  inflammatory  route  is  activated  by mtDNA 

unloading and involves the activation of immunogenic cytosolic cyclic cGASstimulator 

of interferon genes (STING) pathway for the recognition of mitochondrial components. 

In  particular,  the  binding  of mtDNA  to  the DNA  sensor  cGAS  generates  the  second 

messenger cGAMP that binds  to  the ER membrane adaptor STING  [128]. This binding 

induces a  conformational  change of STING  that becomes activated.  In  its active  form, 

STING is translocated along the ER and the ERGolgi network with the consequent re‐

cruitment  and  activation  of TANK‐binding  kinase  1  (TBK1)  by  its  carboxyl  terminus. 

Once active, TBK1 phosphorylates the transcription factor IFN regulatory factor 3 (IRF3), 

thereby  inducing  its dimerization  and  translocation  to  the nucleus where  it  triggers  a 

type I and III IFN response  (β and λ1) and the transcription of IFN‐stimulated nuclear 

genes [128] (Figure 2). 

 

Figure  2.  Signaling  pathways  eliciting  sterile  inflammation  via  damaged‐associated molecular 

patterns. In the setting of mitochondrial dysfunction and cellular stressful conditions, the activation 

of BAK and BAX and  the opening of  the mitochondrial permeability  transition pore enable  the 

mitochondrial release of a set of molecules collectively named damaged‐associated molecular pat‐

terns. Among these, fragmented and/or oxidized mitochondrial DNA bound to the mitochondrial 
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transcription  factor A  (green  circles)  can  trigger  inflammation  via  the  activation  of  three main 

pro‐inflammatory  routes:  (1)  toll‐like  receptors,  (2)  nucleotide‐binding  oligomerization  do‐

main‐like  receptor  family  pyrin  domain  containing  3  inflammasome,  and  (3)  cytosolic  cyclic 

GMP/AMP  synthase—stimulator of  interferon genes DNA‐sensing  system. Abbreviations: BAK, 

Bcl2  homologous  antagonist/killer;  BAX,  BCL‐associated  X;  cGASSTING,  GMP/AMP  syn‐

thase—stimulator of interferon genes DNA‐sensing system; IFN, interferon; IL, interleukin; IRF‐1, 

interferon regulatory  factor 1; mPTP, mitochondrial permeability  transition pore; mtDNA, mito‐

chondrial DNA; NLRP3,  nucleotide‐binding  oligomerization  domain‐like  receptor  family  pyrin 

domain containing 3; NFκB, nuclear  factor κB; ROS, reactive oxygen species; TLR9, toll‐like re‐
ceptor 9; TBK1, TRAF family member‐associated NF‐κB activator‐binding kinase 1; TNF‐α, tumor 

necrosis factor alpha. 

Besides cGASSTING pathway activation, other immune sensing routes are elicited 

via binding to mitochondrial DAMPs. Indeed, mtDNA‐induced inflammation has been 

reported  to signal via TLRs and NLRP  inflammasome activation. TLRs enable DAMPs 

binding to several antigen‐presenting cells that become activated and trigger inflamma‐

tion. In particular, TLR9 recognizes CpG domains within the mtDNA and leads to NFκB 
translocation and an IFN‐I response [14,129]. Of all NLRP classes, the best characterized 

NLRP3 is a cytosolic multi‐component protein complex that guides caspase 1 activity and 

leads  to  interleukin  (IL)  1β  and  18  cleavage, with  consequent  engagement  of macro‐

phages,  neutrophils,  and  T  cells  [130].  The  activation  of  NLRP3  inflammasome  by 

mtDNA  has  been  observed  during  cell  death. However,  the  synergistic  action  of  in‐

flammasome‐mediated  and  redox‐sensitive  inflammatory pathways may  reinforce  the 

inflammatory response. 

Finally, the nuclear translocation of NFκB and the promotion of its transcriptional 

activity have  also been  included  among  the mechanisms  eliciting  a pro‐inflammatory 

response [131]. Among the genes that are transcribed via this signaling pathway is tumor 

necrosis factor (TNF), a pro‐inflammatory cytokine and an inducer of necroptosis, a reg‐

ulated  form of cell death sharing similarities with necrosis  [131]. The activation of  this 

pathway  has  been  suggested  to  rely  on  BAX  and  BAK  pores  and VDAC  oligomers, 

thereby implying an mPTP activation. However, the initiation of this response is unclear. 

Some lines of evidence indicate the existence of a mechanism operating via the release of 

the intermembrane second mitochondria‐derived activator of caspase/direct inhibitor of 

apoptosis‐binding protein with low pI (SMAC/DIABLO) through BAX/BAK. The extru‐

sion of  this pro‐apoptotic SMAC protein binds and degrades  IAP  in  the  cytosol. This 

event triggers NFκB signaling [131]. 

5. Immunological Cell Death: How Mitochondria Prime Anti‐Tumor Immunity 

Different  from other  forms of  cell death  (e.g., necroptosis and pyroptosis),  caspa‐

se‐dependent apoptosis  is an  immunologically  ʺsilentʺ process  [132].  Indeed,  the enzy‐

matic activity of caspases involved in apoptosis, while ensuring the degradation of cell 

components, blocks  the production and  secretion of  inflammatory  cytokines by dying 

cells [133]. This, together with the deactivation of DAMPs signaling, avoids unnecessary 

immune activation of neighboring cells. With a similar goal,  the engulfment of cellular 

component for lysosomal degradation is ensured by loss of cellular adhesion, cytoplasm 

fragmentation, membrane blebbing, and the exposure of pro‐autophagy factors. 

As mentioned earlier, apoptosis  is  initiated upon activation of  the  two BCL2 pro‐

teins, BAK and BAX, and OMM permeabilization,  through which mitochondrial  com‐

ponents are extruded. These processes imply an extensive remodeling of mitochondrial 

membranes that favor organelle herniation to induce the exposure of matrix components, 

including mtDNA, to the cytosol [13,119]. These events translate into mtDNA‐driven IFN 

production [134]. However, OMM permeabilization can also trigger autophagy to clear 

damaged cells along the endo‐lysosomal pathway, which attenuates mtDNA‐driven IFN 

production [134]. The caspase‐dependent release of mtDNA or the inhibition of autoph‐

agy may  convert  this  immunologically  silent  form of  cell death  into  the  so‐called  im‐
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munogenic cell death (ICD). Recent findings showed that mammary carcinoma cells from 

mice with genetic or pharmacologic autophagy  inhibition had enhanced IFN‐mediated 

inflammation  in response to radiation  therapy  (RT)  [135]. The results differ  from  those 

previously reported  in which the pro‐inflammatory response following RT was mainly 

attributed  to  the  generation  of micronuclei  via DNA  damage  and  genome  instability 

[136,137]. However, confocal microscopy experiments showed that, following RT, cyto‐

solic DNA  foci were  found  in  close proximity  to mitochondria  and  co‐localized with 

TFAM,  a  crucial  component  of mtDNA nucleoids, but not with  the nuclear  envelope 

protein  lamin B  [135]. These  structures were  absent  in  rho  cells depleted  of mtDNA. 

Therefore, mitochondrial, not nuclear DNA, signals IFN production in these cancer cells 

[135]. As a proof of concept, IFN production was not achieved in rho cells upon RT and 

the inhibition of autophagy was unable to restore it [135]. Furthermore, experiments of 

overexpression  and  knock‐down  for  the  two  BCL2  proteins  BAK  and  BAX  in  breast 

cancer cell lines showed that mtDNA release and inflammation were mediated by OMM 

permeabilization and that autophagy did not attenuate the IFN response [135] (Figure 3). 

 

Figure 3. Schematic representation of apoptosis‐driven caspase and autophagy activity eliciting immunogenic cell‐death. 

Abbreviations:  BAK,  Bcl2  homologous  antagonist/killer;  BAX,  BCL‐associated  X;  cGASSTING,  GMP/AMP  syn‐

thase—stimulator  of  interferon  genes  DNA‐sensing  system;  CytoC,  cytochrome  C;  IFN,  interferon;  LC3,  microtu‐

bule‐associated protein 1A/1B‐light chain 3; mPTP, mitochondrial permeability transition pore; mtDNA, mitochondrial 

DNA; NF‐κB, nuclear  factor  κB; PARL, presenilin‐associated  rhomboid‐like protease; PINK1, phosphatase and  tensin 

homolog‐induced kinase 1; ROS, reactive oxygen species; TIM23, translocase of inner mitochondrial membrane 23; TLR9, 

toll‐like receptor 9; TBK1, TRAF family member‐associated NFκB activator‐binding kinase 1; TOM, translocase of the 

outer mitochondrial membrane. 

Along  the  same  line  of  evidence  are  findings  by Giampazolias  et  al.  [131] who 

showed  that, under caspase‐deficient  conditions, OMM permeabilization exerts potent 

anti‐tumor effects mediated by mtDNA‐STING signaling and triggers the production of 
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IFN and NFκB activation [131]. Additional studies have also reported a boosting of an‐
ti‐tumor  responses via pharmacological  inhibition of caspases  in combination with cy‐

totoxic  treatments  [138,139]. More recently, RT  induced complete  tumor regression via 

CD8 T cell‐mediated IFN response and a protection in the following 60 days in caspase 9 

deficient mice [140]. 

Taken as a whole,  these  findings point  towards a  relevant and  synergistic  role of 

caspase  and  autophagy  activity  during  apoptosis  through  the  repression  of 

mtDNA‐mediated  IFN  production,  a  powerful  driver  of  ICD.  These  results  are  very 

promising as the possibility of eliminating dying cells in situ together with their conver‐

sion into elements driving anti‐tumor immunity may be not too far from being achieved. 

6. Conclusions 

The displacement of mitochondrial  components,  including mtDNA,  into  extracel‐

lular compartments has gained considerable attention for its involvement in the modu‐

lation of innate immune responses. Due to the bacterial origin of this organelle, mtDNA 

possesses features of bacterial DNA, such as CpG islands, that are recognized as DAMPs 

by the innate immune system. However, the mechanisms that regulate the packaging and 

unloading of mtDNA and other mitochondrial components are still unclear. In physio‐

logical conditions, mtDNA is embedded in the mitochondrial matrix in the form of nu‐

cleoid structures. Upon cell death‐triggering stressors and mPTP opening, mtDNA can 

be  released  into  the cytoplasm and  ignite  inflammation via NLRP3, TLR9, and STING 

pathways. The characterization of the routes through which mitochondrial components 

may be disposed is highly sought after as these pathways may unveil molecular targets 

amenable  for  interventions. In  this regard, crosstalk between autophagy and apoptosis 

has emerged as a converging point for the regulation of cell death and survival. Indeed, 

this  crosstalk  represents,  under  certain  circumstances,  a  relevant  molecular  node 

switching immunologically silent into ICD. 

Author  Contributions:  Conceptualization, A.P.,  and  E.M.; writing—original  draft  preparation, 

A.P., and E.M.; writing—review and editing, R.C., and H.J.C.‐J.; supervision, R.C. 

Funding: This work was partially  funded by an  Intramural Research Grant  from  the Università 

Cattolica del Sacro Cuore [D1 2020] and the nonprofit research foundation “Centro Studi Achille e 

Linda Lorenzon”. The funders had no role in study design, preparation of the manuscript, or deci‐

sion to publish. 

Institutional Review Board Statement: Not applicable. 

Informed Consent Statement: Not applicable. 

Data Availability Statement: No new data were created or analyzed in this study. 

Acknowledgments:  The  figures were drawn  using  the  freely  available  Servier Medical Art  re‐

source (http://www.servier.com/Powerpoint‐image‐bank; accessed on 26 February 2021). 

Conflicts of Interest: The authors declare no conflict of interest. 

References 

1. Ni, H.M.; Williams,  J.A.; Ding, W.X. Mitochondrial dynamics  and mitochondrial quality  control. Redox Biol.  2015,  4,  6–13, 

doi:10.1016/j.redox.2014.11.006. 

2. Picca, A.; Guerra, F.; Calvani, R.; Bucci, C.; Monaco, M.R.; Lo Bentivoglio, A.R.; Coelho‐Júnior, H.J.; Landi, F.; Bernabei, R.; 

Marzetti, E. Mitochondrial dysfunction and aging: Insights from the analysis of extracellular vesicles. Int. J. Mol. Sci. 2019, 20, 

805, doi:10.3390/ijms20040805. 

3. López‐Armada, M.J.; Riveiro‐Naveira, R.R.; Vaamonde‐García, C.; Valcárcel‐Ares, M.N. Mitochondrial dysfunction and  the 

inflammatory response. Mitochondrion 2013, 13, 106–118, doi:10.1016/j.mito.2013.01.003. 

4. Picca, A.; Lezza, A.M.S.; Leeuwenburgh, C.; Pesce, V.; Calvani, R.; Bossola, M.; Manes‐Gravina, E.; Landi, F.; Bernabei, R.; 

Marzetti, E. Circulating mitochondrial DNA at the crossroads of mitochondrial dysfunction and inflammation during aging 

and muscle wasting disorders. Rejuvenation Res. 2018, 21, 350–359, doi:10.1089/rej.2017.1989. 



Cells 2021, 10, 537  12  of  17 
 

 

5. Caielli, S.; Athale, S.; Domic, B.; Murat, E.; Chandra, M.; Banchereau, R.; Baisch,  J.; Phelps, K.; Clayton, S.; Gong, M.; et al. 

Oxidized mitochondrial nucleoids  released by neutrophils drive  type  I  interferon production  in human  lupus.  J. Exp. Med. 

2016, 213, 697–713, doi:10.1084/jem.20151876. 

6. Bae, J.H.; Jo, S.I.; Kim, S.J.; Lee, J.M.; Jeong, J.H.; Kang, J.S.; Cho, N.‐J.; Kim, S.S.; Lee, E.Y.; Moon, J.‐S. Circulating Cell‐Free 

mtDNA Contributes  to AIM2  inflammasome‐mediated chronic  inflammation  in patients with  type 2 diabetes. Cells 2019, 8, 

328, doi:10.3390/cells8040328. 

7. Liu, R.; Xu, F.; Bi, S.; Zhao, X.; Jia, B.; Cen, Y. Mitochondrial DNA‐induced inflammatory responses and lung injury in thermal 

injury murine model: Protective effect of cyclosporine‐A. J. Burn Care Res. 2019, 40, 355–360, doi:10.1093/JBCR/IRZ029. 

8. Lin,  J.‐Y.;  Jing,  R.;  Lin,  F.;  Ge, W.‐Y.;  Dai, H.‐J.;  Pan,  L. High  tidal  volume  induces mitochondria  damage  and  releases 

mitochondrial  DNA  to  aggravate  the  ventilator‐induced  lung  injury.  Front.  Immunol.  2018,  9,  1477, 

doi:10.3389/fimmu.2018.01477. 

9. Grazioli, S.; Pugin, J. Mitochondrial damage‐associated molecular patterns: From inflammatory signaling to human diseases. 

Front. Immunol. 2018, 9, 832, doi:10.3389/fimmu.2018.00832. 

10. Picca, A.; Lezza, A.M.S.; Leeuwenburgh, C.; Pesce, V.; Calvani, R.; Landi, F.; Bernabei, R.; Marzetti, E. Fueling Inflamm‐aging 

through  mitochondrial  dysfunction:  Mechanisms  and  molecular  targets.  Int.  J.  Mol.  Sci.  2017,  18,  933, 

doi:10.3390/ijms18050933. 

11. Gloire, G.; Legrand‐Poels, S.; Piette,  J. NF‐κB activation by  reactive oxygen  species: Fifteen years  later. Biochem. Pharmacol. 

2006, 72, 1493–1505, doi:10.1016/j.bcp.2006.04.011. 

12. Ma, K.; Chen, G.; Li, W.; Kepp, O.; Zhu, Y.; Chen, Q. Mitophagy, mitochondrial homeostasis, and cell fate. Front. Cell Dev. Biol. 

2020, 8, 467, doi:10.3389/fcell.2020.00467. 

13. Riley,  J.S.; Quarato, G.; Cloix, C.; Lopez,  J.; O’Prey,  J.; Pearson, M.; Chapman,  J.; Sesaki, H.; Carlin, L.M.; Passos,  J.F.; et al. 

Mitochondrial  inner membrane  permeabilisation  enables mt DNA  release  during  apoptosis  .  EMBO  J.  2018,  37,  e99238, 

doi:10.15252/embj.201899238. 

14. Oka, T.; Hikoso, S.; Yamaguchi, O.; Taneike, M.; Takeda, T.; Tamai, T.; Oyabu, J.; Murakawa, T.; Nakayama, H.; Nishida, K.; et 

al. Mitochondrial  DNA  that  escapes  from  autophagy  causes  inflammation  and  heart  failure.  Nature  2012,  485,  251–255, 

doi:10.1038/nature10992. 

15. Patrushev, M.;  Kasymov,  V.;  Patrusheva,  V.;  Ushakova,  T.;  Gogvadze,  V.;  Gaziev,  A.I.  Release  of  mitochondrial  DNA 

fragments from brain mitochondria of irradiated mice. Mitochondrion 2006, 6, 43–47, doi:10.1016/j.mito.2005.12.001. 

16. West, A.P.; Shadel, G.S. Mitochondrial DNA  in  innate  immune  responses and  inflammatory pathology. Nat. Rev.  Immunol. 

2017, 17, 363–375, doi:10.1038/nri.2017.21. 

17. Barja, G. Towards a unified mechanistic theory of aging. Exp. Gerontol. 2019, 124, 110627, doi:10.1016/j.exger.2019.05.01. 

18. Cheng, X.; Ivessa, A.S. The migration of mitochondrial DNA fragments to the nucleus affects the chronological aging process 

of Saccharomyces cerevisiae. Aging Cell 2010, 9, 919–923, doi:10.1111/j.1474‐9726.2010.00607.x. 

19. Caro, P.; Gómez, J.; Arduini, A.; González‐Sánchez, M.; González‐García, M.; Borrás, C.; Viña, J.; Puertas, M.J.; Sastre, J.; Barja, 

G. Mitochondrial DNA sequences are present inside nuclear DNA in rat tissues and increase with age. Mitochondrion 2010, 10, 

479–486, doi:10.1016/j.mito.2010.05.004. 

20. Srinivasainagendra, V.; Sandel, M.W.; Singh, B.; Sundaresan, A.; Mooga, V.P.; Bajpai, P.; Tiwari, H.K.; Singh, K.K. Migration 

of  mitochondrial  DNA  in  the  nuclear  genome  of  colorectal  adenocarcinoma.  Genome  Med.  2017,  9,  31, 

doi:10.1186/s13073‐017‐0420‐6. 

21. Singh, K.K.; Choudhury, A.R.; Tiwari, H.K. Numtogenesis as a mechanism for development of cancer. Semin. Cancer Biol. 2017, 

47, 101–109, doi:10.1016/j.semcancer.2017.05.003. 

22. Martínez‐Cisuelo,  V.;  Gómez,  J.;  García‐Junceda,  I.;  Naudí,  A.;  Cabré,  R.;  Mota‐Martorell,  N.;  López‐Torres,  M.; 

González‐Sánchez, M.; Pamplona, R.; Barja, G. Rapamycin reverses age‐related increases in mitochondrial ROS production at 

complex  I,  oxidative  stress,  accumulation  of mtDNA  fragments  inside  nuclear DNA,  and  lipofuscin  level,  and  increases 

autophagy, in the liver of middle‐aged mice. Exp. Gerontol. 2016, 83, 130–138, doi:10.1016/j.exger.2016.08.002. 

23. Twig, G.; Hyde, B.; Shirihai, O.S. Mitochondrial fusion, fission and autophagy as a quality control axis: The bioenergetic view. 

Biochim. Biophys. Acta 2008, 1777, 1092–1097, doi:10.1016/j.bbabio.2008.05.001. 

24. Twig, G.; Elorza, A.; Molina, A.J.A.; Mohamed, H.; Wikstrom, J.D.; Walzer, G.; Stiles, L.; Haigh, S.E.; Katz, S.; Las, G.; et al. 

Fission  and  selective  fusion govern mitochondrial  segregation  and  elimination  by  autophagy. EMBO  J.  2008,  27,  433–446, 

doi:10.1038/sj.emboj.7601963. 

25. Vincent, A.E.; Turnbull, D.M.; Eisner, V.; Hajnóczky, G.; Picard, M. Mitochondrial nanotunnels. Trends Cell Biol.  2017,  27, 

787–799, doi:10.1016/j.tcb.2017.08.009. 

26. Choong, C.J.; Okuno, T.; Ikenaka, K.; Baba, K.; Hayakawa, H.; Koike, M.; Yokota, M.; Doi, J.; Kakuda, K.; Takeuchi, T.; et al. 

Alternative  mitochondrial  quality  control  mediated  by  extracellular  release.  Autophagy  2020,  3,  1–13, 

doi:10.1080/15548627.2020.1848130. 

27. Picca, A.; Calvani, R.; Coelho‐Junior, H.J.; Landi, F.; Bernabei, R.; Marzetti, E.  Inter‐organelle membrane  contact  sites  and 

mitochondrial quality control during aging: A geroscience view. Cells 2020, 9, 598, doi:10.3390/cells9030598. 

28. Terman, A.; Kurz, T.; Navratil, M.; Arriaga, E.A.; Brunk, U.T. Mitochondrial turnover and aging of long‐lived postmitotic cells: 

The mitochondrial‐lysosomal axis theory of aging. Antioxid. Redox Signal. 2010, 12, 503–535, doi:10.1089/ars.2009.2598. 



Cells 2021, 10, 537  13  of  17 
 

 

29. Patten, D.A.; Wong, J.; Khacho, M.; Soubannier, V.; Mailloux, R.J.; Pilon‐Larose, K.; MacLaurin, J.G.; Park, D.S.; McBride, H.M.; 

Trinkle‐Mulcahy,  L.;  et  al. OPA1‐dependent  cristae modulation  is  essential  for  cellular  adaptation  to metabolic  demand. 

EMBO J. 2014, 33, 2676–2691, doi:10.15252/embj.201488349. 

30. Karbowski, M.; Youle, R.J. Dynamics of mitochondrial morphology  in healthy cells and during apoptosis. Cell Death Differ. 

2003, 10, 870–880, doi:10.1038/sj.cdd.4401260. 

31. Ono, T.; Isobe, K.; Nakada, K.; Hayashi, J.I. Human cells are protected from mitochondrial dysfunction by complementation 

of DNA products in fused mitochondria. Nat. Genet. 2001, 28, 272–275, doi:10.1038/90116. 

32. Yoon, Y.S.; Yoon, D.S.; Lim, I.K.; Yoon, S.H.; Chung, H.Y.; Rojo, M.; Malka, F.; Jou, M.J.; Martinou, J.C.; Yoon, G. Formation of 

elongated  giant  mitochondria  in  DFO‐induced  cellular  senescence:  Involvement  of  enhanced  fusion  process  through 

modulation of Fis1. J. Cell. Physiol. 2006, 209, 468–480, doi:10.1002/jcp.20753. 

33. Bach, D.; Naon, D.; Pich, S.; Soriano, F.X.; Vega, N.; Rieusset, J.; Laville, M.; Guillet, C.; Boirie, Y.; Wallberg‐Henriksson, H.; et 

al.  Expression  of Mfn2,  the Charcot‐Marie‐Tooth  neuropathy  type  2A  gene,  in  human  skeletal muscle:  Effects  of  type  2 

diabetes,  obesity,  weight  loss,  and  the  regulatory  role  of  tumor  necrosis  factor  α  and  interleukin‐6.  Diabetes  2005,  54, 

2685–2693, doi:10.2337/diabetes.54.9.2685. 

34. Silzer, T.; Barber, R.; Sun, J.; Pathak, G.; Johnson, L.; O’Bryant, S.; Phillips, N. Circulating mitochondrial DNA: New indices of 

type  2  diabetes‐related  cognitive  impairment  in  Mexican  Americans.  PLoS  ONE  2019,  14,  e0213527, 

doi:10.1371/journal.pone.0213527. 

35. Afrifa, J.; Zhao, T.; Yu, J. Circulating mitochondria DNA, a non‐invasive cancer diagnostic biomarker candidate. Mitochondrion 

2019, 47, 238–243, doi:10.1016/j.mito.2018.12.003. 

36. Shimada, K.; Crother, T.R.; Karlin, J.; Dagvadorj, J.; Chiba, N.; Chen, S.; Ramanujan, V.K.; Wolf, A.J.; Vergnes, L.; Ojcius, D.M.; 

et  al. Oxidized Mitochondrial DNA Activates  the NLRP3  Inflammasome  during Apoptosis.  Immunity  2012,  36,  401–414, 

doi:10.1016/j.immuni.2012.01.009. 

37. Rodríguez‐Nuevo, A.; Díaz‐Ramos, A.; Noguera, E.; Díaz‐Sáez, F.; Duran, X.; Muñoz, J.P.; Romero, M.; Plana, N.; Sebastián, 

D.; Tezze, C.; et al. Mitochondrial DNA and TLR9 drive muscle inflammation upon Opa1 deficiency. EMBO J. 2018, 37, e96553, 

doi:10.15252/embj.201796553. 

38. Ban‐Ishihara, R.; Ishihara, T.; Sasaki, N.; Mihara, K.; Ishihara, N. Dynamics of nucleoid structure regulated by mitochondrial 

fission  contributes  to  cristae  reformation  and  release  of  cytochrome  c.  Proc. Natl. Acad.  Sci. USA  2013,  110,  11863–11868, 

doi:10.1073/pnas.1301951110. 

39. West, A.P.; Khoury‐Hanold, W.; Staron, M.; Tal, M.C.; Pineda, C.M.; Lang, S.M.; Bestwick, M.; Duguay, B.A.; Raimundo, N.; 

MacDuff, D.A.;  et  al. Mitochondrial DNA  stress primes  the  antiviral  innate  immune  response. Nature  2015,  520,  553–557, 

doi:10.1038/nature14156. 

40. Chimienti, G.; Picca, A.; Sirago, G.; Fracasso, F.; Calvani, R.; Bernabei, R.; Russo, F.; Carter, C.S.; Leeuwenburgh, C.; Pesce, V.; 

et al. Increased TFAM binding to mtDNA damage hot spots is associated with mtDNA loss in aged rat heart. Free Radic. Biol. 

Med. 2018, 124, 447–453, doi:10.1016/j.freeradbiomed.2018.06.041. 

41. Kim, J.; Gupta, R.; Blanco, L.P.; Yang, S.; Shteinfer‐Kuzmine, A.; Wang, K.; Zhu, J.; Yoon, H.E.; Wang, X.; Kerkhofs, M.; et al. 

VDAC oligomers form mitochondrial pores to release mtDNA fragments and promote  lupus‐like disease. Science 2019, 366, 

1531–1536, doi:10.1126/science.aav4011. 

42. Lee,  Y.J.;  Jeong,  S.Y.;  Karbowski, M.;  Smith,  C.L.;  Youle,  R.J.  Roles  of  the mammalian mitochondrial  fission  and  fusion 

mediators Fis1, Drp1, Opa1 in apoptosis. Mol. Biol. Cell 2004, 15, 5001–5011, doi:10.1091/mbc.E04‐04‐0294. 

43. Crane,  J.D.; Devries, M.C.;  Safdar, A.; Hamadeh, M.J.;  Tarnopolsky, M.A.  The  effect  of  aging  on  human  skeletal muscle 

mitochondrial  and  intramyocellular  lipid  ultrastructure.  J.  Gerontol.  A.  Biol.  Sci.  Med.  Sci.  2010,  65,  119–128, 

doi:10.1093/gerona/glp179. 

44. Joseph, A.‐M.; Adhihetty, P.J.; Buford, T.W.; Wohlgemuth, S.E.; Lees, H.A.; Nguyen, L.M.‐D.; Aranda, J.M.; Sandesara, B.D.; 

Pahor, M.; Manini, T.M.; et al. The impact of aging on mitochondrial function and biogenesis pathways in skeletal muscle of 

sedentary high‐ and low‐functioning elderly individuals. Aging Cell 2012, 11, 801–809, doi:10.1111/j.1474‐9726.2012.00844.x. 

45. Marzetti, E.; Lorenzi, M.; Landi, F.; Picca, A.; Rosa, F.; Tanganelli, F.; Galli, M.; Doglietto, G.B.; Pacelli, F.; Cesari, M.; et al. 

Altered mitochondrial quality control signaling in muscle of old gastric cancer patients with cachexia. Exp. Gerontol. 2017, 87, 

92–99, doi:10.1016/j.exger.2016.10.003. 

46. Picca,  A.;  Calvani,  R.;  Lorenzi, M.; Menghi,  A.;  Galli, M.;  Vitiello,  R.;  Randisi,  F.;  Bernabei,  R.;  Landi,  F.; Marzetti,  E. 

Mitochondrial dynamics  signaling  is  shifted  toward  fusion  in muscles of very old hip‐fractured patients: Results  from  the 

Sarcopenia in HIp FracTure (SHIFT) exploratory study. Exp. Gerontol. 2017, 96, 63–67, doi:10.1016/j.exger.2017.06.005. 

47. Amati‐Bonneau, P.; Valentino, M.L.; Reynier, P.; Gallardo, M.E.; Bornstein, B.; Boissière, A.; Campos, Y.; Rivera, H.; De La 

Aleja, J.G.; Carroccia, R.; et al. OPA1 mutations induce mitochondrial DNA instability and optic atrophy “plus” phenotypes. 

Brain 2008, 131, 338–351, doi:10.1093/brain/awm298. 

48. Züchner, S.; Mersiyanova, I.V.; Muglia, M.; Bissar‐Tadmouri, N.; Rochelle, J.; Dadali, E.L.; Zappia, M.; Nelis, E.; Patitucci, A.; 

Senderek, J.; et al. Mutations in the mitochondrial GTPase mitofusin 2 cause Charcot‐Marie‐Tooth neuropathy type 2A. Nat. 

Genet. 2004, 36, 449–451, doi:10.1038/ng1341. 

49. Alavi, M.V.; Fuhrmann, N.; Nguyen, H.P.; Yu‐Wai‐Man, P.; Heiduschka, P.; Chinnery, P.F.; Wissinger, B. Subtle neurological 

and metabolic abnormalities in an Opa1 mouse model of autosomal dominant optic atrophy. Exp. Neurol. 2009, 220, 404–409, 

doi:10.1016/j.expneurol.2009.09.026. 



Cells 2021, 10, 537  14  of  17 
 

 

50. Herńandez‐Alvarez, M.I.; Thabit, H.; Burns, N.; Shah, S.; Brema, I.; Hatunic, M.; Finucane, F.; Liesa, M.; Chiellini, C.; Naon, D.; 

et al. Subjects with early‐onset type 2 diabetes show defective activation of the skeletal muscle PGC‐1α/mitofusin‐2 regulatory 

pathway in response to physical activity. Diabetes Care 2010, 33, 645–651, doi:10.2337/dc09‐1305. 

51. Archer,  S.L.  Mitochondrial  dynamics–mitochondrial  fission  and  fusion  in  human  diseases.  N.  Engl.  J.  Med.  2013,  369, 

2236–2251, doi:10.1056/nejmra1215233. 

52. Marzetti, E.; Calvani, R.; Lorenzi, M.; Tanganelli, F.; Picca, A.; Bossola, M.; Menghi, A.; Bernabei, R.; Landi, F. Association 

between myocyte quality control signaling and sarcopenia in old hip‐fractured patients: Results from the Sarcopenia in HIp 

FracTure (SHIFT) exploratory study. Exp. Gerontol. 2016, 80, 1–5, doi:10.1016/j.exger.2016.04.003. 

53. Picca, A.; Pesce, V.;  Sirago, G.;  Fracasso,  F.; Leeuwenburgh, C.; Lezza, A.M.S.  “What makes  some  rats  live  so  long” The 

mitochondrial contribution to longevity through balance of mitochondrial dynamics and mtDNA content. Exp. Gerontol. 2016, 

85, 33–40, doi:10.1016/j.exger.2016.09.010. 

54. Li, H.;  Liu,  J.;  Yao,  J.;  Zhong,  J.;  Guo,  L.;  Sun,  T.  Fracture  initiates  systemic  inflammatory  response  syndrome  through 

recruiting polymorphonuclear leucocytes. Immunol. Res. 2016, 64, 1053–1059, doi:10.1007/s12026‐016‐8801‐2. 

55. Youle, R.J.; Narendra, D.P. Mechanisms of mitophagy. Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 2011, 12, 9–14, doi:10.1038/nrm3028. 

56. Picca, A.; Mankowski, R.T.; Burman, J.L.; Donisi, L.; Kim, J.‐S.; Marzetti, E.; Leeuwenburgh, C. Mitochondrial quality control 

mechanisms as molecular targets in cardiac ageing. Nat. Rev. Cardiol. 2018, 15, 543–554, doi:10.1038/s41569‐018‐0059‐z. 

57. Narendra, D.; Tanaka, A.; Suen, D.F.; Youle, R.J. Parkin is recruited selectively to impaired mitochondria and promotes their 

autophagy. J. Cell Biol. 2008, 183, 795–803, doi:10.1083/jcb.200809125. 

58. Kazlauskaite, A.; Muqit, M.M.K. PINK1 and Parkin–mitochondrial interplay between phosphorylation and ubiquitylation in 

Parkinson’s disease. FEBS J. 2015, 282, 215–223, doi:10.1111/febs.13127. 

59. Aerts, L.; Craessaerts, K.; De Strooper, B.; Morais, V.A. PINK1 kinase catalytic activity  is regulated by phosphorylation on 

serines 228 and 402. J. Biol. Chem. 2015, 290, 2798–2811, doi:10.1074/jbc.M114.620906. 

60. Koyano,  F.; Matsuda, N. Molecular mechanisms  underlying  PINK1  and  Parkin  catalyzed  ubiquitylation  of  substrates  on 

damaged mitochondria. Biochim. Biophys. Acta 2015, 1853, 2791–2796, doi:10.1016/j.bbamcr.2015.02.009. 

61. Narendra, D.P.;  Jin,  S.M.;  Tanaka, A.;  Suen, D.F.; Gautier, C.A.;  Shen,  J.; Cookson, M.R.; Youle, R.J.  PINK1  is  selectively 

stabilized on impaired mitochondria to activate Parkin. PLoS Biol. 2010, 8, e1000298, doi:10.1371/journal.pbio.1000298. 

62. Matsuda, N.; Sato, S.; Shiba, K.; Okatsu, K.; Saisho, K.; Gautier, C.A.; Sou, Y.‐S.; Saiki, S.; Kawajiri, S.; Sato, F.; et al. PINK1 

stabilized  by  mitochondrial  depolarization  recruits  Parkin  to  damaged  mitochondria  and  activates  latent  Parkin  for 

mitophagy. J. Cell Biol. 2010, 189, 211–221, doi:10.1083/jcb.200910140. 

63. Vives‐Bauza, C.; Zhou, C.; Huang, Y.; Cui, M.; de Vries, R.L.A.; Kim,  J.; May,  J.; Tocilescu, M.A.; Liu, W.; Ko, H.S.; et  al. 

PINK1‐dependent  recruitment  of  Parkin  to  mitochondria  in  mitophagy.  Proc.  Natl.  Acad.  Sci.  USA  2010,  107,  378–383, 

doi:10.1073/pnas.0911187107. 

64. Kondapalli, C.; Kazlauskaite, A.; Zhang, N.; Woodroof, H.I.; Campbell, D.G.; Gourlay, R.; Burchell, L.; Walden, H.; Macartney, 

T.J.; Deak, M.; et al. PINK1 is activated by mitochondrial membrane potential depolarization and stimulates Parkin E3 ligase 

activity by phosphorylating Serine 65. Open Biol. 2012, 2, 120080, doi:10.1098/rsob.120080. 

65. Shiba‐Fukushima, K.; Imai, Y.; Yoshida, S.; Ishihama, Y.; Kanao, T.; Sato, S.; Hattori, N. PINK1‐mediated phosphorylation of 

the Parkin ubiquitin‐like domain primes mitochondrial  translocation of Parkin  and  regulates mitophagy. Sci. Rep.  2012, 2, 

1002, doi:10.1038/srep01002. 

66. Wong, Y.C.; Holzbaur, E.L.F. Optineurin is an autophagy receptor for damaged mitochondria in parkin‐mediated mitophagy 

that is disrupted by an ALS‐linked mutation. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2014, 111, E4439–E4448, doi:10.1073/pnas.1405752111. 

67. Lazarou, M.; Sliter, D.A.; Kane, L.A.; Sarraf, S.A.; Wang, C.; Burman, J.L.; Sideris, D.P.; Fogel, A.I.; Youle, R.J. The ubiquitin 

kinase PINK1 recruits autophagy receptors to induce mitophagy. Nature 2015, 524, 309–314, doi:10.1038/nature14893. 

68. Geisler,  S.;  Holmström,  K.M.;  Skujat,  D.;  Fiesel,  F.C.;  Rothfuss,  O.C.;  Kahle,  P.J.;  Springer, W.  PINK1/Parkin‐mediated 

mitophagy is dependent on VDAC1 and p62/SQSTM1. Nat. Cell Biol. 2010, 12, 119–131, doi:10.1038/ncb2012. 

69. Evans, C.J.; Aguilera, R.J. DNase II: Genes, enzymes and function. Gene 2003, 322, 1–15, doi:10.1016/j.gene.2003.08.022. 

70. Kawasaki, T.; Kawai, T. Toll‐like receptor signaling pathways. Front. Immunol. 2014, 5, 461, doi:10.3389/fimmu.2014.00461. 

71. Zhang, Z.; Meng, P.; Han, Y.; Shen, C.; Li, B.; Hakim, M.A.; Zhang, X.; Lu, Q.; Rong, M.; Lai, R. Mitochondrial DNA‐LL‐37 

complex  promotes  atherosclerosis  by  escaping  from  autophagic  recognition.  Immunity  2015,  43,  1137–1147, 

doi:10.1016/j.immuni.2015.10.018. 

72. Soubannier,  V.; McLelland, G.‐L.;  Zunino,  R.;  Braschi,  E.;  Rippstein,  P.;  Fon,  E.A.; McBride, H.M. A  vesicular  transport 

pathway shuttles cargo from mitochondria to lysosomes. Curr. Biol. 2012, 22, 135–141, doi:10.1016/j.cub.2011.11.057. 

73. Sugiura,  A.;  McLelland,  G.‐L.;  Fon,  E.A.;  McBride,  H.M.  A  new  pathway  for  mitochondrial  quality  control: 

Mitochondrial‐derived vesicles. EMBO J. 2014, 33, 2142–2156, doi:10.15252/embj.201488104. 

74. Desdín‐Micó, G.; Mittelbrunn, M. Role of exosomes in the protection of cellular homeostasis. Cell Adh. Migr. 2017, 11, 127–134, 

doi:10.1080/19336918.2016.1251000. 

75. Islam,  M.N.;  Das,  S.R.;  Emin,  M.T.;  Wei,  M.;  Sun,  L.; Westphalen,  K.;  Rowlands,  D.J.;  Quadri,  S.K.;  Bhattacharya,  S.; 

Bhattacharya, J. Mitochondrial transfer from bone‐marrow‐derived stromal cells to pulmonary alveoli protects against acute 

lung injury. Nat. Med. 2012, 18, 759–765, doi:10.1038/nm.2736. 



Cells 2021, 10, 537  15  of  17 
 

 

76. Dong, L.F.; Kovarova, J.; Bajzikova, M.; Bezawork‐Geleta, A.; Svec, D.; Endaya, B.; Sachaphibulkij, K.; Coelho, A.R.; Sebkova, 

N.;  Ruzickova,  A.;  et  al.  Horizontal  transfer  of  whole  mitochondria  restores  tumorigenic  potential  in  mitochondrial 

DNA‐deficient cancer cells. Elife 2017, 6, e22187, doi:10.7554/eLife.22187. 

77. Spees, J.L.; Olson, S.D.; Whitney, M.J.; Prockop, D.J. Mitochondrial transfer between cells can rescue aerobic respiration. Proc. 

Natl. Acad. Sci. USA 2006, 103, 1283–1288, doi:10.1073/pnas.0510511103. 

78. Griessinger, E.; Moschoi, R.; Biondani, G.; Peyron,  J.‐F. Mitochondrial  transfer  in  the  leukemia microenvironment.  Trends 

Cancer 2017, 3, 828–839, doi:10.1016/j.trecan.2017.10.003. 

79. Marzetti, E.; Guerra,  F.; Calvani, R.; Marini,  F.; Biancolillo, A.; Gervasoni,  J.;  Primiano, A.; Coelho‐Júnior, H.J.; Landi,  F.; 

Bernabei, R.; et al. Circulating mitochondrial‐derived vesicles, inflammatory biomarkers and amino acids in older adults with 

physical  frailty  and  sarcopenia:  A  preliminary  BIOSPHERE  multi‐marker  study  using  sequential  and  orthogonalized 

covariance selection–linear discriminant analysis. Front. Cell Dev. Biol. 2020, 8, 564417, doi:10.3389/fcell.2020.564417. 

80. Picca, A.; Beli, R.; Calvani, R.; Coelho‐Júnior, H.J.; Landi, F.; Bernabei, R.; Bucci, C.; Guerra, F.; Marzetti, E. Older adults with 

physical frailty and sarcopenia show increased levels of circulating small extracellular vesicles with a specific mitochondrial 

signature. Cells 2020, 9, 973, doi:10.3390/cells9040973. 

81. Picca, A.; Guerra, F.; Calvani, R.; Marini, F.; Biancolillo, A.; Landi, G.; Beli, R.; Landi, F.; Bernabei, R.; Bentivoglio, A.; et al. 

Mitochondrial  signatures  in  circulating  extracellular  vesicles  of  older  adults with  Parkinson’s  disease:  Results  from  the 

EXosomes in PArkiNson’s Disease (EXPAND) study. J. Clin. Med. 2020, 9, 504, doi:10.3390/jcm9020504. 

82. Ding, Z.; Liu, S.; Wang, X.; Khaidakov, M.; Dai, Y.; Mehta, J.L. Oxidant stress in mitochondrial DNA damage, autophagy and 

inflammation in atherosclerosis. Sci. Rep. 2013, 3, 1077, doi:10.1038/srep01077. 

83. Ding, Z.; Liu, S.; Wang, X.; Dai, Y.; Khaidakov, M.; Deng, X.; Fan, Y.; Xiang, D.; Mehta,  J.L. LOX‐1, mtDNA damage, and 

NLRP3  inflammasome  activation  inmacrophages:  Implications  in  atherogenesis.  Cardiovasc.  Res.  2014,  103,  619–628, 

doi:10.1093/cvr/cvu114. 

84. Kim, I.; Rodriguez‐Enriquez, S.; Lemasters, J.J. Selective degradation of mitochondria by mitophagy. Arch. Biochem. Biophys. 

2007, 462, 245–253, doi:10.1016/j.abb.2007.03.034. 

85. Gottlieb,  R.A.; Mentzer,  R.M.,  Jr.;  Linton,  P.‐J.  Impaired mitophagy  at  the  heart  of  injury. Autophagy  2011,  7,  1573–1574, 

doi:10.4161/auto.7.12.18175. 

86. Nakahira, K.; Haspel,  J.A.; Rathinam, V.A.K.; Lee, S.J.; Dolinay, T.; Lam, H.C.; Englert,  J.A.; Rabinovitch, M.; Cernadas, M.; 

Kim, H.P.;  et  al. Autophagy  proteins  regulate  innate  immune  responses  by  inhibiting  the  release  of mitochondrial DNA 

mediated by the NALP3 inflammasome. Nat. Immunol. 2011, 12, 222–230, doi:10.1038/ni.1980. 

87. Pihán, P.; Carreras‐Sureda, A.; Hetz, C. BCL‐2 family: Integrating stress responses at the ER to control cell demise. Cell Death 

Differ. 2017, 24, 1478–1487, doi:10.1038/cdd.2017.82. 

88. Brumatti, G.; Salmanidis, M.; Ekert, P.G. Crossing paths:  Interactions between  the cell death machinery and growth  factor 

survival signals. Cell. Mol. Life Sci. 2010, 67, 1619–1630, doi:10.1007/s00018‐010‐0288‐8. 

89. Roos, W.P.; Thomas, A.D.; Kaina, B. DNA damage and the balance between survival and death  in cancer biology. Nat. Rev. 

Cancer 2016, 16, 20–33, doi:10.1038/nrc.2015.2. 

90. Lomonosova,  E.; Chinnadurai, G.  BH3‐only  proteins  in  apoptosis  and  beyond: An  overview. Oncogene  2008,  27,  S2–S19, 

doi:10.1038/onc.2009.39. 

91. Wu, C.C.; Bratton, S.B. Regulation of the intrinsic apoptosis pathway by reactive oxygen species. Antioxid. Redox Signal. 2013, 

19, 546–558, doi:10.1089/ars.2012.4905. 

92. Edlich,  F.;  Banerjee,  S.;  Suzuki, M.;  Cleland, M.M.; Arnoult, D.; Wang,  C.; Neutzner, A.;  Tjandra, N.;  Youle,  R.J.  Bcl‐xL 

retrotranslocates Bax from the mitochondria into the cytosol. Cell 2011, 145, 104–116, doi:10.1016/j.cell.2011.02.034. 

93. Garner, T.P.; Reyna, D.E.; Priyadarshi, A.; Chen, H.C.; Li, S.; Wu, Y.; Ganesan, Y.T.; Malashkevich, V.N.; Almo, S.S.; Cheng, 

E.H.;  et  al.  An  autoinhibited  dimeric  form  of  BAX  regulates  the  BAX  activation  pathway. Mol.  Cell  2016,  63,  485–497, 

doi:10.1016/j.molcel.2016.06.010. 

94. Schellenberg, B.; Wang, P.; Keeble,  J.A.; Rodriguez‐Enriquez, R.; Walker,  S.; Owens, T.W.;  Foster,  F.; Tanianis‐Hughes,  J.; 

Brennan,  K.;  Streuli,  C.H.;  et  al.  Bax  exists  in  a  dynamic  equilibrium  between  the  cytosol  and mitochondria  to  control 

apoptotic priming. Mol. Cell 2013, 49, 959–971, doi:10.1016/j.molcel.2012.12.022. 

95. Cheng, E.H.Y.; Sheiko, T.V.; Fisher,  J.K.; Craigen, W.J.; Korsmeyer, S.J. VDAC2  inhibits BAK activation and mitochondrial 

apoptosis. Science 2003, 301, 513–517, doi:10.1126/science.1083995. 

96. Lazarou, M.;  Stojanovski, D.;  Frazier, A.E.; Kotevski, A.; Dewson, G.; Craigen, W.J.; Kluck, R.M.; Vaux, D.L.; Ryan, M.T. 

Inhibition of Bak activation by VDAC2 is dependent on the Bak transmembrane anchor. J. Biol. Chem. 2010, 285, 36876–36883, 

doi:10.1074/jbc.M110.159301. 

97. Naghdi, S.; Várnai, P.; Hajnóczky, G. Motifs of VDAC2 required for mitochondrial Bak  import and tBid‐induced apoptosis. 

Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2015, 112, E5590–E5599, doi:10.1073/pnas.1510574112. 

98. Ma, S.B.; Nguyen, T.N.; Tan, I.; Ninnis, R.; Iyer, S.; Stroud, D.A.; Menard, M.; Kluck, R.M.; Ryan, M.T.; Dewson, G. Bax targets 

mitochondria by distinct mechanisms before or during apoptotic cell death: A requirement for VDAC2 or Bak for efficient Bax 

apoptotic function. Cell Death Differ. 2014, 21, 1925–1935, doi:10.1038/cdd.2014.119. 

99. Kuwana,  T.;  Bouchier‐Hayes,  L.; Chipuk,  J.E.;  Bonzon, C.;  Sullivan,  B.A.; Green, D.R.; Newmeyer, D.D.  BH3  domains  of 

BH3‐only  proteins  differentially  regulate  Bax‐mediated  mitochondrial  membrane  permeabilization  both  directly  and 

indirectly. Mol. Cell 2005, 17, 525–535, doi:10.1016/j.molcel.2005.02.003. 



Cells 2021, 10, 537  16  of  17 
 

 

100. Chen, L.; Willis, S.N.; Wei, A.; Smith, B.J.; Fletcher,  J.I.; Hinds, M.G.; Colman, P.M.; Day, C.L.; Adams,  J.M.; Huang, D.C.S. 

Differential targeting of prosurvival Bcl‐2 proteins by their BH3‐only ligands allows complementary apoptotic function. Mol. 

Cell 2005, 17, 393–403, doi:10.1016/j.molcel.2004.12.030. 

101. Wei, M.C.; Zong, W.X.; Cheng, E.H.Y.; Lindsten, T.; Panoutsakopoulou, V.; Ross, A.J.; Roth, K.A.; Macgregor, G.R.; Thompson, 

C.B.; Korsmeyer, S.J. Proapoptotic BAX and BAK: A requisite gateway to mitochondrial dysfunction and death. Science 2001, 

292, 727–730, doi:10.1126/science.1059108. 

102. Lum, J.J.; Bauer, D.E.; Kong, M.; Harris, M.H.; Li, C.; Lindsten, T.; Thompson, C.B. Growth factor regulation of autophagy and 

cell survival in the absence of apoptosis. Cell 2005, 120, 237–248, doi:10.1016/j.cell.2004.11.046. 

103. Chipuk,  J.E.;  Bouchier‐Hayes,  L.;  Green,  D.R.  Mitochondrial  outer  membrane  permeabilization  during  apoptosis:  The 

innocent bystander scenario. Cell Death Differ. 2006, 13, 1396–1402, doi:10.1038/sj.cdd.4401963. 

104. Czabotar,  P.E.;  Lessene, G.;  Strasser, A.; Adams,  J.M. Control  of  apoptosis  by  the BCL‐2  protein  family:  Implications  for 

physiology and therapy. Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 2014, 15, 49–63, doi:10.1038/nrm3722. 

105. Moldoveanu, T.; Follis, A.V.; Kriwacki, R.W.; Green, D.R. Many players in BCL‐2 family affairs. Trends Biochem. Sci. 2014, 39, 

101–111, doi:10.1016/j.tibs.2013.12.006. 

106. Scorrano, L.; Oakes, S.A.; Opferman, J.T.; Cheng, E.H.; Sorcinelli, M.D.; Pozzan, T.; Korsmeyer, S.J. BAX and BAK regulation 

of endoplasmic reticulum Ca2+: A control point for apoptosis. Science 2003, 300, 135–139, doi:10.1126/science.1081208. 

107. Alavian, K.N.; Li, H.; Collis, L.; Bonanni, L.; Zeng, L.; Sacchetti, S.; Lazrove, E.; Nabili, P.; Flaherty, B.; Graham, M.; et al. Bcl‐x 

L regulates metabolic efficiency of neurons  through  interaction with  the mitochondrial F1 FO ATP synthase. Nat. Cell Biol. 

2011, 13, 1224–1233, doi:10.1038/ncb2330. 

108. Chen, Z.X.; Pervaiz, S. Bcl‐2 induces pro‐oxidant state by engaging mitochondrial respiration in tumor cells. Cell Death Differ. 

2007, 14, 1617–1627, doi:10.1038/sj.cdd.4402165. 

109. Llambi, F.; Moldoveanu, T.; Tait, S.W.G.; Bouchier‐Hayes, L.; Temirov, J.; McCormick, L.L.; Dillon, C.P.; Green, D.R. A unified 

model  of  mammalian  BCL‐2  protein  family  interactions  at  the  mitochondria.  Mol.  Cell  2011,  44,  517–531, 

doi:10.1016/j.molcel.2011.10.001. 

110. bei Chen, Y.; Aon, M.A.; Hsu, Y.; Te Soane, L.; Teng, X.; McCaffery, J.M.; Cheng, W.C.; Qi, B.; Li, H.; Alavian, K.N.; et al. Bcl‐x 

L  regulates  mitochondrial  energetics  by  stabilizing  the  inner  membrane  potential.  J.  Cell  Biol.  2011,  195,  263–276, 

doi:10.1083/jcb.201108059. 

111. D’Alessio, M.; De Nicola, M.; Coppola, S.; Gualandi, G.; Pugliese, L.; Cerella, C.; Cristofanon, S.; Civitareale, P.; Ciriolo, M.R.; 

Bergamaschi, A.; et al. Oxidative Bax dimerization promotes  its  translocation  to mitochondria  independently of apoptosis. 

FASEB J. 2005, 19, 1504–1506, doi:10.1096/fj.04‐3329fje. 

112. Ader, N.R.; Hoffmann,  P.C.; Ganeva,  I.;  Borgeaud, A.C.; Wang,  C.;  Youle,  R.J.;  Kukulski, W. Molecular  and  topological 

reorganizations  in  mitochondrial  architecture  interplay  during  bax‐mediated  steps  of  apoptosis.  Elife  2019,  8,  e40712, 

doi:10.7554/eLife.40712. 

113. Jiang, X.; Jiang, H.; Shen, Z.; Wang, X. Activation of mitochondrial protease OMA1 by bax and bak promotes cytochrome c 

release during apoptosis. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2014, 111, 14782–14787, doi:10.1073/pnas.1417253111. 

114. Varanita, T.; Soriano, M.E.; Romanello, V.; Zaglia, T.; Quintana‐Cabrera, R.; Semenzato, M.; Menabò, R.; Costa, V.; Civiletto, 

G.; Pesce, P.; et al. The Opa1‐dependent mitochondrial cristae remodeling pathway controls atrophic, apoptotic, and ischemic 

tissue damage. Cell Metab. 2015, 21, 834–844, doi:10.1016/j.cmet.2015.05.007. 

115. Cho, D.H.; Nakamura, T.; Fang, J.; Cieplak, P.; Godzik, A.; Gu, Z.; Lipton, S.A. β‐Amyloid‐related mitochondrial fission and 

neuronal injury. Science 2009, 324, 102–105, doi:10.1126/science.1171091. 

116. Wang, D.B.; Kinoshita, C.; Kinoshita, Y.; Morrison, R.S. P53 and mitochondrial function in neurons. Biochim. Biophys. Acta 2014, 

1842, 1186–1197, doi:10.1016/j.bbadis.2013.12.015. 

117. Yuan, H.; Gerencser, A.A.; Liot, G.; Lipton, S.A.; Ellisman, M.; Perkins, G.A.; Bossy‐Wetzel, E. Mitochondrial  fission  is an 

upstream and required event for bax foci formation in response to nitric oxide in cortical neurons. Cell Death Differ. 2007, 14, 

462–471, doi:10.1038/sj.cdd.4402046. 

118. Li,  P.;  Nijhawan,  D.;  Budihardjo,  I.;  Srinivasula,  S.M.;  Ahmad,  M.;  Alnemri,  E.S.;  Wang,  X.  Cytochrome  c  and 

dATP‐dependent  formation  of  Apaf‐1/caspase‐9  complex  initiates  an  apoptotic  protease  cascade.  Cell  1997,  91,  479–489, 

doi:10.1016/S0092‐8674(00)80434‐1. 

119. McArthur, K.; Whitehead, L.W.; Heddleston, J.M.; Li, L.; Padman, B.S.; Oorschot, V.; Geoghegan, N.D.; Chappaz, S.; Davidson, 

S.; Chin, H.S.; et al. BAK/BAX macropores  facilitate mitochondrial herniation and mtDNA efflux during apoptosis. Science 

2018, 359, 6047, doi:10.1126/science.aao6047. 

120. Shalini, S.; Dorstyn, L.; Dawar, S.; Kumar, S. Old, new and emerging functions of caspases. Cell Death Differ. 2015, 22, 526–539, 

doi:10.1038/cdd.2014.216. 

121. Verhagen,  A.M.;  Ekert,  P.G.;  Pakusch, M.;  Silke,  J.;  Connolly,  L.M.;  Reid,  G.E.; Moritz,  R.L.;  Simpson,  R.J.;  Vaux,  D.L. 

Identification of DIABLO, a mammalian protein that promotes apoptosis by binding to and antagonizing IAP proteins. Cell 

2000, 102, 43–53, doi:10.1016/S0092‐8674(00)00009‐X. 

122. Du, C.;  Fang, M.;  Li, Y.;  Li,  L.; Wang, X.  Smac,  a mitochondrial  protein  that  promotes  cytochrome  c‐dependent  caspase 

activation by eliminating IAP inhibition. Cell 2000, 102, 33–42, doi:10.1016/S0092‐8674(00)00008‐8. 

123. Salvesen, G.S.; Duckett,  C.S.  IAP  proteins:  Blocking  the  road  to  death’s  door. Nat.  Rev. Mol.  Cell  Biol.  2002,  3,  401–410, 
doi:10.1038/nrm830. 



Cells 2021, 10, 537  17  of  17 
 

 

124. Burri,  L.;  Strahm,  Y.; Hawkins,  C.J.;  Gentle,  I.E.;  Puryer, M.A.;  Verhagen,  A.;  Callus,  B.;  Vaux,  D.;  Lithgow,  T. Mature 

DIABLO/Smac  is  produced  by  the  IMP  protease  complex  on  the mitochondrial  inner membrane. Mol. Biol. Cell  2005,  16, 

2926–2933, doi:10.1091/mbc.E04‐12‐1086. 

125. Saita,  S.; Nolte, H.;  Fiedler,  K.U.;  Kashkar, H.;  Saskia, A.V.;  Zahedi,  R.P.;  Krüger, M.;  Langer,  T.  PARL mediates  Smac 

proteolytic maturation in mitochondria to promote apoptosis. Nat. Cell Biol. 2017, 19, 318–328, doi:10.1038/ncb3488. 

126. Rongvaux, A.; Jackson, R.; Harman, C.C.D.; Li, T.; West, A.P.; De Zoete, M.R.; Wu, Y.; Yordy, B.; Lakhani, S.A.; Kuan, C.Y.; et 

al.  Apoptotic  caspases  prevent  the  induction  of  type  i  interferons  by  mitochondrial  DNA.  Cell  2014,  159,  1563–1577, 

doi:10.1016/j.cell.2014.11.037. 

127. White, M.J.; McArthur, K.; Metcalf, D.; Lane, R.M.; Cambier, J.C.; Herold, M.J.; Van Delft, M.F.; Bedoui, S.; Lessene, G.; Ritchie, 

M.E.; et al. Apoptotic caspases suppress mtDNA‐induced STING‐mediated type I IFN production. Cell 2014, 159, 1549–1562, 

doi:10.1016/j.cell.2014.11.036. 

128. Cai, X.; Chiu, Y.H.; Chen, Z.J. The cGAS‐cGAMP‐STING pathway of cytosolic DNA sensing and signaling. Mol. Cell 2014, 54, 

289–296, doi:10.1016/j.molcel.2014.03.040. 

129. Saito, Y.; Hikita, H.; Nozaki, Y.; Kai, Y.; Makino, Y.; Nakabori, T.; Tanaka, S.; Yamada, R.; Shigekawa, M.; Kodama, T.; et al. 

DNase II activated by the mitochondrial apoptotic pathway regulates RIP1‐dependent non‐apoptotic hepatocyte death via the 

TLR9/IFN‐β signaling pathway. Cell Death Differ. 2019, 26, 470–486, doi:10.1038/s41418‐018‐0131‐6. 

130. Netea, M.G.; Simon, A.; Van De Veerdonk, F.; Kullberg, B.J.; Van Der Meer, J.W.M.; Joosten, L.A.B. IL‐1β processing in host 

defense: Beyond the inflammasomes. PLoS Pathog. 2010, 6, e1000661, doi:10.1371/journal.ppat.1000661. 

131. Giampazolias,  E.;  Zunino,  B.;  Dhayade,  S.;  Bock,  F.;  Cloix,  C.;  Cao,  K.;  Roca,  A.;  Lopez,  J.;  Ichim,  G.;  Proïcs,  E.;  et  al. 

Mitochondrial permeabilization engages NF‐κB‐dependent anti‐tumour activity under caspase deficiency. Nat. Cell Biol. 2017, 

19, 1116–1129, doi:10.1038/ncb3596. 

132. Martin,  S.J.;  Henry,  C.M.;  Cullen,  S.P.  A  perspective  on  mammalian  caspases  as  positive  and  negative  regulators  of 

inflammation. Mol. Cell 2012, 46, 387–397, doi:10.1016/j.molcel.2012.04.026. 

133. McArthur,  K.;  Kile,  B.T.  Apoptotic  mitochondria  prime  anti‐tumour  immunity.  Cell  Death  Discov.  2020,  6,  98, 

doi:10.1038/s41420‐020‐00335‐6. 

134. Lindqvist, L.M.;  Frank, D.; McArthur, K.; Dite, T.A.; Lazarou, M.; Oakhill,  J.S.; Kile, B.T.; Vaux, D.L. Autophagy  induced 

during  apoptosis  degrades  mitochondria  and  inhibits  type  I  interferon  secretion.  Cell  Death  Differ.  2018,  25,  782–794, 

doi:10.1038/s41418‐017‐0017‐z. 

135. Yamazaki, T.; Kirchmair, A.; Sato, A.; Buqué, A.; Rybstein, M.; Petroni, G.; Bloy, N.; Finotello, F.; Stafford, L.; Manzano, E.N.; 

et  al. Mitochondrial DNA drives abscopal  responses  to  radiation  that  are  inhibited by  autophagy. Nat.  Immunol. 2020,  21, 

1160–1171, doi:10.1038/s41590‐020‐0751‐0. 

136. MacKenzie, K.J.; Carroll, P.; Martin, C.A.; Murina, O.; Fluteau, A.; Simpson, D.J.; Olova, N.; Sutcliffe, H.; Rainger, J.K.; Leitch, 

A.;  et  al.  CGAS  surveillance  of  micronuclei  links  genome  instability  to  innate  immunity.  Nature  2017,  548,  461–465, 

doi:10.1038/nature23449. 

137. Harding, S.M.; Benci, J.L.; Irianto, J.; Discher, D.E.; Minn, A.J.; Greenberg, R.A. Mitotic progression following DNA damage 

enables pattern recognition within micronuclei. Nature 2017, 548, 466–470, doi:10.1038/nature23470. 

138. Kim, K.W.; Moretti, L.; Lu, B. M867, a novel selective  inhibitor of caspase‐3 enhances cell death and extends  tumor growth 

delay in irradiated Lung cancer models. PLoS ONE 2008, 3, e2275, doi:10.1371/journal.pone.0002275. 

139. Moretti, L.; Kwang, W.K.; Dae, K.J.; Willey, C.D.; Lu, B. Radiosensitization of solid tumors by Z‐VAD, a pan‐caspase inhibitor. 

Mol. Cancer Ther. 2009, 8, 1270–1279, doi:10.1158/1535‐7163.MCT‐08‐0893. 

140. Han, C.; Liu, Z.; Zhang, Y.; Shen, A.; Dong, C.; Zhang, A.; Moore, C.; Ren, Z.; Lu, C.; Cao, X.; et al. Tumor cells suppress 

radiation‐induced immunity by hijacking caspase 9 signaling. Nat. Immunol. 2020, 21, 546–554, doi:10.1038/s41590‐020‐0641‐5. 

 


