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AVANT PROPOS 
 

Les maladies non-alcooliques du foie ou NAFLD (Non-Alcoholic Fatty Liver Disease) représentent 

les atteintes hépatiques les plus fréquentes dans le monde. Leur prévalence est en constante 

augmentation en parallèle de l’augmentation de l’obésité, premier facteur de risque pour ces 
maladies (Estes et al., 2018; Younossi, 2019). A l’heure actuelle, elles affectent environ 25 % de la 

population mondiale et jusqu’à 80% des personnes obèses ou en surpoids (Dai et al., 2017; 

Younossi, 2019). Les NAFLD sont des pathologies évolutives dont le premier stade est la stéatose 

hépatique, caractérisée par l’enrichissement des hépatocytes en triglycérides stockées au sein de 
gouttelettes lipidiques. D’un point de vue clinique, la stéatose est considérée comme bénigne, 

mais elle peut cependant sensibilisée le foie aux agressions ultérieures, pouvant évoluer vers des 

stades plus sévères de la maladie. En effet, 10 à 30% des personnes atteintes de stéatose vont 

développer une steatohépatite ou  NASH (« Non-Alcoholic Steatohepatitis »), caractérisée par une 

mort des hépatocytes et une inflammation hépatique. En outre, la NASH est  un stade propice au 

développement de fibrose, de cirrhose et finalement au carcinome hépatocellulaire (CHC) 

(Chalasani et al., 2018; Younossi, 2019). De ce fait, les NAFLD sont devenues la première cause de 

développement de CHC ces dernières années et sont associées à une augmentation du risque de 

mortalité (Chalasani et al., 2018; Younossi and Henry, 2016). 

Malgré l’attention grandissante portée sur les NAFLD, les causes et les mécanismes responsables 
de la transition de la stéatose hépatique vers la NASH restent encore à préciser. L’identification 
des facteurs impliqués est donc un véritable enjeu de santé publique, ce qui pourrait permettre 

de réduire l’incidence des pathologies menant au CHC. 

Récemment, de nombreuses études ont mis en évidence que l’exposition aux toxiques  
environnementaux pourrait agir comme un nouveau facteur de risque pour le développement de 

NAFLD (Al-Eryani et al., 2015; Wahlang et al., 2019). Parmi ces polluants, les perturbateurs 

endocriniens sont particulièrement préoccupants, du fait de leur présence ubiquitaire dans 

l’environnement qui nous entoure (alimentation, eau, revêtements, plastiques, textiles, 

pesticides, cosmétiques, pollution atmosphérique, etc.) et de leur rôle fortement suspecté dans 

le développement des maladies métaboliques telles que les NAFLD, mais également l’obésité et 
le diabète (Foulds et al., 2017; Heindel et al., 2017; Wahlang et al., 2013).  

Conformément au cadre réglementaire mis en place au sein de l'Union Européenne (UE) pour 

réduire l'utilisation de certains PE et protéger les consommateurs, de nouvelles méthodes plus 

efficaces permettant de prédire correctement les effets de PE sont nécessaires, et en particulier 

pour évaluer leurs effets sur les maladies métaboliques. Dans ce contexte, le projet Européen 

Oberon a été initié pour fournir une batterie de tests standardisés permettant d’identifier et de 

caractériser les effets des PE sur les maladies métaboliques telles que l’obésité, le diabète et les 
NAFLD (Audouze et al., 2020). Cette approche multidisciplinaire combine des tests expérimentaux 

sur modèles in vitro (cellules 2D, 3D) et in vivo (poisson-zèbre) ; des technologies omiques à haut 

débit ; de l’épidémiologie et des études de biosurveillance humaine ; ainsi que des modèles de 
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prédictions informatiques avancés (in silico). Le but final de ce projet vise à une meilleure 

évaluation des risques et la prise de décisions quant à la règlementation des PE. 

Dans ce contexte, cette thèse s’est donc intéressée à développer des tests biologiques sur modèle 

in vivo (la larve de poisson-zèbre) permettant d’évaluer la capacité des PE à induire l’initiation des 
NAFLD, i.e. la stéatose (1er test : StAZ, Steatosis Assay on Zebrafish), ainsi que leur progression 

vers le stade pathologique de la NASH (2nd test : ShAZ, Steatohepatitis Assay on Zebrafish), tout 

en caractérisant leurs mécanismes d’actions dans l’initiation de ces pathologies.  

La première partie de cette thèse est une synthèse bibliographique, où seront présentés en détail 

les NAFLD, puis les perturbateurs endocriniens et leur implication dans les NAFLD, pour finir sur 

une présentation du modèle in vivo choisi : le poisson-zèbre. Par la suite, les résultats seront 

séparés en trois parties ; une première présentant le développement du premier test utilisé pour 

évaluer la capacité des PE à initier la stéatose ainsi que l’étude des modes d’actions des PE 
impliqués ; une seconde partie introduisant le développement du second test visant à évaluer la 

capacité des PE à induire la progression pathologique de la stéatose vers la NASH, ainsi que 

certains mécanismes d’actions ciblés, et enfin une troisième partie s’intéressant à la validation 
d’un test déjà développé par d’autres partenaires du projet, visant à évaluer les capacité des PE à 
induire une autre maladie métabolique, l’obésité. Enfin, une discussion générale portant sur 
l’ensemble des résultats obtenus au cours de cette thèse sera réalisée, et des perspectives 
concernant les futurs travaux seront intégrées. 
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Chapitre 1 : Les NAFLD 

 

I. Rappel sur les fonctions métaboliques du foie  

Le foie joue un rôle essentiel dans de nombreux processus physiologiques dont les fonctions 

principales sont : le maintien de l’homéostasie glucido-lipidique, la synthèse de protéines 

sanguines, la détoxification des composés endogènes et des xénobiotiques, ainsi que la 

production de la bile intervenant dans la digestion. En plus d’assurer la synthèse de glucides, 
lipides, de protéines et d’hormones, il est aussi un lieu de stockage des vitamines et du glycogène. 

i. Le foie et sa composition 

Le foie est l’organe le plus volumineux de l’organisme humain, situé dans la cavité abdominale ; il 

fait partie du système digestif. Il est divisé en 4 lobes hépatiques, étant chacun subdivisé en 

millions d’unités fonctionnelles appelées lobules hépatiques. Chaque lobule est constitué de 

milliers de cellules hépatiques divisées en deux groupes. Les cellules parenchymateuses sont les 

hépatocytes, et les cellules non parenchymateuses comprennent les cholangiocytes, les cellules 

endothéliales sinusoïdales, les cellules étoilées et les cellules de Kupffer (Figure 1). 

Les hépatocytes, représentent 80% des cellules hépatiques (Watt et al., 2019) et sont organisées 

en travées hépatocytaires le long des sinusoïdes. Ces cellules possèdent des microvillosités sur les 

faces orientées vers les sinusoïdes afin d’améliorer les échanges avec le sang. L’hépatocyte assure 
l’essentiel des fonctions métaboliques et de détoxification et possède une forte capacité de 

régénération et de renouvellement. Ce sont aussi les cellules productrices de bile qui est ensuite 

transportée par les canalicules biliaires jusqu’au canal biliaire, rattaché au foie, et qui va aider à la 
digestion des aliments dans l’intestin. 

Les cholangiocytes sont les cellules épithéliales bordant les canaux biliaires contribuant au 

transport de la bile.  

Les cellules sinusoïdales sont des cellules endothéliales qui bordent la paroi du vaisseau sanguin. 

Elles possèdent des fenestrations permettant les échanges entre le sang et les hépatocytes et qui 

agissent également comme un filtre entre ces deux éléments. 

Les cellules étoilées sont localisées dans les espaces formés entre les cellules endothéliales et les 

hépatocytes, appelés espace de Disse et servant de drainage lymphatique. Elles assurent le rôle 

de stockage de vitamine A et ont des fonctions immunitaires. Ces cellules ont également un rôle 

physiologique, notamment lors du processus inflammatoire, au cours duquel leur activation de 

manière chronique conduit à la production de tissus fibreux (matrice extracellulaire).  

Les cellules de Kupffer sont les macrophages résidents, accolés aux cellules endothéliales. Ils ont 

un rôle important dans la phagocytose d’agents biologiques ayant traversé la barrière intestinale. 
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D’autres cellules du système immunitaire résident dans le foie, comme les lymphocytes Natural 

Killer ainsi qu’une petite proportion de cellules dendritiques (Nemeth et al., 2009). Ces cellules 

immunitaires assurent une surveillance et une défense continue du foie face aux agents 

pathogènes pouvant arriver de la circulation systémique.  

 

Figure 1 : Schéma de l’architecture cellulaire d’un lobule hépatique (A) (adapté de Gordillo et al., 2015) et de la 

zonation hépatique selon le gradient d’oxygène (B) (adapté de Kietzmann et al., 2017 et de Cunningham et al., 

2021) 

Le foie est un organe très vascularisé, traversé par 1,4 litres de sang en moyenne chaque minute. 

Il est alimenté en sang par deux principaux vaisseaux sanguins : la veine porte (70-75% du flux) qui 

amène le sang riche en nutriments du système digestif et l’artère hépatique (25-30% du flux) qui 

amène le sang riche en oxygène provenant du cœur (Abdel-Misih and Bloomston, 2010). Le sang 

circule ensuite dans le lobule à travers les sinusoïdes situés entre les travées d’hépatocytes, 
jusqu’à la circulation systémique par l’intermédiaire de la veine centrolobulaire. Les régions 
entourant les artères hépatiques et veines portes sont dites « péri-portales », alors que les zones 

entourant la veine centrale sont dites « péri-veineuses » (Figure 1). 
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L’organisation fonctionnelle du tissu hépatique est calquée sur l’architecture de la 
microcirculation hépatique. Le flux sanguin à travers le lobule hépatique génère des gradients 

d’oxygène, de nutriments et d’hormones différents, exposant les hépatocytes de chaque zone à 
différentes conditions métaboliques. Ainsi, en fonction de leur position dans le parenchyme 

hépatique, les hépatocytes diffèrent par leurs activités métaboliques. Cette compartimentation 

métabolique permet une distribution hétérogène des enzymes hépatiques, permettant le 

fonctionnement simultané de voies métaboliques opposées au sein du lobule hépatique. Ce 

principe est appelé la zonation métabolique (Figure 1B) (Cunningham and Porat-Shliom, 2021; 

Jungermann and Sasse, 1978; Kietzmann, 2017). La zone péri-portale, zone où le sang riche en 

oxygène arrive par l’artère hépatique, est spécialisée dans le métabolisme oxydatif, le catabolisme 

des acides gras et la néoglucogenèse. Alors que la zone péri-veineuse, zone où l’oxygénation est 

plus faible, assure préférentiellement la glycolyse, la synthèse des acides gras et la cétogenèse. 

Elle assure également l’essentiel des fonctions de biotransformation des xénobiotiques 

(Birchmeier, 2016). Les facteurs pouvant influencer cette zonation sont multiples mais la voie de 

signalisation Wnt/β-caténine a été décrite comme étant l’un des régulateurs centraux de la 

fonction hépatique (Kietzmann, 2017; Monga, 2014). L’examen de la zonation hépatique est 
également essentiel pour la compréhension des maladies du foie, dont beaucoup se développent 

de façon non uniforme à travers le lobule. C’est le cas par exemple des maladies non alcooliques 
du foie, dont la progression pathologique se produit de manière zonée et est initiée au niveau de 

la zone péri-veineuse (Chalasani et al., 2008). 

ii. Les fonctions métaboliques du foie  

Si le foie remplit de nombreuses fonctions métaboliques, seules les deux principales seront 

décrites dans cette section : la détoxification des xénobiotiques et le métabolisme énergétique. 

 

a. La détoxification des xénobiotiques 

L’une des fonctions majeures du foie est le métabolisme et l’élimination des xénobiotiques, 

processus appelé détoxification. Sous le terme xénobiotiques sont regroupés diverses molécules 

chimiques d’origine exogène, que ce soit l’alcool, les médicaments, les contaminants alimentaires 

ou les polluants environnementaux, qui peuvent s’accumuler et/ou entrainer une toxicité pour 

l’organisme. Leur détoxification est donc vitale et réalisée grâce aux enzymes du métabolisme et 

des transporteurs des xénobiotiques (EMTX) présents dans le foie. Après l’entrée des 

xénobiotiques dans la cellule hépatique, que ce soit par diffusion simple ou par l’intermédiaire de 
transporteurs membranaires, les EMTX vont prendre en charge ces composés, souvent lipophiles, 

pour les convertir en métabolites plus hydrophiles. Ce processus facilite leur excrétion par les 

fluides biologiques et permet ainsi leur élimination.  

Ce processus de détoxification comprend 3 phases et aboutit donc à l’élimination du composé 
exogène (Figure 2). 
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Figure 2 : Métabolisme hépatique des xénobiotiques. Les xénobiotiques (R) de nature non polaire et lipophiles 

sont captés du sang vers le foie par différents transporteurs. Ils vont subir des réactions de fonctionnalisation 

afin de les rendre plus polaires et moins lipophiles (Phase I). Puis ils sont conjugués avec différents groupements 

afin de les rendre plus hydrophiles (Phase II) pour faciliter leur export (Phase III) hors de l’hépatocyte, où ils 

rejoindront la bile ou le sérum pour être éliminés dans les fèces ou l’urine. 

La phase I correspond à l’étape de fonctionnalisation des xénobiotiques. Les principales réactions 

catalysées par les enzymes de phases I sont l’oxydation, la réduction et l’hydrolyse du composé 
de départ. L’oxydation des xénobiotiques, par des mono-oxygénases, est la principale réaction 

réalisée. Elle est prise en charge par les cytochromes P450 (CYP450), qui représentent plus des ¾ 

des enzymes de phase I (Guengerich, 2008). Ces CYP450, une superfamille comprennant 57 gènes, 

diffèrent dans leur capacité à se lier et à métaboliser des xénobiotiques spécifiques. Plus 

particulièrement ce sont les CYP450 appartenant aux familles CYP1, CYP2 et CYP3 qui sont les plus 

impliquées dans la détoxification des xénobiotiques (Gueguen et al., 2006). Cependant au cours 

de la phase I, les CYP450 peuvent générer des métabolites réactifs et plus toxiques que le composé 

initial. En effet, ces métabolites réactifs sont électrophiles et peuvent réagir de façon covalente 

avec les sites nucléophiles des protéines ou des acides nucléiques. Ce phénomène de 

« bioactivation » peut être à l’origine d’effets toxiques variés allant de l’hépatotoxicité à la 
cancérogenèse (Guengerich, 2008). 

La phase II du métabolisme correspond à l’étape de conjugaison des composés. Les principales 

enzymes de conjugaison sont les UDP-Glycosyl-transférases (UGTs), les Sulfotransférases (SULTs) 

et les Glutathion-S-transférases (GSTs). Ces enzymes permettent la conjugaison du groupement 

réactif (aldéhyde ou alcool) formés lors de l’étape de fonctionnalisation avec des groupements 

polaires comme l’acide glucuronique, l’acide sulfurique ou le glutathion (par les UGTs, SULTs et 

GSTs respectivement). Ces réactions de conjugaison permettent, dans la majorité des cas, de 

former des métabolites inactifs ayant une plus grande solubilité, ce qui favorise leur excrétion.  

Enfin, la phase III permet l’efflux des métabolites hors de la cellule par des transporteurs actifs 
membranaires de la famille ATP-Binding Casette (ABC), pour qu’ils soient éliminés dans la 
circulation sanguine puis dans la bile ou l’urine. 
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b. Le métabolisme énergétique 

Le foie permet d’assurer l’homéostasie énergétique. Avec le tissu adipeux et le pancréas, ils 

régulent le métabolisme glucido-lipidique de l’organisme. Le foie traite les nutriments absorbés 

par l’intestin et arrivant par la veine porte, afin de les stocker ou de les distribuer aux autres 
organes en fonction de l’état nutritionnel (après un repas/à jeûn) et de l’activité physique. Le 

glucose représente un des principaux carburants énergétiques pour le foie. 

Après un repas, le sang arrivant au foie est riche en glucose, acides aminés et lipides, entrainant 

une augmentation de la glycémie. L’organisme va alors transformer et stocker le glucose et les 

lipides absorbés sous forme de glycogène et de triglycérides (TG) respectivement. Le glucose, 

entre dans les hépatocytes via le transporteur GLUT2 puis est directement phosphorylé en 

glucose-6-phosphate (G6P) par la glucokinase (GCK) avant d’emprunter différentes voies (Figure 

3) : 

(1) la glycogénogenèse transforme le glucose pour le stocker sous forme de glycogène. 

(2) la glycolyse métabolise le glucose en pyruvate, qui est ensuite converti en acétyl-CoA avant 

d’entrer dans le cycle de Krebs et d’activer la phosphorylation oxydative au sein des 

mitochondries, permettant de générer de l’énergie sous forme d’adénine triphosphate (ATP). 
L’acétyl-CoA produit est également le métabolite précurseur essentiel à la lipogenèse de novo. 

(3) la voie des pentoses phosphates, permet la production de pentoses-phosphates indispensables 

à la biosynthèse d’acides nucléiques et de NADPH, co-enzyme essentielle notamment pour la 

synthèse des acides gras (AG).  

(4) la lipogenèse de novo (LDN) permet de produire des AG à partir des produits glycolytiques.  

Les différents acides gras formés peuvent ensuite être estérifiés avec le glycérol-3-phosphate pour 

former des triglycérides (TG) ou avec du cholestérol pour former des esters de cholestérols. Les 

TG et les esters de cholestérols sont stockés dans les gouttelettes lipidiques au sein des 

hépatocytes ou bien sont sécrétés dans la circulation sous forme de lipoprotéines VLDL (very low 

density lipoprotein) qui seront stockés dans le tissu adipeux blanc (Bideyan et al., 2021; Rui, 2014). 

En période de jeûne, la diminution de la glycémie oriente l’organisme vers la production d’énergie 
à partir des ressources stockées, qui vont être utilisées pour alimenter les organes périphériques 

afin de maintenir leur homéostasie énergétique. Dans un premier temps, le foie libère du glucose 

dans la circulation à partir des stocks de glycogène lors de la glycogénolyse. Dans un second temps, 

le foie va favoriser la synthèse du glucose de novo à partir de substrats non glucidiques comme le 

lactate, le glycérol et les acides aminés lors de la néoglucogenèse. Durant cette phase de jeûne, 

les TG du tissu adipeux blanc sont hydrolysés en acides gras lors de la lipolyse. Ces AG sont ensuite 

captés par le foie et oxydés par la β-oxydation mitochondriale, qui fournit de l’énergie aux 

hépatocytes et permet de générer de l’acétyl-CoA. Celui-ci sert de substrat à la cétogenèse 

mitochondriale pour former des corps cétoniques, qui serviront de carburant métabolique aux 

tissus extra-hépatiques (Bideyan et al., 2021; Rui, 2014). 
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Figure 3 : Représentation schématique (non exhaustive) des voies métaboliques hépatiques contrôlant 

l’homéostasie glucido-lipidique en période post-prandiale (après alimentation, en vert) et en période de jeûne 

(en rouge).  

La transition métabolique entre les périodes d’apports alimentaires et de jeûne est finement 

régulée par une balance hormonale insuline/glucagon au niveau du pancréas. Cette balance est 

responsable du maintien permanent de la glycémie par action au niveau des hépatocytes. Au 

niveau du pancréas, une augmentation de la glycémie entraine une augmentation de la sécrétion 

d’insuline par les cellules β et une diminution de la synthèse de glucagon par les cellules α, menant 
à l’inhibition de la production de glucose hépatique (par la glycogénolyse et par la 

néoglucogenèse) et favorisant la synthèse de TG. Une diminution de la glycémie entraine une 

inversion de ce rapport insuline/glucagon.  

Le maintien de cette homéostasie énergétique met en jeu différentes voies métaboliques telles 

que la lipolyse du tissu adipeux, l’absorption des acides gras, la lipogenèse de novo (LDN), la 

synthèse des triglycérides, la β-oxydation mitochondriale, l’export des triglycérides par les VLDL 
qui seront discutées plus en détails dans cette thèse (Chapitre 1 : Les NAFLD, III Mécanismes et 

pathogénèse des NAFLD). Des perturbations de ces voies métaboliques peuvent conduire à 

l’apparition de maladies métaboliques telles que l’obésité, le diabète de type 2 ou encore les 
maladies non alcooliques du foie ou NAFLD. 
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II. Généralités sur les NAFLD 

 

i. Définitions et aspects cliniques des NAFLD (histologie et pathogénèse) 

Les maladies non-alcooliques du foie gras, ou NAFLD pour « Non-Alcoholic Fatty Liver Disease » 

sont la composante hépatique d’un ensemble de dysfonctions métaboliques confirmées en 

absence d’une consommation excessive d’alcool (≥30 g par jour pour les hommes et ≥20 g par jour 
pour les femmes), de traitements médicamenteux ou d'autres maladies hépatiques chroniques 

(EASL–EASD–EASO Guidelines, 2016).  

 

Figure 4 : Représentation schématique de l’évolution des NAFLD, avec les facteurs de prédispositions associés au 

développement des NAFLD, ainsi que les principaux mécanismes responsables de la la progression pathologique 

des différents stades de NAFLD. 

Les NAFLD englobent un large spectre d’atteinte hépatiques (Figure 4). La première est la stéatose 

hépatique (NAFL : Non-Alcoholic Fatty Liver), caractérisée par une accumulation excessive de 

triglycérides, sous forme de gouttelettes lipidiques au sein des hépatocytes, très généralement 

accompagnée d’une hépatomégalie (augmentation du volume du foie). Celle-ci doit impacter au 

moins 5% des hépatocytes pour être cliniquement considérée comme significative (Brown and 

Kleiner, 2016). Histologiquement, la stéatose hépatique peut être classée en 2 types : 

macrovésiculaire et microvésiculaire. La stéatose macrovésiculaire est la forme prédominante 

chez l’Homme. Elle présente de larges gouttelettes lipidiques qui occupent l’intégralité du 
cytoplasme de la cellule, provoquant le déplacement du noyau qui se retrouve accolé à la 

membrane plasmique (Figure 5A). La stéatose microvésiculaire, forme moins fréquente (présente 

dans environ 10% des biopsies de patients atteints de NAFLD) est caractérisée par une 

accumulation de gouttelettes lipidiques de plus petites tailles dans le cytoplasme, avec un noyau 

central. Elle est souvent observée dans des hépatocytes isolés mais n’est jamais diffuse. 
Cependant elle est associée à des formes plus sévères de NAFLD (Tandra et al., 2011). 

Si la simple stéatose hépatique est identifiée comme étant un état bénin et réversible, elle peut 

dans 10 à 30% des cas, évoluer vers un état pathologique du foie, appelé stéatohépatite, ou NASH 

(« Non-Alcoholic Steatohepatits ») (Marchesini et al., 2001; Younossi, 2018). En plus de 

l’accumulation excessive de lipides, la NASH est caractérisée par un statut inflammatoire du foie 
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et la mort des hépatocytes. D’un point de vue histologique, la NASH se définit par la présence 

d’une stéatose macrovésiculaire, d’une dégénérescence des hépatocytes avec un gonflement et 

un arrondissement des cellules, d’une inflammation diffuse caractérisée par des infiltrats 

inflammatoires (lymphocytes, neutrophiles, éosinophiles, cellules de Kupffer), ainsi que par la 

présence de corps apoptotiques et de corps de Mallory-Denk (filaments intermédiaires de kératine 

endommagés dans les cellules hépatiques) (Brown and Kleiner, 2016; Takahashi and Fukusato, 

2014) (Figure 5B). La NASH peut être ou non accompagnée de fibrose, caractérisée par un dépôt 

excessif de collagène et d’autres protéines de la matrice extracellulaire, généralement le long des 
sinusoïdes des hépatocytes (Figure 5C). La fibrose serait présente chez 41% des patients atteints 

de NASH (Makri et al., 2021) et a été décrite comme le facteur prédictif le plus important de 

mortalité dans les NAFLD (Dulai et al., 2017). La NASH est une maladie évolutive et favorise le 

développement des stades avancés irréversibles que sont la cirrhose (dans 10 à 20% des cas) ou 

le carcinome hépatocellulaire (CHC) (Chalasani et al., 2018), qui sont associés à un risque accru de 

morbidité et de mortalité (Esteban and Asgharpour, 2022). 

 
Figure 5 : Coupes histologiques de foies issues de biopsies de personnes atteintes de stéatose (A) et de 

steatohépatite avec présence ou non de fibrose (B ; C) (Adapté de Brown et Kleiner., 2015 ) A : Stéatose 

caractérisée par la présence de gouttelettes lipidiques ; marquage à l’hématoxyline-éosine, ×10 ; B : NASH 

caractérisée par la présence supplémentaire d’hépatocytes ballonnés ; marquage à l’hématoxyline-éosine, ×40 ; 

C : NASH avec présence de fibrose péri-sunisoïdale (indiquée par la flèche) ; marquage au trichrome de Masson, 

×10 (Brown et Kleiner, 2016) 

ii. Diagnostic des NAFLD  

La pathogénèse des NAFLD est asymptomatique et le diagnostic compliqué, car les techniques 

utilisées en routine (tests sérologiques, techniques d’imageries) ne permettent pas toujours de 
distinguer la stéatose de la NASH. Or, il est primordial de pouvoir diagnostiquer la stéatose, au 

stade réversible de la maladie pour pouvoir anticiper les effets irréversibles des stades avancés. 

Ainsi, la méthode de référence pour le diagnostic des NAFLD est la biopsie hépatique permettant 

de qualifier et d’évaluer la sévérité de la maladie (Chalasani et al., 2018; EASL-EASD-EASO, 

Guidelines, 2016). Cette méthode permet de quantifier les caractéristiques histologiques de la 

stéatose (présence de gouttelettes lipidiques) et de la NASH (inflammation, ballonnements des 

hépatocytes, présence de corps de Mallory-Denk et fibrose), permettant de statuer et graduer la 

NAFLD (Chalasani et al., 2018). Cependant la biopsie est une technique invasive qui présente des 

risques de complications (Polyzos and Mantzoros, 2016). Plusieurs méthodes non invasives 

tentent de remplacer la biopsie pour le diagnostic des différents stades de NAFLD comme 

l’utilisation de biomarqueurs ou de nouvelles techniques d’imageries. 
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a. Biomarqueurs pour le diagnostic des NAFLD  

Ainsi, au cours des dernières années, des recommandations européennes ont appuyé l’utilisation 
de méthodes non invasives comme les biomarqueurs sériques et l’utilisation des scores/indices 

pour diagnostiquer la stéatose hépatique. Par exemple, l’indice de foie gras (FLI) prend en compte 
l’indice de masse corporelle (IMC), la circonférence de la taille, le taux de triglycérides sériques et 

le dosage de la gamma-glutamyle transférase (GGT), transaminase hépatique. A ces paramètres 

peuvent s’ajouter le dosage des ASAT (aspartate transaminases) et ALAT (alanine 
aminotransaminases), la présence d’autres maladies métaboliques telles que le diabète de type 2, 

le taux d’insuline, le sexe, etc. Cependant l’utilisation de ces scores n’est pas toujours en mesure 

de discriminer les différents niveaux de stéatose et le dosage des enzymes hépatiques 

transaminases n’est pas toujours un indicateur fiable et précis de NAFLD. En effet, même si des 

taux anormalement élevés d’enzymes hépatiques sont fréquemment signalés chez les patients 
atteints de NAFLD (Skelly et al., 2001), ces enzymes peuvent aussi être retrouvées à des taux 

normaux, ou même diminuées (Ma et al., 2020).  

Concernant la NASH, d’autres biomarqueurs peuvent être utilisés. L’apoptose joue un rôle 
fondamental dans les dommages hépatiques observés dans la NASH, ainsi la cytokératine-18 (CK-

18) est l’un des biomarqueurs les plus utilisés pour détecter la présence de NASH. La CK-18 est 

une protéine constituant les filaments intermédiaires de cytokératine dans les hépatocytes, clivée 

par la caspase 3 au cours de l’apoptose et dont les fragments sont libérés dans la circulation 

sanguine, reflétant ainsi les niveaux d’apoptose hépatique. Cette substance a été décrite comme 

significativement plus élevée chez les patients atteints de NASH et pouvant servir de biomarqueur 

non invasif prometteur pour la prédiction de la gravité des NAFLD (Hadizadeh et al., 2017; Malik 

et al., 2009). Une étude a démontré que, associé à d’autres indicateurs comme la FGF21 

(hépatokine sécrétée dont l’expression est corrélée aux taux de TG hépatiques), la sensibilité et la 

spécificité de diagnostic étaient améliorées (Shen et al. 2012; Li et al. 2010). La NASH étant 

caractérisée par un état inflammatoire chronique, plusieurs études ont évalué des marqueurs de 

l’inflammation, comme la protéine C-réactive ou la ferritine pour lesquels de fortes concentrations 

ont été associées à la NASH (Tsai and Lee, 2018). 

Pour le diagnostic de la fibrose, des biomarqueurs liés à la fibrogénèse et/ou la fibrinolyse peuvent 

être dosés, comme les niveaux d’acide hyaluronique ou encore le pro-collagène III (Pro-C3), qui 

témoignent du renouvellement de la matrice extracellulaire. Des études ont montré l’association 
entre l’augmentation de ces marqueurs dans le sang et la présence de NASH et de fibrose, 

permettant le diagnostic de la sévérité des NAFLD (ElGhandour et al., 2021; Leeming et al., 2017; 

Suzuki et al., 2005). Indirectement la diminution de plaquettes ou d’albumine peut être utilisée 

pour prédire le grade de fibrose hépatique (Papatheodoridi and Cholongitas, 2018). 

Avec l’amélioration des technologies, de nouvelles études ont émergé notamment sur les 

multiples biomarqueurs circulants, comme les microARN (miR), petites molécules d’ARN non 
codants endogènes (Kim et al., 2021). Certains miR, comme le miR-122 et le miR34a liés au 

métabolisme des lipides ont déjà été décrits comme des biomarqueurs prometteurs de diagnostic 

pour les NAFLD (Cai et al., 2019; Cermelli et al., 2011). 
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b. Techniques d’imageries utilisées pour le diagnostic des NAFLD 

Une variété d’outil d’imagerie peut également être utilisée en clinique pour le diagnostic des 

NAFLD. L’échographie apparait comme la méthode de dépistage de première intention et la plus 

utilisée pour diagnostiquer la stéatose hépatique (EASL–EASD–EASO Guidelines, 2016). Elle 

permet d’observer l’homogénéité des tissus hépatiques et de détecter l’hépatomégalie. Mais 
même si cette technique est largement disponible et simple à réaliser, elle manque de sensibilité 

sur les stéatoses inférieures à 30% et ne distingue pas la stéatose de la NASH, car elle est incapable 

de diagnostiquer l’inflammation et la fibrose (Hernaez et al., 2011). L’imagerie par résonance 

magnétique (IRM) et la spectroscopie par résonance magnétique (MRS) sont les méthodes non 

invasives qui offrent la plus grande sensibilité et spécificité pour le diagnostic des NAFLD. Elles 

permettent de cartographier la graisse hépatique et de détecter les différents grades de stéatose. 

Ces techniques sont en passe de devenir l’examen de référence malgré le fait qu’elles restent très 
onéreuses et inaccessibles dans une pratique clinique quotidienne (Patel et al., 2016; Perumpail 

et al., 2017; Piazzolla and Mangia, 2020; Tang et al., 2013). L’élastographie, quant à elle, permet 

d’évaluer les stades avancés des NAFLD et particulièrement la présence de fibrose, en mesurant 

la rigidité du foie (Chen et al. 2011; Tsai et Lee 2018).  

iii. Epidémiologie et étiologie 

 

a. Prévalence  

Les NAFLD constituent un problème majeur de santé publique puisqu’elles représentent la cause 

la plus fréquente de pathologies hépatiques dans le monde. Même si on considère que l’incidence 
réelle des NAFLD est sous-évaluée du fait des difficultés de diagnostics, on estime qu’en 2019, 

environ 25% de la population générale était atteinte de NAFLD (Younossi, 2019). Cette incidence 

varie en fonction des différentes régions du globe, principalement liées aux différences d’apport 
calorique, d’activité physique, de distribution de graisse corporelle, du statut socio-économique 

ou encore des prédispositions génétiques (Figure 6). En Europe, la prévalence est estimée à 23,7% 

et les dernières données issues de la cohorte CONSTANCE estiment que 18,2% de la population 

française serait atteinte de stéatose hépatique (Nabi et al., 2020).  

Cette prévalence peut fortement augmenter lorsque les individus présentent un facteur de risque 

métabolique tel que la présence d’un syndrome métabolique, d’une obésité, d’un diabète de type 
2, d’une insulino-résistance ou encore d’une dyslipidémie. Ainsi la prévalence des NAFLD peut 

augmenter jusqu’à 60% chez les personnes atteintes de diabètes et jusqu’à 90% chez les 
personnes atteintes d’obésité ( Dai et al. 2017; Polyzos, Kountouras, et Mantzoros 2019; Younossi 

et al. 2016; Younossi, et al. 2019). 
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Figure 6 : Carte géographie de l’épidémie des NAFLD (Adapaté de Younossi et al., 2019) 

Concernant la NASH, 1,5 à 6,5% de la population générale serait concernée (Younossi, 2019). La 

NASH est actuellement la deuxième cause de transplantation hépatique aux Etats-Unis, dont les 

NAFLD représentent 75,1% des cas de maladies chroniques. Sur la base de l'augmentation de la 

fréquence de la NAFLD au cours de la dernière décennie, on s’attend à ce que la NASH, devienne 
la cause la plus courante de transplantation hépatique entre 2020 et 2025, dépassant l’hépatite C 
(Charlton et al. 2011; Perumpail et al. 2017). Selon les prévisions, la prévalence des NAFLD pourrait 

augmenter de 21% d’ici à 2030 et celle des NASH augmenterait de 63%, faisant de la NAFLD la 

maladie hépatique chronique la plus courante (Estes et al. 2018; Younossi et Henry 2016). En 

parallèle, l’incidence du HCC est en constante augmentation avec 25% des cas de HCC provenant 

des NAFLD (Michelotti et al., 2013). Bien que le risque de mortalité liée au foie soit accru chez les 

patients atteints de NAFLD, la principale cause de décès est la maladie cardiovasculaire (Younossi, 

Golabi, et al. 2019). 

b. Facteurs de risques 

Différents facteurs de risques peuvent expliquer le développement des NAFLD. Parmi eux, les 

maladies métaboliques, les facteurs génétiques, l’ethnicité ainsi que le sexe, l’âge, l’alimentation 
et l’exposition aux contaminants environnementaux.  
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Figure 7 : Facteurs de risque prédisposant au développement de NAFLD 

 

1.  Les maladies métaboliques  

Les NAFLD sont étroitement associées aux maladies métaboliques telles que le syndrome 

métabolique, l’obésité, le diabète de type 2, l’hyperlipidémie et l’insulino-résistance ; car elles 

partagent des mécanismes moléculaires et cellulaires communs. Ainsi, la présence de ces maladies 

métaboliques constitue un facteur de risque pour le développement de NAFLD.  

Le syndrome métabolique (SMet) est caractérisé par un ensemble d’anomalies métaboliques 

comprenant une augmentation du tour de taille (liée à l’obésité), une hyperglycémie, une 

dyslipidémie (taux élevé de cholestérol et/ou lipides et faible taux de lipoprotéines HDL) ainsi 

qu’une hypertension artérielle. La présence d’un SMet est un facteur de risque important pour la 
NAFLD et la NASH (Friedman et al., 2018). Ces maladies sont étroitement liées avec des 

caractéristiques communes (résistance à l’insuline, augmentation de TG sériques). De ce fait, si la 

présence d’un SMet augmente le risque de NAFLD, un traitement visant à améliorer la NAFLD peut 

également améliorer le SMet.  

L’obésité est considérée comme le principal facteur de risque de NAFLD, puisque l’IMC et le tour 

de taille sont positivement corrélés, à la fois à la présence de NAFLD et à la progression de la 

maladie (Perumpail et al., 2017). Ainsi, il est décrit qu’environ 93% des personnes atteintes 

d’obésité morbide seraient atteintes de NAFLD et 24% présenteraient une NASH (Ong et al., 2005). 

En 2016, il était estimé que 13% de la population adulte mondiale était obèse et 39% en surpoids 

et cette prévalence n’a cessé d’augmenter ces dernières années conjointement à celle des NAFLD 

(Younossi, 2019).  

Néanmoins, une proportion de patients atteints de NAFLD et présentant un IMC normal a 

également été décrit. En raison de l’absence de facteurs de risques évidents, cette NAFLD appelée 

« lean NALFD » est sous diagnostiquée dans cette population, mais il est tout de même estimé une 
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prévalence globale de 5 à 26% (Wang, Dhaliwal, et Mouzaki 2019). Bien que considérée au départ 

comme moins impactante que la NAFLD classique, des rapports plus récents affirment que la 

« lean NALFD », touche majoritairement de jeunes patients, et entrainerait une plus forte morbi-

mortalité avec un risque plus élevé d’évoluer vers une NASH et une fibrose avancée (Fracanzani 

et al., 2011). 

Le diabète de type 2 (DT2) est également très fortement associé au développement et à la 

progression des NAFLD. En effet, jusqu’à 75% des personnes atteintes de DT2 aurait également 

une NAFLD (Younossi, 2019). La présence de DT2 serait également associée à un risque de 

développement de fibrose dans la NAFLD. Ainsi, le diabète est non seulement une comorbidité 

fréquente de la NAFLD mais est aussi l’un des déterminants dans la progression de la NAFLD vers 
la NASH (Calzadilla Bertot and Adams, 2016; Perumpail et al., 2017). De plus, la résistance à 

l’insuline qui se développe au cours du DT2, est également une composante majeure de la 

pathogénèse des NAFLD, pouvant être à la fois la cause et la conséquence des NAFLD (Tanase et 

al., 2020; Valenti et al., 2016). En plus de conduire à une altération de la signalisation du glucose, 

l’insulino-résistance favorise la lipolyse du tissu adipeux et une surproduction de glucose, 

entrainant respectivement une augmentation de l’afflux d’acides gras au niveau du foie et une 
augmentation de la lipogenèse hépatique, contribuant in fine au développement de NAFLD (Chao 

et al., 2019).  

Du fait que la stéatose hépatique est le plus souvent associée à d’autres dysfonctions 
métaboliques, le terme de MAFLD (“Metabolism Associated Fatty Liver Disease”) a émergé pour 

décrire les maladies du foie gras associées au métabolisme. Dans ce nouveau consensus, les 

critères de diagnostic ne mettent plus l’accent sur l’absence de consommation excessive d’alcool, 
mais plutôt sur la présence de dysfonctions métaboliques. Les critères sont basés sur la présence 

d’une stéatose hépatique associée à la présence d’une des trois conditions suivantes : 

surpoids/obésité, T2D et dérégulation métabolique (Eslam et al., 2020). Bien que ce nouveau 

terme soit proposé, les mécanismes d’induction et de progression des NAFLD et des MAFLD 
partagent les mêmes caractéristiques, au sein desquelles la résistance à l’insuline est un 

évènement clé de la pathogénèse (Kuchay et al., 2020; Xian et al., 2021).  

2. Facteurs génétiques 

Les facteurs génétiques modulent le risque individuel relatif au développement de la NAFLD. Des 

études pan-génomiques ont permis de mettre en évidence que de nombreux gènes étaient 

potentiellement des facteurs de risques génétiques prédisposant à la NAFLD et sa sévérité (Del 

Campo et al., 2018; Jonas and Schürmann, 2020; Macaluso et al., 2015). 

Parmi eux, le mieux caractérisé est la présence d’un polymorphisme mononucléotidique (variant 

rs738409, C>G au résidu 148) dans le gène PNPLA3 (patatin-like phospholipase domain containing 

3), qui code pour l’adiponutrine, une enzyme présente dans les gouttelettes lipidiques (GL) et 

impliquée dans l’hydrolyse des TG. La présence de ce variant est suffisante pour induire une 

stéatose et implique une activité d’hydrolyse altérée entrainant la rétention des TG et des 
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goutelettes lipidiques dans les hépatocytes (BasuRay et al., 2019). Ainsi, ce variant a été montré 

comme étant le plus fortement associé à l’accumulation de graisse hépatique, à la NASH (Romeo 

et al., 2008), mais également au développement de fibrose hépatique, de cirrhose et de CHC (Xu 

et al. 2015).  

Un autre gène dont le polymorphisme a été associé aux NAFLD est le gène TM6SF2 

(transmembrane 6 superfamily 2), impliqué dans la sécrétion des VLDL et le transport des TG 

(Longo et al., 2021a). La perte de fonction due à ce variant (rs58542926, C>T au résidu 167) a été 

associée à une accumulation accrue de TG et une diminution de sécrétion des VLDL. La présence 

de ce variant a été associée à la stéatose, l’inflammation et également à l’augmentation du risque 

de fibrose (Perumpail et al., 2017). 

D’autres variants génétiques ont été mis en évidence et bien décrits comme des variants du gène 

GCKR (lié à une augmentation de la glycolyse et de la LDN), du gène LYPLAL1 (lié au catabolisme 

des TG), ou encore du gène MBOAT7 (lié au remodelage des phospholipides membranaires) dont 

la présence prédispose au développement des NAFLD (Del Campo et al., 2018; Eslam et al., 2018; 

Jonas and Schürmann, 2020; Juanola et al., 2021). 

3. Facteurs ethniques, âge, sexe 

D’autres facteurs tels que les origines ethniques, l’âge et le sexe influencent également le risque 

de développer des NAFLD. 

La prévalence des NAFLD est décrite comme étant plus élevée dans la population hispanique (45-

58%) et la plus faible dans la population afro-américaine (24-35%) (Bonacini et al., 2021; Younossi, 

2019). Des facteurs culturels et socio-économiques peuvent être impliqués dans ces différences 

notamment concernant les habitudes alimentaires et d’activité physique, ainsi que l’accès aux 
soins. Des variations génétiques sont également décrites, comme le variant au gène PNPLA3, 

détaillé précédemment, qui est détecté en plus forte proportion dans la population hispanique 

(49%) et en plus faible proportion dans la population afro-américaine (17%) (Bonacini et al., 2021). 

La prévalence des NAFLD et de la NASH est décrite comme étant plus élevée chez les hommes (20-

41%) que chez les femmes (13-23%) (Lonardo et al., 2019; Perumpail et al., 2017). Cette différence 

pourrait être expliquée par des différences de distribution de graisses dans le corps et l’influence 
des hormones stéroïdiennes (Ballestri et al., 2017). En effet, il a été décrit que les femmes 

présentaient un risque réduit de NAFLD pendant leur période de reproduction et qu’elles 
perdaient cet effet protecteur après la ménopause pour retrouver une prévalence comparable à 

celle des hommes. Cela pourrait notamment s’expliquer par des effets protecteurs des 

œstrogènes sur la voie de synthèse des lipides chez les femmes (DiStefano, 2020). 

Enfin, la prévalence des NAFLD et sa sévérité augmentent avec l’âge, atteignant un pic entre 50 et 

60 ans pour les hommes et après 60 ans pour les femmes (Perumpail et al., 2017). Les personnes 

âgées semblent avoir une prévalence de la NASH et un degré de fibrose plus élevé, qui pourrait 

dépendre d’une activité moindre des métalloprotéinases matricielles, entrainant une 
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augmentation de dépôt de collagène dans la matrice extracellulaire. De plus, l’âge avancé serait 
également associé à une susceptibilité accrue au stress oxydant, ainsi qu’à des modifications du 

système immunitaire prédisposant à des formes plus sévères de la maladie (Marchisello et al., 

2019). 

Une des inquiétudes majeures concerne l’augmentation de la prévalence des NAFLD dans la 

population pédiatrique. Selon des données épidémiologiques, la NAFLD représente la maladie 

hépatique la plus courante chez les enfants et les adolescents, affectant entre 3 à 10% de cette 

population. Cette prévalence est corrélée à l’augmentation de l’obésité infantile, qui reste le 

principal facteur de risque, puisque la prévalence des NAFLD peut atteindre 70% chez les enfants 

souffrant d’obésité (Berardis et Sokal 2014; Anderson et al. 2015; Younossi et al. 2016). De plus, 

cette incidence reste également préoccupante du fait que la NAFLD prédispose à des phénotypes 

plus agressifs de la maladie et au développement de stades plus avancés à l’âge adulte (cirrhose 

et HCC) (Mann et al., 2018; Vittorio and Lavine, 2020). 

4.  Alimentation 

Au cours des dernières décennies, des changements des habitudes alimentaires sont apparus 

(consommation accrue de glucides, de sucres raffinés, d’additifs). En combinaison avec une 

diminution de l’activité physique, ils entrainent un déséquilibre entre la consommation d’énergie 
et les dépenses énergétiques et contribuent à l’augmentation de la prévalence de l’obésité. En 

raison du très fort lien existant entre l’obésité et le développement de NAFLD, il a été démontré 

que la composition du régime alimentaire (fructose, cholestérol, AG saturés, AG polyinsaturés ω6) 

et sa teneur en calories contribuaient de manière équivalente à l’épidémie des NAFLD (Sullivan, 

2010). En plus d’être des facteurs de prédisposition au développement de NAFLD, les régimes 

riche en graisses sont également associés à une augmentation de la sévérité de la maladie. 

Cependant, plus que la consommation de matières grasses, il semble que les glucides soient les 

principaux facteurs responsables de la NAFLD, puisqu’ils fourniraient de l'acétyl-CoA pour la 

lipogenèse de novo et le squelette de glycérol pour la formation de TG (Marchisello et al., 2019). 

5.  Contaminants environnementaux et médicaments  

La stéatose hépatique est rapportée dans différentes maladies hépatiques et peut être causée par 

différents facteurs de risques : l’alcool (causant la maladie alcoolique du foie – ALD/ASH), 

l’alimentation (causant la maladie non alcoolique du foie gras – NAFLD/NASH), les médicaments 

(causant les dommages hépatiques induits par les drogues -DILI). Bien que les mécanismes de la 

maladie puissent varier selon le type d'exposition, la pathologie hépatique qui en résulte est 

indiscernable d'une étiologie à l'autre.  

Récemment l’exposition aux toxiques environnementaux, auxquels l’homme est exposé 
quotidiennement, est apparue comme étant un nouveau facteur de risque pour le développement 

de NAFLD. En effet de nombreux polluants ont été décrits pour induire le développement de 
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stéatose hépatique, de NASH, de mort cellulaire, d’inflammation ou de fibrose (Guardiola et al., 

2016; Wahlang et al., 2013). Ces maladies du foie associées aux toxiques ont fait intervenir le 

concept plus récent de TAFLD et TASH (“Toxicant Associated Fatty Liver Disease”, “Toxicant 

Associated Steatohepatitis”). Cette notion sera développée ultérieurement plus en détails dans le 

« Chapitre 2 : Les perturbateurs endocriniens et TAFLD ». 

iv. Traitements des NAFLD  

 

a. Changement des habitudes de vies  

La base du traitement de la NAFLD repose tout d’abord sur des améliorations hygiéno-diététiques. 

De ce fait, il est possible de prévenir l’aggravation de la maladie en appliquant des mesures de 
prévention telle que la restriction calorique couplée à une activité physique régulière, visant à une 

perte de poids (EASL, guidelines, 2017). Une étude a mis en évidence que l’amplitude de la perte 
de poids était étroitement liée à l’amélioration des lésions histologiques. En effet, une perte de 

poids de 7 à 10% permettait de résorber la NASH et de réduire la fibrose (Musso et al., 2012; Vilar-

Gomez et al., 2015). C’est pourquoi le diagnostic des NAFLD à des stades précoces est d’une 
importance particulière.  

La chirurgie bariatrique peut mener à une résolution de la NASH chez les patients ainsi qu’à une 
amélioration progressive de la fibrose hépatique à plus long terme (Lassailly et al., 2015). Mais 

cette intervention n’est indiquée que chez les patients à fort IMC associé à au moins une 

comorbidité susceptible d’être améliorée après la chirurgie.   

b. Traitements médicamenteux  

Cependant lorsque la perte de poids est peu efficace ou non recommandée (dans les cas de stade 

avancé de la NASH avec présence de fibrose), les traitements médicamenteux peuvent être 

envisagés. L’objectif d’un tel traitement est d’améliorer le pronostic, c’est-à-dire de diminuer la 

mortalité liée à la NASH et de réduire la progression vers la cirrhose et le CHC. Actuellement, même 

si aucune molécule pharmaceutique n’est approuvée dans le traitement des NAFLD, plusieurs 
essais thérapeutiques avancés de phase III sont en cours d’évaluation dans la NASH (Lanthier, 

2020; Perazzo and Dufour, 2017).  

Certains traitements consistent à traiter l’hyperglycémie (la metformine), l’hypertriglycéridémie 
(les fibrates - agonistes de PPARα) ou l’hypercholestérolémie (les statines) mais n’ont pas d’impact 
sur la NASH. D’autres traitements ciblent des facteurs impliqués dans l’évolution de la NASH, 
comme le stress oxydant ou l’insulino-résistance. C’est le cas de la vitamine E, antioxydant, qui se 

montre efficace sur la stéatose et l’inflammation mais pas sur la fibrose (Abdel-Maboud et al., 

2020; Hadi et al., 2018; Sanyal et al., 2010) et des thiazolidinediones, activateurs du récepteur 

nucléaire PPARγ qui améliorent la résistance à l’insuline et réduisent la stéatose, le ballonnement 
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des hépatocytes et l’activité inflammatoire dans la NASH (Musso et al., 2012; Sanyal et al., 2010; 

Singh et al., 2015).  

Dernièrement les résultats les plus avancés concernent l’utilisation de l’acide obéticholique 

(agoniste du récepteur nucléaire FXR), un inhibiteur de la synthèse d’acides biliaires endogènes et 

de la lipogenèse, qui a notamment confirmé une régression de la stéatose, de l’inflammation et 

de la fibrose hépatique (Neuschwander-Tetri et al. 2015; Younossi, Ratziu, et al. 2019; Guirguis et 

al. 2021). Une étude de phase 3 est également en cours sur le lanifibranor, un agoniste des 3 

isoformes du récepteur PPAR, montrant une amélioration de la stéatohépatite et de la fibrose 

(Lefere et al., 2020).Des essais de phase 3 sont également en cours sur l’aramchol, un conjugué 
d’acide arachidonique et cholique inhibant la stéroyl-CoA désaturase-1 (SCD1) impliquée dans la 

lipogenèse de novo des acides gras mono-insaturés. (Guirguis et al., 2021; Lanthier, 2020). Cette 

molécule a amélioré la steatohépatite et la fibrose chez les rongeurs et réduit la stéatose dans un 

essai clinique précoce. Les résultats de la phase 2b, publiée en 2021, rapportent une réduction de 

la stéatose hépatique associée à une résolution de la NASH avec amélioration de la fibrose (Ratziu 

et al., 2021). 

 

III. Mécanismes et pathogénèse des NAFLD  

La pathogénèse des NAFLD est qualifiée de multifactorielle et complexe. Comme décrit plus haut, 

de nombreux facteurs génétiques, métaboliques et environnementaux coopèrent pour favoriser 

la stéatose et/ou la progression vers la NASH. Ce processus fait intervenir des perturbations 

métaboliques, telles que, des altérations du métabolisme glucido-lipidique, une insulino-

résistance, une lipotoxicité, une augmentation du stress oxydant, un stress du réticulum 

endoplasmique, une libération de cytokines pro-inflammatoires, ou des effets pro-fibrosants 

(Bence and Birnbaum, 2020; Buzzetti et al., 2016; Friedman et al., 2018). Dernièrement il a été 

proposé que l’exposition aux contaminants environnementaux, pourraient à la fois contribuer au 
développement de la stéatose mais également permettre la progression des NAFLD. En 

interagissant directement avec les récepteurs nucléaires, ils seraient à l’origine des perturbations 
métaboliques citées précédemment (Armstrong and Guo, 2019; Wahlang et al., 2019). 

i. La stéatose :  

La caractéristique principale de la stéatose hépatique est l’accumulation de TG  sous forme de GL 

dans les hépatocytes résultant d’un déséquilibre entre les processus d’ « influx » 

(absorption/production) et d’ « efflux » (sécrétion/utilisation) des acides gras (AG). L’origine de 
cette augmentation de lipides fait intervenir 4 voies principales, qui peuvent être interconnectées 

(Figure 8) (Foulds et al., 2017; Ipsen et al., 2018; Kawano and Cohen, 2013):  
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(1) l’augmentation des capacités hépatiques d’absorption des AG par l’afflux massif d’AG libres 

dans le foie provenant de la lipolyse du tissu adipeux ou d’une alimentation riche en graisse ;  

(2) l’augmentation de la lipogenèse de novo (LDN) synthétisant des AG à partir du glucose qui peut 

être favorisée par l’hyperglycémie et un contexte d’insulino-résistance ;  

(3) une réduction ou une saturation de la β-oxydation des AG ; 

(4) des perturbations dans l’export des TG hépatiques via les VLDL.  

 

 

Figure 8 : Modifications métaboliques à l’origine du développement de la stéatose hépatique.  

La stéatose hépatique peut-être caractérisée : par une augmentation des capacités hépatiques d’absorption des 
acides gras libres (AGL) provenant de la lipolyse du tissu adipeux ou de l’alimentation (❶) ; par l’augmentation 
de la lipogénèse de novo (❷) ; par la synthèse des triglycérides (TG) qui s’accumulent dans les goutelettes 
lipidiques (❸) ; par une réduction et/ou une saturation de la β-oxydation (❹) ou par une perturbation de 

l’export des TG via les very low densisty lipoprotein (VLDL) (❺). Dans les NAFLD, il est estimé que 59% des AG 

hépatiques proviennent de la lipolyse du tissu adipeux, 26% de la LDN et 15% de l’alimentation. 

a. Augmentation des capacités d’absorption des AG hépatiques par 

afflux d’AG exogènes  

Des études démontrent que 74% des AG hépatiques proviendraient de source exogène, en 

particulier de la lipolyse du tissu adipeux (59%) et des AG alimentaires (15%) (Donnelly et al., 

2005). En effet, les sujets atteints de NAFLD présentent une lipolyse importante du tissu adipeux 

et un fort taux d’AG libres plasmatiques. Ces AG peuvent être captés par le foie via la veine porte 

et participent au développement de la stéatose. Cette arrivée massive d’AG au niveau du foie est 
corrélée à l’augmentation des capacités d’absorption (Miquilena-Colina et al., 2011; Perla et al., 

2017). 
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1. AG exogènes provenant de la lipolyse du tissu adipeux  

La NAFLD comme décrit précédemment est fortement associée à l’obésité. Cette dernière est 

caractérisée par une augmentation de stockage des lipides sous forme de TG dans les adipocytes, 

responsable d’une hypertrophie (augmentation de la taille des adipocytes), ainsi que d’une 
hyperplasie du tissu adipeux (augmentation du nombre des adipocytes) (Parker, 2018). Cette 

augmentation du volume adipocytaire induit l’infiltration de macrophages pro-inflammatoires de 

type M1, à l’origine d’une inflammation du tissu adipeux (Weisberg et al., 2003). En cas de 

surcharge en AG, la mort des adipocytes est également observée, entrainant le recrutement de 

macrophages supplémentaires pour les phagocyter (Strissel et al., 2007) (Figure 9). 

Ce recrutement de macrophages pro-inflammatoires au sein du tissu adipeux entraine une 

augmentation de la production de molécules pro-inflammatoires appelées adipokines comme le 

TNFα (Tumor Necrosis Factor α), l’IL6 (Interleukine 6), la leptine, ou encore la chimiokine MCP-1 

(Monocyte Chimio-attractant Protein-1). A l’inverse, une diminution d’adiponectine anti-
inflammatoire est observée (Qureshi and Abrams, 2007; Tilg, 2010). Le profil inflammatoire du 

tissu adipeux a notamment été associé à la lipolyse des adipocytes chez l’homme et corrélé au 
développement et à la sévérite des NAFLD chez l’homme (du Plessis et al., 2015; Michaud et al., 

2014). De ce fait, le TNFα est spécifiquement impliqué dans la lipolyse en induisant la 

phosphorylation des périlipines présentes à la surface des GL. Ainsi, les TG, qui ne sont plus 

protégés au sein des GL, peuvent alors être hydrolysés en AG libres par l’hormone sensitive lipase 

(HSL) et l’ATGL (Langin and Arner, 2006). Il existe une relation directe entre le flux d’AG provenant 
de la lipolyse du tissu adipeux et le degré de stéatose hépatique (Friedman et al., 2018; Koo, 2013). 

Les AG ainsi libérés massivement par cette lipolyse se retrouvent dans la circulation générale et 

peuvent être captés par le foie et participer à la synthèse de TG et au développement de la 

stéatose hépatique. Il est à noter que, dans ce contexte, la lipolyse peut être exacerbée par le 

développement d’une résistance l’insuline. Du fait de l’hypertrophie des adipocytes, ils ne sont 

alors plus en mesure de répondre correctement à la signalisation de l’insuline, qui régule et inhibe, 

en temps normal l’activité de l’ATGL et de la HSL (Guilherme et al., 2008; Lomonaco et al., 2012). 

Figure 9 : Altérations du tissu adipeux à l’origine d’une augmentation de la lipolyse (adapté de Sun et al., 2011). 
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2. AG exogènes provenant de l’alimentation  

L’alimentation et les lipides qu’elle contient sont également impliqués dans le développement des 

NAFLD, puisqu’il est estimé que, 15% des AG hépatiques totaux proviendraient de l’alimentation 

(Donnelly et al., 2005). Ainsi, l’alimentation riche en graisse peut augmenter l’apport d’AG 
exogènes et, de ce fait, constitue une source pour la synthèse de TG hépatiques et le 

développement de la stéatose. 

Ces lipides alimentaires, suite à la digestion et absorption par les entérocytes, sont libérés dans la 

circulation sous forme de chylomicrons (lipoprotéines riches en TG), pour être distribués au tissu 

adipeux et aux muscles (Liu et al., 2016). Environ 80% des TG contenus dans les chylomicrons sont 

hydrolysés en AG libres et absorbés par le tissu adipeux et les muscles. Les 20% restants des TG 

présents dans les chylomicrons dits « remanents » sont dirigés vers le foie. 

D’une part, ces lipoprotéines peuvent être dégradées par la lipoprotéine lipase plasmatique (LPL). 

La LPL, activée par l’insuline, est responsable de l’hydrolyse des TG et et de la libération des AG 

libres. Ces AG présents dans la circulation se fixent à l’albumine et sont ensuite absorbés par les 
cellules hépatiques. Au niveau pathologique, il a été montré que des souris sur-exprimant la LPL 

au niveau hépatique développaient une stéatose et une insulino-résistance hépatique (Kim et al., 

2001). Cette augmentation du taux de LPL a également été démontrée  chez les patients atteints 

de NAFLD (Ahn et al., 2011; Pardina et al., 2009). 

D’autre part, ces chylomicrons peuvent également arriver au foie et être directement internalisés 

par endocytose via le récepteur LRP (Low-density lipoprotein receptor-related protein). Les lipases 

hépatiques prennent en charge la dégradation des TG en AG et en glycérol, qui peuvent servir 

ensuite à la synthèse de nouveaux TG (Alves-Bezerra and Cohen, 2017; Miksztowicz et al., 2012). 

3. Elévation des capacités d’absorption suite à l’afflux d’AG 
exogènes 

L’absorption par le foie des AG circulants dépend de ses capacités de transport, qui sont décrites 

comme étant augmentées dans la NAFLD (Perla et al., 2017). Il existe 4 grandes familles de 

protéines impliquées :  

(1) Les “fatty acid transporters proteins” (FATPs), membranaires, qui régulent l’entrée des AG à 
chaine longue et à chaine très longue1 (Alves-Bezerra and Cohen, 2017). Parmi les FATPs, le FATP2 

et FATP5 sont principalement hépatiques et impliquées dans le développement de la stéatose 

(Alves-Bezerra and Cohen, 2017; Doege et al., 2006; Falcon et al., 2010). Dans les hépatocytes de 

souris, l'inactivation de FATP2 ou la suppression génétique de FATP5 diminuent de manière 

significative les taux d'absorption des AG (Kawano and Cohen, 2013).  

                                                           
1 Les AG sont des acides carboxyliques avec une chaine carbonée variable comptant de 4 à plusieurs dizaines 

d’atomes de carbone. On les classes en fonction de leur nature (saturation vs insaturation) et de la longueur de 

celle-ci : les AG à chaine courte (AGCC) ont une chaine de 2 à 4 carbones, les AG à chaine moyenne (AGCM) ont 

une chaine de 6 à 12 carbones, les AG à chaine longue (AGCL) ont une chaine de 12 à 18 carbones, les AG à chaine 

très longue (AGCC) ont une chaine supérieure à 20 carbones. 
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(2) Les “fatty acid translocases” (FAT/CD36) facilitent le transport des AG à chaine longue. Cette 

protéine transmembranaire est physiologiquement peu exprimée dans le foie, mais 

l’augmentation de son expression a été directement impliquée dans le développement de la 

stéatose hépatique, et positivement corrélée au contenu en TG (Greco et al., 2008; Wilson et al., 

2016). Il est suggéré que la translocation de la protéine CD36 du cytoplasme à la membrane serait 

un évènement déclencheur dans la progression de la NAFLD (Miquilena-Colina et al., 2011). 

L’expression de CD36 est fortement inductible dans le foie en cas de surcharge lipidique ou 

d’activation de récepteurs nucléaires tels que PPARγ, PPARα, LXR et PXR, AhR (qui seront décrits 

plus en détail dans la suite de ce manuscrit) (Alves-Bezerra and Cohen, 2017; Rada et al., 2020). 

Cependant, un rôle potentiel de CD36 dans la régulation de la sécrétion hépatique des VLDL a 

aussi été proposé. La délétion de CD36 chez les souris obèses exacerberait la stéatose hépatique 

principalement en diminuant la sécrétion hépatique des VLDL (Nassir et al., 2013), témoignant de 

l’interconnection entre les différentes voies impliquées dans la stéatose. 

(3) Les cavéolines sont des protéines localisées au niveau de microdomaines membranaires 

appelés cavéoles, qui contribuent au trafic des lipides et à la formation des GL (Koo, 2013). Il a été 

rapporté que la cavéoline 1 était augmentée dans le foie des souris atteintes de NAFLD, 

principalement localisée dans la zone centro-lobulaire, là où la stéatose était la plus sévère (Qiu 

et al., 2013). Cependant le rôle des cavéolines est questionné dans la pathogénèse des NAFLD, 

puisque d’autres études ont montré une diminution de l’expression de la cavéoline dans différents 

modèles suggérant un rôle protecteur dans l’accumulation de lipides hépatiques (Li et al., 2017). 

(4) Les “fatty acid binding proteins” (FABPs) agissent dans le transport intracellulaire des AG 

hydrophobes. FABP1 et FABP5 sont les isoformes prédominantes dans le foie ; elles facilitent le 

transport, le stockage et l’utilisation des AG. Elles jouent également un rôle protecteur en liant les 

AG libres cytotoxiques et en facilitant leur oxydation ou incorporation dans les TG (Wang et al., 

2015). Chez les patients atteints de NAFLD, les taux hépatiques de FABP1, FABP4 et FABP5 sont 

augmentés et ceux de FABP4 et 5 sont corrélés au pourcentage de graisse hépatique (Ipsen et al., 

2018). 

b. Augmentation de la lipogenèse de novo  

La lipogenèse de novo (LDN) est une source importante d’AG dans le contexte de la stéatose 

hépatique, puisqu’il est estimé que 26% des AG hépatiques proviennent de la LDN (contre 5% chez 

un sujet sain) et plusieurs études ont montré une augmentation de son activité hépatique chez les 

personnes atteintes de NAFLD (Arab et al., 2018; Donnelly et al., 2005; Lambert et al., 2014). 

1. La lipogenèse de novo  

La LDN est la voie métabolique qui permet la synthèse des AG à partir d’acétyl-CoA provenant de 

la glycolyse (Figure 10). Fourni par le cycle de Krebs, l’acétyl-CoA est carboxylé par l’acétyl-CoA 

carboxylase (ACC) pour former le malonyl-CoA. Il existe deux isoformes de l’ACC : ACC1 
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cytosolique et ACC2 mitochondriale, qui produisent deux pools distincts de malonyl-CoA destinés 

respectivement à la voie de la LDN ou à l’inhibition de la β-oxydation (Abu-Elheiga et al., 2005, 

2000; Goedeke et al., 2018). Par la suite, le malonyl-CoA et le NADPH sont utilisés comme 

précurseurs pour la formation de palmitate (acide gras saturé à 16 carbones - C16 :0) par la fatty 

acid synthase (FAS). Le palmitate peut alors subir des réactions d’élongations par les enzymes fatty 
acid elongase (ELOVL) afin de générer des acides gras à chaine longue comme l’acide stéarique 
(C18 :0). Les acides gras saturés peuvent également subir des réactions de désaturation par les 

stearoyl-CoA-desaturase (SCD) et les fatty acid desaturase (FADS), pour former des acides gras 

insaturés (AGI) comme l’acide oléique ou l’acide palmitoléique. L’enzyme désaturase SCD1, 

principalement exprimée au niveau hépatique, joue également un rôle clé, puisque sa déplétion 

chez la souris entraine la réversion de la stéatose hépatique en diminuant la lipogenèse et 

augmentant la β-oxydation des AG (Jiang et al., 2005). 

L’ensemble des AG nouvellement formés peut ensuite être stocké sous forme de triglycérides (TG) 

ou d’esters de cholestérol (EC) et incorporés dans des gouttelettes lipidiques pour constituer une 

réserve d’énergie ; ou être exportés en dehors de la cellule par les VLDL et fournir de l’énergie aux 
organes extra-hépatiques. Les AG peuvent également être utilisés pour la synthèse d’autres lipides 
comme les phospholipides, qui sont les composants essentiels des membranes cellulaires, ainsi 

que de la couche externe entourant les gouttelettes lipidiques et les VLDL (Rui, 2014).  
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Figure 10 : Schéma de la lipogénèse de novo et de la synhtèse des triglycérides. 

Le glucose absorbé par la cellule est converti en pyruvate par la glycolyse. Celui-ci est ensuite converti en acétyl-

CoA par la pyruvate déshydrogénase (PDH) dans la mitochondrie et entre dans le cycle de Krebs. L’acétyl-CoA 

converti en citrate qui peut sortir de la mitochondrie et servir de substrat pour les enzymes lipogéniques. Les 

enzymes impliquées dans la synthèse des AG saturés (AGS) ou insaturés (AGI) comprennent l’ATP-citrate lyase 

(ACLY), l’acétyl-CoA carboxylase (ACC), fatty acid synthase (FAS), elongase of long chain fatty acids family 6 

(ELOV6) et la stéroyl-CoA désaturase (SCD). Le NADPH utilisé pour la synthèse des AG provient de la voie des 

pentoses phosphates et de l’enzyme malique (EM). Les enzymes impliquées dans la synthèse des triglycérides 
(TG) comprennent la glycerol-3-phosphate acyltransférase (GPAT), 1-acylglycerol-3-phosphate acyltransférase 

(AGPAT), phosphatidate phosphatase (PAP) et diacylglycerol acyltransferase (DGAT). Les TG en excès peuvent 

être stockés au sein des gouttelettes lipidiques (GL) ou être sécrétés dans la circulation sanguine sous forme de 

Very Low Density Lipoprotein (VLDL) (Adapté de (Rui, 2014; Wang et al., 2015)) 
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2. Régulation de la lipogénèse de novo dans la stéatose 

La LDN est principalement régulée par le glucose et l’insuline, faisant intervenir deux facteurs de 

transcriptions clés : SREBP-1c (sterol regulatory element binding protein 1c) et ChREBP 

(carbonhydrate response element-binding protein).  

SREBP-1c stimule la transcription de la plupart des gènes hépatiques impliqués dans la LDN (FAS, 

ACC, ELOVL6, SCD1) en réponse à des taux d’insuline élevé et à une alimentation riche en glucides 

(Bideyan et al., 2021; Ipsen et al., 2018). L'expression de SREBP1c est augmentée chez les patients 

atteints de NAFLD et, en accord avec son rôle lipogénique, les taux de TG hépatiques sont plus 

élevés chez les souris transgéniques surexprimant SREBP1c. En réponse à une activité de SREPB-

1c élevée, l’expression des gènes cibles, comme ACC et FAS a été augmentée chez les patients et 

les animaux modèles atteints de NAFLD (Ipsen et al., 2018).  

Les mécanismes par lesquels l’insuline favoriserait l’activation de SREBP-1c ne sont pas encore 

totalement compris, mais il est supposé que la protéine kinase C, le récepteur nucléaire LXR et le 

facteur de transcription C/EBPβ seraient nécessaires à son activation (Bideyan et al., 2021; Ferré 

and Foufelle, 2010; Higuchi et al., 2008). De manière intéressante, dans des conditions d’insulino-

résistance telles qu’elles sont décrites dans les NAFLD, des taux élevés de LDN sont observés, 

suggérant que l’insuline conserve sa capacité à promouvoir la LDN via une suractivation de SREBP-

1c, tout en étant incapable de supprimer la néoglucogenèse hépatique normalement réduite en 

présence d’insuline (Sanders and Griffin, 2016).  

Par ailleurs, une délétion de SREBP-1c favorise l’activation compensatoire de la deuxième 

isoforme de la famille des SREBPs, le SREBP-2, spécifiquement lié au métabolisme du cholestérol. 

Cela, entraine donc une augmentation de la synthèse hépatique de cholestérol, liant la LDN au 

métabolisme du cholestérol (Liang et al., 2002). Enfin, la troisième isoforme SREBP-1a est 

également impliquée dans la stéatose hépatique due principalement à la surproduction d’AG 
majoritairement et de cholestérol (Shimano et al., 1996). 

ChREBP joue un rôle important dans la lipogenèse médiée par le glucose dans le foie. A de faibles 

concentrations en glucose, ChREBP est maintenu sous forme inactive dans le cytoplasme par la 

phosphorylation médiée par la protéine kinase A (PKA) (Rui, 2014). A de fortes concentrations, il 

est régulé positivement par le glucose, qui induit sa déphosphorylation, entrainant alors sa 

translocation dans le noyau et son activité transcriptionnelle. Tout comme SREBP-1c, ce facteur 

de transcription entraine l’expression de différents gènes impliqués dans la LDN (comme ACC, FAS, 

SCD1, ELOVL, EM), mais également l’expression de gènes impliqués dans la glycolyse, comme la 
pyruvate kinase, fournissant ainsi des substrats supplémentaires pour la synthèse d’AG et de TG 

(Rui, 2014). Dans la stéatose, ChREBP a été montré comme surexprimé et contribue à la 

pathogénèse en activant la synthèse de TG. Ainsi,  une diminution de son expression induit une 

réduction de la teneur en TG hépatiques spécifiquement par inhibition de la lipogenèse induite 

par le glucose (Dentin et al., 2006). Une inactivation de ChREBP protégerait contre la stéatose 

induite par le fructose chez des souris, mais augmenterait les lésions histologiques hépatiques en 

raison d’une augmentation de la synthèse de cholestérol cytotoxique. L'augmentation des niveaux 

de ChREBP dans la NAFLD pourrait alors, certes augmenter la LDN, mais pourrait aussi constituer 
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un mécanisme de défense potentiel protégeant le foie contre d'autres lésions et de la progression 

vers la NASH (Zhang et al., 2017). 

Dans un contexte de NAFLD, la réduction de l'un ou l'autre de ces facteurs de transcriptions, dont 

l’activité est augmentée, améliorerait la stéatose hépatique, soulignant leur importance dans la 

LDN et l'accumulation de TG hépatique (Titchenell et al., 2017). Cependant des études de biopsies 

hépatiques humaines ont suggéré que l'expression de ChREBP pouvait être diminuée chez les 

patients atteints de NAFLD et de NASH (Benhamed et al., 2012; Higuchi et al., 2008), plaçant alors 

SREBP-1c comme le principal régulateur de la LDN dans les NAFLD (Ipsen et al., 2018) . 

Bien que l'augmentation de la LDN contribue clairement à la stéatose hépatique et/ou à 

l’hypertriglycéridémie, elle peut également induire la NASH, car les niveaux élevés d’AG saturés 
produits peuvent entrainer une augmentation des lésions et de l'inflammation des hépatocytes 

(Deprince et al., 2020; Roumans et al., 2020). Cette notion sera développée dans la suite de ce 

manuscrit (Chapitre 1 / V. Principale voie non génomique impliquée dans les NAFLD : la 

lipotoxicité).  

c. Saturation des capacités de dégradation des AG via la β-oxydation 

 

1.  La β-oxydation 

L’oxydation des AG est la source principale d’énergie pour le foie. Les AG absorbés (provenant de 

la lipolyse ou de l’alimentation) ou formés au cours de la LDN peuvent être dégradés par la β-

oxydation mitochondriale (Figure 11). La première étape de cette réaction est l’entrée des AG 
dans la mitochondrie. Les AG à chaine courte (AGCC) et les AG à chaine moyenne (AGCM) 

pénètrent librement dans les mitochondries et sont activés par l’ACS (acyl-CoA synthase) en acyl-

CoA dans la matrice mitochondriale. L’entrée des AG à chaine longue (AGCL) est plus complexe. 

Elle débute avec leur conversion en acyl-CoA par l’ACS dans le cytosol. Cet acyl-CoA peut ensuite 

entrer dans l’espace intermembranaire grâce à la carnitine acyltransférase I (CPT1), enzyme de la 

membrane externe mitochondriale. L’acyl-CoA est complexé à la carnitine par la carnitine-

acylcarnitine translocase (CACT), ce qui permet sa translocation à travers la membrane interne 

mitochondriale. Enfin, dans la matrice, la CPT2 permet de régénérer l’acyl-CoA (Fromenty, 2019). 

Au sein de la matrice mitochondriale, chaque AG subit quatre réactions séquentielles, qui 

génèrent une molécule d’acétyl-CoA et un AG raccourci. La première étape de l’oxydation est 
catalysée par des déshydrogénases différentes, spécifiques de la longueur de la chaine des acyl-

CoA : SCAD (Short-chain acyl-CoA dehydrogenase), MCAD (Medium-chain acyl-CoA 

dehydrogenase), LCAD (Long-chain acyl-CoA dehydrogenase), VLCAD (Very Long-chain acyl-CoA 

dehydrogenase). Les étapes suivantes sont catalysées par la 2-énoyl-CoA hydratase, la 3-

hydroxyacyl-CoA déshydrogénase et la 3-oxoacyl-CoA thiolase. Le cycle de β-oxydation est ainsi 

répété pour raccourcir les AG en plusieurs sous-unités d’acétyl-CoA (Houten et al., 2016). Ces 

acétyl-CoA peuvent entrer dans le cycle de Krebs pour générer de l’ATP via la chaine de transport 

des électrons dans la mitochondrie. Une part significative est utilisée pour générer des corps 

cétoniques comme l’acétoacétate, l’acétone et le β-hydroxybutarate qui sont par la suite relargués 
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dans la circulation sanguine pour être utilisés par les tissus extra-hépatiques comme source 

d’énergie (Begriche et al., 2013). Il est à noter que les AG à chaine très longue ne semblent pas 

être métabolisés dans la mitochondrie et sont plutôt oxydés dans les peroxysomes par un 

processus similaire (Houten et al., 2020). 

 

Figure 11 : Schéma de la β-oxydation mitochondriale des AG.  

Le transport des AG à travers la membrane plasmique est assuré par différents transporteurs tels que CD36/FAT 

et les FATPs. Alors que les AG à chaine courte (AGCC) et moyennes (AGCM) diffusent à travers la membrane 

mitochondriale, les AG à chaine longue (AGCL) sont activées en acyl-CoA par l’acyl-CoA synthéthase (ACS). La 

CPT1 convertit l’acyl-CoA en Acyl-carnitine qui peut être transporté à travers la membrane mitochondriale par la 

CACT. La CPT2 resynthétise l’acyl-CoA dans la matrice mitochondriale. Les acyl-CoAs sont ensuite métabolisés 

par des réactions successives par différentes enzymes selon la taille des acyl-CoA. Durant ces étapes, un acétyl-

CoA et un acyl-CoA raccourci de deux carbones sont générés. L’acétyl-CoA peut ensuite entrer dans le cyle de 

Krebs ce qui permet d’alimenter la chaine respiratoire en donneurs d’électrons pour former de l’ATP ; ou entrer 

dans la voie de la cétogénèse. 
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2. Altération de la β-oxydation dans la stéatose hépatique 

Dans les NAFLD, l’altération de la β-oxydation a été démontrée dans de nombreuses études. Dans 

un premier temps, pour faire face à l’augmentation du taux d’AG hépatiques au cours des premiers 

stades de NAFLD, une stimulation adaptative « protectrice » de la β-oxydation est observée, chez 

les personnes atteintes de NAFLD, dans le but de limiter l’accumulation des lipides hépatiques 

présents en excès (Begriche et al., 2013; Chen et al., 2020; Fromenty and Roden, 2022). Cette 

suractivation de la β-oxydation est accompagnée de celle du cycle de Krebs, qui stimule l’activité 
de la chaine respiratoire mitochondriale pour produire l’ATP. De plus, les AG hépatiques en excès 

sont, eux-mêmes, capables d’activer le facteur de transcription PPARα, régulateur clé de 
l’oxydation des AG, en coopération avec son coactivateur PGC-1α (PPARγ coactivator-1α) (Houten 

et al., 2016; Montagner et al., 2016). En effet, PPARα favorise l’expression des gènes cibles 
intervenant dans l’oxydation des AG (notamment CPT1, LCAD, MCAD, ACOX) et prévient de 

l’accumulation de lipides hépatiques (Ipsen et al., 2018).  

Cependant malgré les études suggérant une oxydation améliorée, en présence d’une surcharge 
en AG, l’augmentation de la β-oxydation n’est pas suffisante pour empêcher l’accumulation d’AG 
au sein des hépatocytes. En outre, certaines études rapportent une β-oxydation des AG diminuée 

dans le cadre de la stéatose et de la NASH (Begriche et al., 2013; Fromenty and Roden, 2022; Ipsen 

et al., 2018). Notamment, la LDN participe à l’altération de la β-oxydation, via SREBP-1c qui, en 

activant les deux isoformes de l’ACC, catalyse non seulement une étape clé de la biosynthèse des 

AG mais régule également le contrôle négatif de l’oxydation des AG. En effet, l’augmentation de 
malonyl-CoA généré par l’ACC2 diminue la β-oxydation en inhibant la CPT1, réduisant ainsi l'entrée 

des acides gras dans les mitochondries, et contribuant donc à l’accumulation d’AG hépatiques 

(Abu-Elheiga et al., 2000; Qureshi and Abrams, 2007). D’ailleurs, des niveaux réduits de L-carnitine 

ont été rapportés chez les patients NAFLD, ce qui peut contribuer à une réduction de l'oxydation 

des AG et à une altération mitochondriale ultérieure (Savic et al., 2020). 

Outre les capacités d’oxydation, il semblerait que l’activité de phosphorylation oxydative 

(OXPHOS, dont l’étape finale est la production d’ATP à partir de la chaine respiratoire) des 

mitochondries hépatiques soit augmentée chez les patients atteints de stéatose simple mais 

réduite dans la NASH, suggérant une diminution de la fonction mitochondriale au cours de la 

progression de la maladie (Koliaki et al., 2015). De plus, cette augmentation d’activité 
mitochondriale en premier lieu pourrait favoriser le stress oxydant dans le foie en augmentant la 

fuite des électrons le long de la chaine de transport des électrons et ainsi contribuer au 

développement de la NASH. Tout ceci serait donc cohérent avec des capacités de β-oxydation 

augmentée lors des premiers stades de NAFLD pour compenser l’accumulation de lipides, suivi 
d’un épuisement et d’une diminution de celle-ci suite à de nombreuses dysfonctions 

mitochondriales (Fromenty and Roden, 2022). 
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d. Altération de l’export des AG via les VLDL et accumulation des 

gouttelettes lipidiques  

Dans des conditions physiologiques, les AG hépatiques peuvent être estérifiés sous forme de TG 

puis stockés au sein des gouttelettes lipidiques (GL), ou être sécrétés dans la circulation sanguine 

sous forme de particules VLDL pour être acheminés vers les tissus périphériques (comme le muscle 

squelettique, le muscle cardiaque et le tissu adipeux) (Postic and Girard, 2008). Avec la β-

oxydation, l’export des TG sous forme de VLDL est alors le seul moyen de réduire la teneur en 

lipides hépatiques.   

1. Augmentation de la synthèse des TG et formation des GL 

Les TG sont synthétisés à partir des AG provenant soit des AG issus de la circulation sanguine 

(lipolyse du tissu adipeux et/ou alimentation), soit des AG nouvellement synthétisés par la LDN. 

La première étape de synthèse des TG est catalysée par la GPAT (glycerol-3-phosphate 

acyltransferase) qui va estérifier un AG avec le glycérol-3-phosphate (G3P) issu de la glycolyse pour 

générer de l’acide lysophosphatidique (LPA). L’ajout d’un deuxième AG au LPA est assuré par 
l’AGPAT (1-acylglycerol-3-phosphate acyltransferase) pour former de l’acide phosphatidique (PA). 

Celui-ci sert ensuite à la synthèse de diacylglycérol (DAG) par l’action de la PAP (phosphatidate 

phosphate-1). Enfin, la DGAT (diacylglycerol O-acyltransferase) catalyse l’étape finale de synthèse 

par le transfert d’un troisième acyl-CoA sur le DAG pour former le triacylglycérol (TAG) ou 

triglycéride (TG). Il semblerait que l’isoforme DGAT1 oriente plutôt vers la formation de TG 
empaquetés dans les VLDL, alors que DGAT2 produise des TG stockés dans les GL (Figure 10) 

(Alves-Bezerra and Cohen, 2017; Rui, 2014). 

En réponse au flux important d’AG et à la production des TG, l’accumulation des GL qui en résulte 

conduit au développement de la stéatose (Scorletti and Carr, 2022). Les GL sont des organites 

cellulaires dynamiques de stockage d’énergie. Dans les hépatocytes, les GL ont des diamètres 

allant de 20 nm jusqu’à 100 µM dans des conditions stéatosiques (Guo et al., 2009). Elles sont 

composées d’un noyau hydrophobe de lipides neutres (principalement des TG et des esters de 

cholestérol en excès) entourés d’une monocouche de phospholipides. Leur biogénèse débute par 

l’accumulation de lipides neutres entre les bicouches de la membrane du réticulum 

endoplasmique (RE), entrainant un gonflement puis un bourgeonnement vers le cytoplasme 

(Jackson, 2019) (Figure 12). Au cours de ce processus, les GL acquièrent un certain nombre de 

protéines spécifiques à leur surface, comme les périlipines (Plin). Ces protéines agissent comme 

couche protectrice contre les lipases de l’organisme, qui hydrolysent les TG en AG et glycérol lors 

de la lipolyse (Itabe et al., 2017; Sztalryd and Brasaemle, 2017). On y trouve également des 

enzymes impliquées dans la synthèse des lipides (ACC, DGAT), des lipases et des protéines du trafic 

membranaire (Guo et al., 2009).  

Les GL peuvent atteindre des tailles plus grandes par fusion avec d’autres gouttelettes ou par le 
recrutement d’enzymes spécifiques de la synthèse des TG issues du RE. La biogénèse et la 

croissance des GL, dépendent notamment de l’activité des enzymes GPAT4 et DGAT1 (Guo et al., 
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2008). Par la suite, les GL peuvent être mobilisées pour fournir de l‘énergie (par lipolyse des GL 

puis oxydation des AG) et des lipides pour la synthèse de phospholipides membranaires. 

 

Figure 12 : Biogenèse des gouttelettes lipidiques (GL) à la membrane du réticulum endoplasmique. 

L’accumulation de lipides neutres, triglycérides et esters de cholestérol entre les bicouches de la membrane du 
réticulum endoplasmique, lieu de leur synthèse, entrainant un gonflement puis un bourgeonnement vers le 

cytoplasme. Au cours de ce processus, les GL acquièrent des protéines spécifiques à leur surface, telles que des 

enzymes de la synthèse des lipides (ACC, DGAT), ou encore des périlipines (protègent les lipides des lipases). 

2. Diminution de l’export des TG sous forme de VLDL 

L’assemblage des particules de VLDL est initié dans le RE et catalysé par l’enzyme MTTP 

(microsomal triglyceride transfer protein) qui permet d’assembler des TG avec des molécules 

apolipoprotéines B100 (ApoB100) (Hussain et al., 2003). Une molécule d'apoB100 est associée à 

chaque particule VLDL et est nécessaire pour l'export des VLDL, faisant de l’apoB100 et de la MTTP 

des composants clés de la sécrétion hépatique des VLDL et du maintien de l’homéostasie des 
lipides hépatiques (Berriot-Varoqueaux et al., 2000; Tanoli et al., 2004).  Les pré-VLDL formés sont 

transportés dans l’appareil de Golgi pour être maturés puis libérés par exocytose hors de la cellule 
dans l’espace de Disse.  

La régulation de la capacité d’assemblage des VLDL est médiée par l’insuline qui, en condition 

physiologique, induit la dégradation de l’ApoB100 par autophagie et régule négativement la 
synthèse de MTTP via l’inhibition du facteur de transcription FoxA2 (Kawano and Cohen, 2013). 

Cependant, dans les situations de résistance à l’insuline décrite chez les patients NAFLD, l’insuline 
continue de stimuler la LDN sans inhiber la production de VLDL. D’ailleurs, la surproduction ainsi 

que la sécrétion de VLDL seraient augmentées dans les cas de NAFLD, corrélées à l’augmentation 
des TG hépatiques (Adiels et al., 2006; Fabbrini et al., 2008). Une augmentation de synthèse 

d’apoB et d’activité de la MTTP, est également observée chez les patients atteints de stéatose 

comparé à des sujets sains (Higuchi et al., 2011). Il a notament été suggéré que les patients atteints 

de NAFLD ne sécrètent pas de VLDL supplémentaires, mais plutôt de plus grandes VLDL avec une 

teneur en TG plus importante. Les très grosses particules de VLDL ne pouvant pas être sécrétées 
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si leur diamètre dépasse celui des pores endothéliaux sinusoïdaux, cette limitation entrainerait 

donc une rétention lipidique et une NAFLD (Adiels et al., 2006; Fabbrini et al., 2008). 

Cependant, alors que l’export des VLDL augmente avec la teneur des TG hépatiques dans la 

stéatose hépatique, lorsque les taux de TG hépatiques dépassent 10% (au stade de la NASH), la 

sécrétion semble atteindre un plateau, voire même une diminution, probablement parce que les 

capacités de sécrétion des VLDL ont été atteintes (Fabbrini et al., 2008; Ipsen et al., 2018). En effet, 

une étude a mis en évidence qu’une exposition modérée aux AGL entrainait une augmentation de 

sécrétion d’apoB100, alors qu’une exposition prolongée à une plus grande charge lipidique 
entrainait un stress du RE et la dégradation post-traductionnelle de l’apoB100, diminuant la 
sécrétion des TG et aggravant la stéatose (Ota et al., 2008). Ainsi, les taux de synthèse d’ApoB100, 
de MTTP et de VLDL sériques seraient plus faibles chez les patients atteints de NASH que les 

patients atteints de stéatose, entrainant une diminution de l’export des AG sous forme de VLDL 

chez ses patients (Charlton et al., 2002; Kawano and Cohen, 2013). Enfin, cette diminution de 

sécrétion des VLDL entraine une surcharge de lipides hépatiques contribuant à la stéatose mais 

également à la lipotoxicité et aux lésions hépatiques favorisant la progression de la maladie 

(Heeren and Scheja, 2021). Ce processus indique donc que les altérations de l'assemblage et de 

l'export des VLDL constituent  un mécanisme important dans la progression de la stéatose vers la 

NASH. Enfin,  la diminution de sécrétion des VLDL peut également être expliquée par la perte 

d’hépatocytes fonctionnels.  

ii. La stéatohépatite  

Les principales caractéristiques de la NASH sont l’inflammation associée à la mort cellulaire des 
hépatocytes. Ces deux processus forment un cercle vicieux où la mort cellulaire hépatocytaire 

déclenche l’inflammation et les cellules immunitaires recrutées sécrètent des médiateurs (tels que 

TRAIL ou Fas) pouvant initier la signalisation  apoptotique. Parmi les facteurs initiant ces processus, 

la lipotoxicité induite par l’accumulation d’AG libres (AGL) et les métabolites dérivés semble jouer 

un rôle primordial, notamment par l’induction d’un stress cellulaire (stress oxydant et stress du 

RE), favorisant les lésions hépatocytaires.  

a. L’inflammation  

L’inflammation hépatique est une réponse coordonnée aux dommages tissulaires et cellulaires et 
peut être provoquée par différents facteurs : l’excès de lipides, un dysfonctionnement 

mitochondrial (à l’origine du stress oxydant) ou des altérations du microbiome intestinal (par la 

production de lipopolysaccharide, LPS). En particulier, la lipotoxicité, provoquée par 

l’accumulation de lipides, contribue fortement et entretient l’environnement inflammatoire en 
déclenchant un stress hépatocytaire et la mort cellulaire. L’inflammation est ainsi, associée à la 
progression vers des stades plus avancés des NAFLD, et représente l’une des caractéristiques 
principales de la NASH (Friedman et al., 2018). 
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L’inflammation est médiée par un certain nombre de cytokines et de chimiokines pro-

inflammatoires telles que le TNFα, l’IL-6 et le CCL-2, dont les niveaux sont augmentés à la fois dans 

le sérum et dans le foie de patients NASH. Ces médiateurs solubles peuvent être synthétisés par 

les cellules immunitaires, les hépatocytes ou le tissu adipeux dysfonctionnel (suite à l’infiltration 
de macrophages M1), et favorisent l’inflammation hépatique dans la NAFLD (Kazankov et al., 2019; 

Parthasarathy et al., 2020). Par exemple, dans les hépatocytes, l’accumulation d’AGL, comme le 

palmitate, est capable d’induire un stress du RE, conduisant à la sécrétion de cytokines pro-

inflammatoires, comme le TNFα (Willy et al., 2015).  Il s’en suit un cercle vicieux, puisque le TNFα 

est capable d’activer les voies de signalisation pro-inflammatoires JNK et NF-κB, classiquement 

décrites pour induire l’inflammation dans les NAFLD (Shoelson et al., 2006), augmentant la 

production de cytokines pro-inflammatoires et aggravant l’inflammation.  

De plus, les hépatocytes endommagés, au moment de leur mort,  libèrent également des 

molécules intracellulaires agissant comme des signaux de dangers (DAMP). Ces DAMP sont 

reconnus par les récepteurs PRR, présents à la surface de diverses cellules immunitaires du foie, 

comme les cellules de Kupffer ou les cellules étoilées, qui, une fois activées, amplifient 

l’inflammation (via une inflammation des tissus et une cicatrisation excessive) (Mihm, 2018). Les 

récepteurs de type TLRs sont une autre famille de récepteurs de reconnaissance des DAMPs,  

impliqués dans la réponse inflammatoire et les lésions hépatiques (Rivera et al., 2007; Seki et al., 

2007). Il a été rapporté que les TLRs, comme le TLR2, TLR4 et TLR9, contribuaient à l’activation du 
système immunitaire innée, et que leurs signalisation étaient associés à l’inflammation dans la 
NAFLD et la NASH (Li et al., 2011; Miura et al., 2013; Roh and Seki, 2013; Shen et al., 2018). Par 

exemple, la fixation d’HMGB1 (High-Mobility Group Box 1, DAMP relargué par les hépatocytes 

stressés ou morts) sur le TLR4 à la surface des cellules de Kupffer induit l’activation de la voie NF-

κB et l’expression de l’IL-6 et du TNFα. En outre, HMGB1 peut aussi activer l’inflammasome NLRP3 
conduisant à la sécrétion de l’IL1-β (Guicciardi et al., 2013). 

Les cellules de Kupffer de type M1 (pro-inflammatoires), jouent également un rôle central dans 

l’inflammation du foie présente dans la NASH (Kazankov et al., 2019; Wenfeng et al., 2014). Elles 

sécrètent des médiateurs pro-inflammatoires et contribuent au recrutement de cellules 

immunitaires et à l’activation de l’inflammasome (Mridha et al., 2017; Parthasarathy et al., 2020). 

L’inflammasome NLRP3 correspond à un complexe de l’immunité innée qui en réponse à des 
signaux de dangers (LPS, DAMP, ADN mitochondrial, cytokines pro-inflammatoires) conduit à 

l’activation d’une caspase inflammatoire, la caspase 1 (Schroder and Tschopp, 2010; Wree et al., 

2014b). L’expression des composants de l’inflammasome et l’activation de NLRP3 augmentent au 

cours de la NASH (Csak et al., 2014; Szabo and Petrasek, 2015; Wree et al., 2014b, 2014a). En 

conséquence, cela induit la production de cytokines et de chimiokines pro-inflammatoires 

favorisant le recrutement de cellules immunitaires comme les monocytes, macrophages ou 

neutrophiles, contribuant à l’environnement inflammatoire du foie associé à la NAFLD (Pal et al., 

2012; Rensen et al., 2009). Notamment, l’infiltration lobulaire de lymphocytes et de macrophages 
est l’une des caractéristiques histologiques observée dans la NASH (Wolf et al., 2014; Yeh and 

Brunt, 2014).  Enfin, une étude récente a  identifié un sous-type de cellules de Kupffer, les KC2, 

qui serait particulièrement impliqué dans le métabolisme des AG dans l’obésité et le 
développement de la stéatose hépatique (Blériot et al., 2021).  
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b. La mort cellulaire  

La mort cellulaire est également l’un des évènements caractéristiques des stades avancés des 

NAFLD. Chez les personnes atteintes de NASH, la mort cellulaire est mise en évidence 

histologiquement par la présence d’hépatocytes « ballonnés », ce ballonnement étant dû à une 

distribution anormale des filaments intermédiaires induite par le stress oxydant (Liu et al., 2016). 

La mort cellulaire est directement liée à la lipotoxicité (décrite plus en détail dans la suite de ce 

chapitre) ainsi qu’à  l’apparition de l’inflammation et de la fibrose dans la NASH. Dans cette 

pathologie, plusieurs types de morts cellulaires peuvent se produire simultanément dans les 

différentes cellules hépatiques et contribuer aux lésions hépatiques. Si l’apoptose et la nécrose 

ont été souvent décrites chez les patients atteints de NASH ; la nécroptose, la pyroptose, et la 

ferroptose ont également été rapportées dans les NAFLD (Tableau 1) (Puengel et al., 2022; Shojaie 

et al., 2020; Yu et al., 2018).  

Tableau 1 : Différents types de mort cellulaire identifiés dans le contexte des NAFLD 

Type de mort cellulaire Mécanisme Facteurs d’induction Effet dans la NASH 

Apoptose  

 

Mort 

cellulaire 

programmée 

Voie intrinsèque 

(mitochondriale) 

Voie extrinsèque (médiée par 

les récepteurs de morts) 

 Activation des caspases 

effectrices 

(Feldstein et al., 2003; 

Peverill et al., 2014) 

- Accumulation d’AGL dans 

les hépatocytes 

- Organites endommagées : 

mitochondrie (libération 

de cytochrome c, stress 

oxydant) ; réticulum 

endoplasmique (RE) 

(libération de calcium, 

stress du RE) 

 Activation des cellules étoilées par 

corps apoptotiques et fragments ADN 

mitochondriaux  

 Fibrose (Yu et al., 2018) 

 Activation cellules de Kupffer (via FasL 

et TNFR) par corps apoptotiques 

 Inflammation 

 Mort des hépatocytes (cercle 

vicieux) (Canbay et al., 2003; Szondy 

et al., 2017) 

 Nécrose secondaire (Guicciardi and 

Gores, 2010) 

Nécrose 

 

Mort 

cellulaire 

accidentelle 

Rupture de la perméabilité de 

la membrane plasmique et 

relargage du contenu 

cellulaire cytotoxique dans 

l’espace extracellulaire  
(Puengel et al., 2022; Shojaie 

et al., 2020) 

- Dysfonctions 

mitochondriales 

(diminution de l’ATP) 

- Toxines  

- Surcharge espèces 

réactives de l’oxygène 

(ERO) 

 Inflammation 

 Fibrose 

(Shen et al., 2012; Shojaie et al., 2020) 

Nécropotose Nécrose 

régulée 

Activation des kinases: RIPK1, 

RIPK3 et de la pseudo-kinase 

MLKL  

(Afonso et al., 2015; Schwabe 

and Luedde, 2018) 

- TNFα 

- ERO 

- Voie de signalisation 

mTOR/Akt 

 Inflammation chronique (activation 

JNK, synthèse MCP-1, recrutement 

monocytes) (Gautheron et al., 2014) 

 Fibrose (Afonso et al., 2021; 

Mohammed et al., 2021) 

Pyroptose Mort 

cellulaire 

inflammatoire 

Activation inflammasome 

NLRP3 : activation caspase-1, 

synthèse de cytokines pro-

inflammatoires IL-18 et IL-1β, 
et de la protéine cytosolique, 

gasdermine D formation de 

pores membranaires dans les 

hépatocytes   

- Taux élevés de cholestérol 

libre (Caballero et al., 

2009; Mridha et al., 2017) 

-  LPS provenant du 

microbiote 

(Shojaie et al., 2020) 

 Relargage de particules de 

l’inflammasome : activation cellules 

étoilées, recrutement cellules 

inflammatoires 

 Fibrose 

 Inflammation 

(Gaul et al., 2021; Wree et al., 2014a; 

Xu et al., 2018) 
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Ferroptose Nécrose 

régulée 

Déplétion en glutathion et 

peroxydation lipidique 

dépendante du fer (Shojaie et 

al., 2020; Yang and Stockwell, 

2016). 

- Accumulation de fer 

(Nelson et al., 2011) 

- Hydroperoxydation des 

lipides membranaires 

(Kagan et al., 2017) 

 Accumulation d’ERO 

 Changement morphologique des 

mitochondries 

 Inflammation 

 Précède le développement des autres 

types de mort cellulaires 

(Li et al., 2020; J. Qi et al., 2020; 

Tsurusaki et al., 2019)  

 

Dans le cas des maladies hépatiques chroniques telles que les NAFLD, c’est la chronicité de la mort 
cellulaire qui est préjudiciable pour le foie. En effet, la mort des hépatocytes favorise le 

recrutement de cellules immunitaires augmentant ainsi l’inflammation ainsi que la fibrose suite à 
l’activation des cellules de Kupffer et des cellules étoilées du foie.  

iii. Progression des NAFLD 

Les NAFLD sont des pathologies évolutives dont les stades avancés sont la fibrose, la cirrhose 

pouvant aller jusqu’au stade ultime du carcinome hépatocellulaire.  

a. Développement de la fibrose 

La fibrose est caractérisée par un dépôt excessif de collagène et d’autres protéines de la matrice 

extracellulaire entrainant la formation de tissu cicatriciel.  Bien que la présence de fibrose ne soit 

pas une caractéristique pour définir la NASH, il s'agit d'un changement pathologique important 

car la présence de fibrose et en particulier de fibrose avancée est associée à un plus mauvais 

pronostic (Dulai et al., 2017; Powell et al., 2021). 

Les cellules étoilées sont les cellules impliquées dans la production excessive de matrice 

extracellulaire et sont donc responsables du développement de la fibrose hépatique dans la 

NAFLD. Cette fibrogénèse est déclenchée suite à l’activation des cellules de Kupffer et à la mort 
des hépatocytes, qui vont produire des cytokines telles que le TGF-β ou l’IL-1β, médiant 
l’activation des cellules étoilées présentes dans le foie (Dooley and ten Dijke, 2012). Les corps 

apoptotiques, résultant de la mort des hépatocytes, peuvent également être phagocytés par les 

cellules étoilées et induire leur activation (Yu et al., 2018). Une fois activées, ces cellules se 

différencient en myofibroblastes aux propriétés fibrogéniques. Celles-ci peuvent aggraver 

l’inflammation, notamment via le récepteur TLR4 exprimé à leur surface capable d’entrainer la 
libération de cytokines pro-inflammatoires, et l’activation des voies NF-κB et JNK, contribuant ainsi 

au recrutement de cellules immunitaires (Yu et al., 2018). 

b. Progression vers le carcinome hépatocellulaire  

Il est estimé que 10 à 20% des patients atteints de NAFLD développeront des complications 

cirrhotiques et un carcinome hépatocellulaire (CHC) au cours des 10 à 20 ans suivant le diagnostic. 
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Bien que le CHC puisse survenir chez des patients non cirrhotiques (Tarao et al., 2019), la cirrhose 

est le facteur de risque le plus important pour le développement du CHC (Baffy, 2013; 

Pinyopornpanish et al., 2021; Tarao et al., 2019), puisqu'environ 60% des cas de CHC attribués aux 

NAFLD proviennent de patients cirrhotiques (White et al., 2012). 

Au cours de la cirrhose, des cycles répétés de mort hépatocytaire et de prolifération 

compensatoire se succèdent créant un microenvironnement favorable au processus de 

cancérogénèse (Baffy, 2013). De nombreux facteurs caractéristiques de la NASH, comme la 

persistance de l’insulino-résistance, l’augmentation du stress métabolique et la dysbiose 
intestinale (via l’activation de la signalisation du TLR4), sont impliqués dans la carcinogénèse 

(Dapito et al., 2012; Huang et al., 2021). L’inflammation chronique est également entretenue par 

une dérégulation du système immunitaire, notamment avec la mort des lymphocytes T, diminuant 

ainsi les capacités de l’organisme à se défendre et accélérant la carcinogénèse (Anstee et al., 2019; 

Ma et al., 2016). De plus, l’inhibition du facteur FGF21, suppresseur d’inflammation, a récemment 
été décrite comme impliquée dans la pathogénèse de la NASH et la transition vers le CHC (Zheng 

et al., 2020). L’activation de la lipogenèse est l’un des événements majeurs survenant lors du CHC, 
produisant en excès des AGL agissant à la fois comme lipotoxiques et pro-tumorigènes (Wang et 

al., 2016). En effet, les AGL induisent l’activation de STAT3, facteur de transcription oncogène, et 

de la voie PI3k-AKT-mTOR qui favorise le développement de tumeurs, ou encore de la kinase JNK, 

facteur le plus activé dans le CHC impliqué dans la libération du cytochrome c mitochondrial, la 

mort cellulaire et la prolifération compensatoire (Longo et al., 2021b). 

IV. Principale voie génomique impliquée dans les NAFLD : les récepteurs nucléaires   

De nombreuses voies génomiques participent au développement des NAFLD. C’est le cas des 
facteurs de transcription comme, par exemple, SREBP ou ChREBP décrits précédemment et 

responsables de la régulation de nombreux gènes impliqués dans la LDN, contribuant ainsi au 

développement de la stéatose hépatique. Dans cette partie, nous nous intéresserons tout 

particulièrement aux récepteurs nucléaires, qui sont des facteurs de transcription activés par des 

ligands et qui régulent des fonctions vitales de l’organisme telles que le développement, la 
croissance, la reproduction et l’homéostasie énergétique. Il a été montré que plusieurs de ces 
récepteurs nucléaires agissent comme des récepteurs métaboliques impliqués dans le 

métabolisme hépatique des lipides, du glucose et des xénobiotiques, dans l’homéostasie des 
acides biliaires, et dans l’inflammation, pouvant donc jouer un rôle dans la physiopathologie 

hépatique et dans les NAFLD en particulier (Cave et al., 2016; López-Velázquez et al., 2012).  

Chez l’homme, il existe 48 récepteurs nucléaires classés en 7 sous-familles (NR0-NR6) (Evans and 

Mangelsdorf, 2014). Les membres de la sous-famille NR1, sont particulièrement associés au 

contrôle de l’homéostasie énergétique. Ces récepteurs nucléaires, une fois liés à leur ligand, 

s’hétérodimérisent avec le récepteur X des rétinoïdes (RXRα,β,γ) pour ensuite se fixer sur des 

séquences spécifiques situées dans les régions régulatrices des gènes et déclencher leurs 
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transcriptions. Plusieurs de ces récepteurs, comme les récepteurs activés par les proliférateurs de 

peroxysomes (PPARs), le récepteur du prégnane et des xénobiotiques (PXR), le récepteur 

constitutif de l'androstane (CAR), les récepteurs hépatiques X (LXRs) et le récepteur farnésoïde X 

(FXR) sont des régulateurs clés de l’homéostasie énergétique en fonction des différents états 

physiologiques du corps (nourri/à jeûn) (Cave et al., 2016). Bien que ne faisant pas partie de la 

classe des récepteurs nucléaires, le cas du récepteur aux hydrocarbures aromatiques (AhR) sera 

également abordé dans cette partie, du fait de son implication dans le métabolisme des lipides et 

qu’il possède de grandes similarités avec les récepteurs nucléaires. Par ailleurs, d’autres récepteurs 
nucléaires interviennent également dans la régulation du métabolisme énergétique, c’est le cas en 
particulier des récepteurs aux oestrogènes (Erα et Erβ) (Mahboobifard et al., 2022; Palmisano et al., 

2017). 

De part leurs fonctions dans le métabolisme, ils sont également appelés « récepteurs 

métaboliques ». Ainsi, la perturbation de leur signalisation participent à la pathogénèse des NAFLD 

(Cave et al., 2016; López-Velázquez et al., 2012; Xiao et al., 2020). Ces dernières années, il a été 

proposé que l’interaction entre certains polluants environnementaux et les récepteurs nucléaires 

pouvaient participer à la pathogénèse des NAFLD. Cette notion sera développée dans le chapitre 

2 « Perturbateurs endocriniens et TAFLD». 

Tableau 2  : Effet des récepteurs métaboliques sur les mécanismes contribuant au développement des NAFLD 

(Bitter et al., 2015; Cave et al., 2016; Dong et al., 2009; Ducheix et al., 2013a; Lee et al., 2019; Neuschwander-

Tetri et al., 2015; Spruiell et al., 2014; Sun et al., 2015; Wahli and Michalik, 2012; Xiao et al., 2020) 

 

i. Les récepteurs PPARs  

Les PPARs sont des régulateurs majeurs du métabolisme des lipides dans de nombreux types de 

cellules (Bideyan et al., 2021). On trouve 3 formes du récepteur PPAR qui diffèrent dans leur 
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fonction et leur expression tissulaire : PPARα principalement exprimé dans le foie ; PPARβ/δ 

principalement exprimé dans le muscle, le tissu adipeux et le foie et enfin PPARγ principalement 
exprimé dans le tissu adipeux, le colon et les macrophages. Les AG libres et leurs dérivés 

(eicosanoïdes, prostaglandines, acide arachidonique) sont des ligands activateurs endogènes des 

PPARs, servant ainsi à contrôler leur propre métabolisme.  

L'expression de PPARα et PPARγ est abondante dans les tissus consommant et stockant les AG, 
respectivement. Ainsi, PPARα est principalement impliqué dans l’oxydation des lipides hépatiques 
en favorisant l’expression de gènes de la β-oxydation mitochondriale tels que les transporteurs 

CPT1A et CPT2, de la malonyl-CoA décarboxylase (qui dégrade le malonyl-CoA inhibiteur de CPT1), 

du CYP4A (qui participe à l’oxydation des AG), et d'autres enzymes déshydrogénases (LCAD, 
MCAD) (Bideyan et al., 2021; Ipsen et al., 2018). De plus, PPARα est capable d’induire la 
transcription de l’hépatokine FGF21, hormone hépatique qui diminue la lipogenèse, augmente la 
β-oxydation et la cétogenèse via l’activation du coactivateur transcriptionnel PGC-1α (Potthoff et 

al., 2009). L’activation de PPARα par l’afflux d’AGL provenant de la lipolyse du tissu adipeux 
suggère donc un rôle protecteur dans les NAFLD (Montagner et al., 2016). Cependant, il est  décrit 

comme plus faiblement exprimé dans cette pathologie, favorisant donc l’accumulation d’AG 
hépatique (Francque et al., 2015).  

PPARγ est le régulateur majeur de l’adipogénèse, contribuant au stockage des AG sous forme de 

TG dans les adipocytes (Wang et al., 2020; Yu et al., 2003). Son expression basale dans les 

hépatocytes est relativement faible, mais elle est fortement augmentée dans des conditions 

d’obésité et de NAFLD (Li et al., 2018; Xiao et al., 2020). L’expression hépatique de PPARγ favorise 
la stéatose en induisant des gènes impliqués dans l’absorption, la synthèse et le stockage des 

lipides, ou dans la formation des GL (comme FABP4, CD36/FAT, la monoacylglycerol O-

acyltransférase 1 et la perilipine 2) (Lee et al., 2012). De plus, PPARγ peut être directement activé 
par SREBP-1c, fortement exprimé dans les NAFLD. 

La contribution de PPARβ/δ dans le métabolisme des lipides et dans les NAFLD est plus 

controversée. En effet, certaines études ont montré que le récepteur était capable d’une part 
d’inhiber l’activation de SREBP-1c, réduisant ainsi la LDN (Flowers and Ntambi, 2008; Qin et al., 

2008), et d’autre part, de favoriser l’export des VLDL (Zarei et al., 2017), améliorant in fine la 

stéatose. A l’inverse, d’autres études décrivent une augmentation des TG hépatiques suite à 

l’activation du récepteur (Lee et al., 2006).  Cependant, son expression et son activité ont plutôt 

été décrites comme étant diminuées dans le foie de patients atteints de NAFLD (Zarei et al., 2017). 

Par ailleurs, l’activation de PPARβ/δ, en combinaison avec PPARα, améliorerait la stéatose, 

l’inflammation et la fibrose (Pawlak et al., 2015).  

En plus de perturber l’homéostasie lipidique, l’activation des PPAR module également 
l’inflammation. De manière générale, ces récepteurs sont considérés comme bénéfiques dans la 

NASH, de part leurs propriétés anti-inflammatoires (Cave et al., 2016; Wang et al., 2020) en 

diminuant l’activation des macrophages (Wettstein et al., 2017) et en inhibant les voies de 

signalisation pro-inflammatoire (NF-κB et c-Jun, JNK) (Korbecki et al., 2019; Wahli and Michalik, 

2012). En cohérence, PPARα est également régulé négativement chez les patients atteints de 
NASH et son expression diminue avec l’augmentation de la sévérité de la maladie et avec le stade 
de fibrose (Francque et al., 2015; Hu et al., 2017; Tanaka et al., 2017). Les PPARγ et PPAR β/δ sont 
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aussi exprimés dans les cellules étoilées et les cellules de Kupffer ; et leurs activations contribuent 

à la polarisation des cellules de Kupffer de type anti-inflammatoires (macrophages M2 impliqués 

dans la sécrétion d’IL-10 et d’IL-22, cytokines anti-inflammatoires), ainsi qu’à la diminution de 
gènes pro-inflammatoires et pro-fibrosants (Luo et al., 2017; Puengel et al., 2022). 

ii. Les récepteurs xénosenseurs : PXR, CAR, AhR 

Les récepteurs PXR, CAR et AhR forment un groupe de récepteurs aux propriétés communes. En, 

effet ce sont tous trois, des facteurs de transcription impliqués dans le métabolisme des 

xénobiotiques, qui régulent  les transporteurs et enzymes de phase I, II et III de la détoxification. 

A titre d’exemple, PXR induit l’expression du CYP3A4, l’une des enzymes les plus importante du 

métabolisme de détoxification des médicaments (Oladimeji and Chen, 2018; Sayaf et al., 2021). 

Ainsi en plus d’être activés par leurs ligands endogènes (les stéroïdes, les acides biliaires et certains 

dérivés du cholestérol pour le PXR ; la bilirubine, les acides biliaires et les androstanes pour le 

CAR ; les métabolites du tryptophane ou de l’alimentation comme les flavonoïdes pour AhR), ils 

sont également activés par les xénobiotiques, tels que les médicaments ou les polluants 

environnementaux et en particulier les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP) pour AhR 

(Barouki et al., 2012a; Wahlang et al., 2014). Ils sont donc connus pour avoir une action protectrice 

contre les xénobiotiques alimentaires (Banerjee et al., 2015; Cobbina and Akhlaghi, 2017; 

Yamazaki et al., 2007). 

Le récepteur pregnane X (PXR), est majoritairement exprimé dans le foie (hépatocytes, cellules 

étoilées, cellules de Kupffer) et l’intestin (Banerjee et al., 2015). Si le rôle de PXR dans la stéatose 

hépatique est controversé (Bitter et al., 2015), la plupart des études suggèrent cependant que son 

activation aggrave la stéatose, l'obésité, la résistance à l'insuline et l'hypercholestérolémie (Li et 

al., 2015; Sayaf et al., 2021; Sookoian et al., 2010; Spruiell et al., 2014). De manière générale, 

l'activation de PXR a été associée à une augmentation de l'absorption hépatique d’AG (via les 

transporteurs CD36 et SLC13A5) et de la lipogenèse hépatique (via l’augmentation des 

désaturases et élongases) ; à une diminution de la β-oxydation (via son interaction avec le 

régulateur FoXA2) ; ainsi qu’à l’activation de SREPB1 et de PPARγ (C. Y. Li et al., 2016; Negi et al., 

2021; Zhou et al., 2006) ; l’ensemble de ces actions contribuant au développement de la stéatose. 

D’autre part, l’activation de PXR activerait une réponse anti-inflammatoire et pourrait réduire la 

fibrogénèse hépatique en bloquant la production des gènes pro-inflammatoires cibles de NF-κB 

(telles que les cytokines pro-inflammatoires IL6, TNFα et IL-1β) (Sun et al., 2015), et en inhibant 

l’activation des cellules étoilées du foie (Sayaf et al., 2021). 

Le récepteur constitutif de l’androstane (CAR) est fortement exprimé dans le foie et l’intestin 
(Nishimura et al., 2004). Il est constitutivement actif, mais son activité peut être modifiée 

directement par sa liaison à un ligand ou indirectement par des modifications de son état de 

phosphorylation, régulé par PKC, ERK et PP2A (protéine kinase C ; kinase régulée par le signal 

extracellulaire ; protéine phosphatase 2) qui contrôlent ainsi sa translocation au noyau (Mutoh et 

al., 2009). L’activation de CAR favoriserait l’inhibition de la lipogenèse hépatique (via une 

inhibition des gènes SREBP-1c, SCD1 et ACC) et l’augmentation de la β-oxydation contrecarrant la 
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stéatose (Dong et al., 2009; J. Yan et al., 2015). Dans la NAFLD, CAR possède des propriétés anti-

inflammatoires, en interagissant avec NF-κB. Il inhibe également l’apoptose induite par le TNFα 
en augmentation l’expression de la protéine anti-apoptotique GADD45β (Baskin-Bey et al., 2007; 

Yamamoto et al., 2010). Ainsi, son activation est décrite pour réduire la stéatose hépatique et 

l'inflammation tout en réduisant l'obésité, la résistance à l'insuline et l'hypercholestérolémie (Gao 

et al., 2009; Roth et al., 2008; Sberna et al., 2011). 

Alors que la plupart des études montrent un rôle bénéfique de CAR, certaines études 

contradictoires démontrent que l’activation de CAR induirait une augmentation des lipides 

sériques, une diminution de la β-oxydation hépatique, une augmentation du stress oxydant 

médiée par l’augmentation de la peroxydation lipidique, ainsi qu’une augmentation de l’apoptose 
et de l’inflammation (Y. Li et al., 2016; Tanaka et al., 2017; Xiao et al., 2020; Y. Xu et al., 2015; 

Yamazaki et al., 2007). De plus, certaines études suggèrent même que l’activation de CAR serait 
corrélée à la progression et la sévérité des NAFLD. 

En plus de son rôle principal dans le métabolisme des xénobiotiques, le récepteur AhR est 

impliqué dans le métabolisme énergétique des glucides, des lipides et du cholestérol, 

l’inflammation, la migration et la prolifération cellulaire (Bock, 2021). L’activation d’AhR est 

impliquée dans le développement de l’obésité (Moyer et al., 2016) et de la stéatose hépatique (He 

et al., 2013; Neuschäfer-Rube et al., 2015). En effet, son activation augmente l’absorption des AG 
dans le foie en induisant l’expression du transporteur CD36. AhR augmente également la 

concentration de citrate cytosolique (rôle central du métabolisme lipidique) et diminue 

l’expression de PPARα et de SREBP-1c entrainant à la fois stéatose et lipotoxicité (Duval et al., 

2017). L’activation d’AhR a aussi été décrite pour supprimer la β-oxydation peroxysomale des AG 

conduisant à l'accumulation de TG hépatiques (Lee et al. 2010). Fait intéressant, l'activation d'AhR 

jouerait un rôle déterminant dans le développement de la stéatose hépatique chez les souris 

mâles nourries avec un régime riche en graisses (Duval et al., 2017), une déficience en AhR 

empêchant la prise de poids, la stéatose et l'inflammation induites par l'alimentation (Moyer et 

al., 2016; Xu et al., 2015). 

En plus du développement de NAFLD, l'activation d'AhR pourrait également participer à la 

progression de cette pathologie. En effet, son activation par des xénobiotiques a été associée à un 

remodelage membranaire (Tekpli et al., 2010), à un dysfonctionnement mitochondrial (Lee 2011), 

à une altération de l'homéostasie du fer (Fader et al., 2017) et à une inflammation (Podechard et 

al., 2008), (i.e. des altérations associées à la progression vers la NASH). 

iii. Les récepteurs LXR et FXR  

Le récepteur hépatique X (LXR) existe sous deux isoformes chez l’homme : LXRα qui est la forme 

prédominante dans le foie, également exprimée dans l’intestin, les reins et le tissu adipeux ; LXRβ 

qui est exprimé de façon ubiquitaire (Cave et al., 2016). Ses ligands endogènes sont les oxystérols 

et les métabolites dérivés du cholestérol. LXR joue un rôle clé dans le métabolisme des TG et du 

cholestérol dans le foie (Ducheix et al., 2013a). Il active la synthèse, l'export et le stockage des TG 

hépatiques vers les tissus périphériques, et stimule le transport réverse du cholestérol (via les 

lipoprotéines HDL) pour protéger les tissus extrahépatiques de la toxicité d’un excès de cholestérol 
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(Hong and Tontonoz, 2014; Zhang et al., 2012). LXR régule également l'enzyme CYP7A1 qui permet 

la conversion du cholestérol en acides biliaires (López-Velázquez et al., 2012).  

Chez l’homme, il a été rapporté que l’activation de LXRα jouait un rôle crucial dans le 
développement de la stéatose et que son expression hépatique  augmentait avec la sévérité de la 

NAFLD (Ahn et al., 2014). En effet,  LXRα est un puissant activateur de SREBP-1c, ChREBP et PPARγ, 
tout comme il est capable d’induire de manière directe FAS, ACC ou encore SCD1, et de diminuer 

la synthèse de FGF21 ; favorisant ainsi la lipogenèse hépatique (Fan et al., 2017; Joseph et al., 

2002; Keinicke et al., 2020; Talukdar and Hillgartner, 2006; Yoshikawa et al., 2001). De plus, il a 

été démontré que PPARα et LXR s'influencent mutuellement (Ducheix et al., 2013b). Un effet 

supplémentaire de LXR est l’augmentation de l’expression de la protéine ANGPTL3 sécrétée par le 
foie, à l’origine de l’augmentation des TG plasmatiques (en inhibant l’activité de la lipoprotéine 

lipase, LPL) et de celle des AG libres (en activant la lipolyse dans les adipocytes), d’où l’effet 
hypertriglycéridémique médié par LXR (Inaba et al., 2003; Zhang et al., 2001).  Cependant, si LXR 

augmente la stéatose, ce récepteur semble au contraire avoir un rôle protecteur dans la NASH, en 

diminuant l’inflammation et l'hypercholestérolémie (médiée par le régulateur clé de la 

biosynthèse de cholestérol : SREBP-2) (Cariello, Piccinin, et Moschetta 2021; Zhang et al. 2012; Ito 

et al. 2015). LXR est en effet capable d’inhiber la transcription des gènes des cytokines pro-

inflammatoires telles que le TNFα, l’IL-6 et l’IL-1β, médiée par NF-κB, et de diminuer l’activation 
des TLR, médiée par le transporteur d’efflux du cholestérol, ABCA1 (Venteclef et al. 2010; Zhu et 

al. 2010). De plus, l'activation de LXR atténue également les lésions hépatiques induites par le LPS 

dans la NAFLD sur un modèle murin en inhibant l'activité pro-inflammatoire des macrophages (Liu 

et al., 2012). Enfin, un rôle anti-fibrotique de LXR a également été décrit (Becares et al., 2019). 

Le récepteur farnésoïde X (FXR) existe sous deux isoformes chez l’homme FXRα et FXRβ ; il est 

principalement exprimé dans les organes impliqués dans le métabolisme et le transport des acides 

biliaires, tels que le foie, l'intestin et les reins, mais également présent dans le tissu adipeux et la 

glande surrénale. Il est le régulateur principal de la synthèse des acides biliaires, puisque activé 

par ces stéroïdes, il inhibe leur synthèse à partir du cholestérol via la sécrétion de FGF19, 

entérokine capable d’inhiber le CYP7A1. Du fait, que l'expression hépatique de FXR soit décrite 

comme diminuée dans les NAFLD, des données issues de modèles rongeurs et de patients atteints 

de NASH, relèvent une expression élevée du CYP7A1, à l’origine des niveaux élevés d’acides 
biliaires  retrouvés à ce stade de la maladie  (Jiao et al., 2018; Kolodziejczyk et al., 2019). FXR régule 

également le métabolisme des lipides, du glucose et des lipoprotéines (Cave et al., 2016; Pineda 

Torra et al., 2003; Shen et al., 2011). Son activation réduit la lipogenèse hépatique, en inhibant 

SREBP-1 et favorise la β-oxydation des AG en stimulant l’expression de PPARα et de CPT1 (Xi and 

Li, 2020). FXR est également impliqué dans la clairance des TG en favorisant l’activité de la 

lipoprotéine lipase (LPL), responsable de l’hydrolyse les TG dans les lipoprotéines, abaissant ainsi 

les taux sériques de TG (Watanabe et al., 2004). Pour cela, FXR favorise la transcription du 

régulateur ApoC-II, co-activateur de la LPL et diminue l’expression des protéines ApoC-III et 

Angptl3, agissants comme inhibiteurs de la LPL (López-Velázquez et al., 2012). FXR semblerait 

également inhiber la sécrétion de VLDL indirectement en diminuant l’expression de MTTP et ApoB 
(Hirokane et al., 2004). 
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Le rôle de FXR est globalement protecteur contre les NAFLD (Xiong et al., 2014). Cependant, chez 

les patients atteints de NAFLD, la diminution de l’expression hépatique de FXR est observée et  

associée à une augmentation de l’expression de LXR et de la synthèse hépatique de TG (Aguilar-

Olivos et al., 2015; Yang et al., 2010). Par ailleurs, plusieurs études ont rapporté que l’activation 
hépatique de FXR par des ligands naturels et synthétiques atténuait la stéatose hépatique (Li et 

al., 2013), l’inflammation et la fibrogénèse dans la NAFLD (Friedman et al., 2018; Neuschwander-

Tetri et al., 2015; Noureddin and Sanyal, 2018). En plus de ces différents rôles métaboliques, FXR 

induit la synthèse de FGF21 anti-inflammatoire (Cyphert et al., 2012) et régule le microbiome 

intestinal. Une inhibition du FXR chez des souris entraine une prolifération bactérienne et une 

perméabilité intestinale augmentée ainsi que des niveaux plus élevés de facteurs pro-

inflammatoires et pro-fibrosants (Cave et al., 2016; Tanaka et al., 2017). 

V. Principale voie non génomique impliquée dans les NAFLD : la lipotoxicité 

 

L’augmentation d’AG libres au niveau hépatique se traduit par l’estérification et l’accumulation 
des TG, simultanément à l’accumulation d’autres espèces lipidiques tels que les diacylglycérols, 

les AG polyinsaturés ou les céramides. Ces intermédiaires dits lipotoxiques sont responsables 

d'effets nocifs tels que le dysfonctionnement mitochondrial, le stress oxydant, le stress du RE et 

l'inflammation chronique du foie impliqués dans la progression des NAFLD. Dans cette partie, un 

focus sera fait sur les différentes espèces lipidiques retrouvées comme accumulées dans les NAFLD 

et leurs mécanismes de lipotoxicité dans la pathogénèse des NAFLD. Un point sera également fait 

sur la perturbation de l’homéostasie des membranes, dont les composants majeurs sont des 

lipides qui peuvent être à l’origine d’un remodelage membranaire et de la progression des NAFLD. 

 

 

i. Altération de l’homéostasie des lipides et lipotoxicité  

Lors des NAFLD, le métabolisme lipidique est altéré contribuant à l’accumulation de TG stockés 

sous forme de GL, la forme majeure des lipides hépatiques chez les personnes atteintes de NAFLD. 

Bien que le taux de TG accumulés soit un indice du stade de NAFLD, cette forme de stockage des 

lipides semble protéger contre l’accumulation excessive d’autres espèces lipidiques toxiques 

(Alkhouri et al., 2009). Ce rôle protecteur des TG a été confirmé par certaines études en montrant 

que l’inhibition de la DGAT2, catalyseur final de la synthèse des TG, diminuait la stéatose mais 

favorisait la production d’autres espèces lipidiques, impliquées dans la progression vers des stades 

NASH (Yamaguchi et al., 2007).  

Au contraire, d’autres types de lipides sont capables de s’accumuler et de provoquer des 

dommages hépatiques. Cette lipotoxicité hépatique est associée à une inflammation chronique et 

est caractéristique de la progression de la stéatose hépatique vers la NASH (Neuschwander-Tetri, 

2010). Des études de lipidomique ont permis de mettre en évidence l’augmentation de plusieurs 

types de lipides impliqués dans la NASH : les acides gras libres (AGL), les diacylglycérols (DAG), le 
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cholestérol libre (CL), la lysophosphatidylcholine (LPC) et les sphingolipides dont les céramides et 

la sphingosine-1-phosphate (Friedman et al., 2018; Marra and Svegliati-Baroni, 2018; Musso et al., 

2018) (Figure 13).  

 

Figure 13 : Accumulation d’espèces lipidiques lipotoxiques et effets sur le foie. L’augmentation d’AG hépatiques 
se traduit par l’accumulation d’espèces lipidiques lipotoxiques tels que les sphingolipides et céramides, les AG 

saturés (AGS), les diacylglycérols (DAG), la lysophophatidylcholine (LPC) ou le cholestérol. Ces intermédiaires 

lipotoxiques sont responsables d'effets nocifs impliqués dans la progression de la maladie tels que le stress du 

RE, le dysfonctionnement mitochondrial, le stress oxydant, la mort cellulaire, l'inflammation chronique du foie 

et le développement de la fibrose. Au contraire, les AG mono/poly-insaturés (AGMI/AGPI) seraient protecteurs 

contre la lipotoxicité des autres espèces lipidiques. 

a. Les acides gras libres  

Les acides gras libres (AGL), présents en excès dans les NAFLD, sont les plus fréquemment associés 

à la lipotoxicité hépatique. Ils sont classés selon la longueur de leur chaine carbonée et leur degré 

de désaturation (AG saturés, AGS; AG mono-insaturés, AGMI; AG poly-insaturés, AGPI). Si 

l’inhibition de la synthèse de TG a permis de réduire la stéatose, elle a aussi entrainé 

l’augmentation du taux d’AGL hépatique qui ont contribué au développement du stress oxydant, 

de l’inflammation et de la fibrose (Yamaguchi et al., 2007). 

Certaines études ont mis en évidence le rôle des AG saturés (AGS) par rapport aux AG insaturés 

(AGI) dans la lipotoxicité. Les AGS, notamment le palmitate (C16:0), sont fortement augmentés 

dans la NAFLD et associés à la progression de la NASH (Musso et al., 2018). Le profil lipidomique 

de biopsies hépatiques de patients NASH, a permis d’identifier une diminution de la désaturase 
FADS1 associée à une activité importante de l’élongase ELOVL6, entrainant l’augmentation d’AGS 
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à chaine longue (Chiappini et al., 2017). Le pouvoir cytotoxique des AGS a été mis en évidence 

dans de nombreuses études in vitro et in vivo, notamment en stimulant le stress du RE et le stress 

oxydant, et en déclenchant des signaux apoptotiques et des phénomènes inflammatoires (Deng 

et al., 2022; Hirsova et al., 2016a; Pierantonelli and Svegliati-Baroni, 2019).  

Alors que les AGS sont lipotoxiques, les AGMI comme le palmitoléate (C16:1) et l’oléate (C18:1) 

sembleraient protéger de la toxicité des AGS. En effet, l’oléate réduirait la toxicité du palmitate 

dans des hépatocytes en culture, en favorisant son utilisation pour la synthèse de TG (Chen et al., 

2018; Musso et al., 2018; Zeng et al., 2020). De plus, alors que la surexpression de la désaturase 

SCD1, qui convertit les AGS en AGMI, augmente la synthèse de TG, son inhibition génétique ou 

pharmacologique sensibilise les hépatocytes à l’apoptose induite par les AGS (Li et al., 2009; Rada 

et al., 2020). De même, certains AGPI sont également considérés comme protecteurs dans la 

pathogénèse des NAFLD. C’est le cas en particulier des AGPI ω-3 tels que l'acide 

eicosapentaénoïque (EPA), l’acide docosahexaénoïque (DHA) et l’acide docosapentaénoïque 

(DPA). Ces médiateurs réduiraient le stress du RE, le stress oxydant, l’inflammation et l’apoptose 
causés par les AGS (Musso et al., 2018). Il a été rapporté qu’une diminution du taux d’AGPI ω-3 et 

un rapport élevé d’AGPI ω-62/ ω-3 étaient associés à la sévérité des NAFLD (Araya et al., 2004; Puri 

et al., 2007). 

b. Le diacylglycérol (DAG) 

Le DAG est le dernier intermédiaire avant la synthèse des TG (Figure 13). Les DAG seraient les 

médiateurs potentiels du développement de la résistance à l’insuline dès les premiers stades de 
NAFLD. En effet, l’accumulation excessive de DAG induit l’activation de la protéine kinase Cε 

(PKCε) qui phosphoryle et inhibe l’activité de la kinase intracellulaire du récepteur à l’insuline 
(IRKS2) dans des hépatocytes de rat (Petersen et Shulman 2017; Perry et al. 2014). Lors de cette 

activation, la synthèse de glycogène et la LDN sont augmentées et la néoglucogénèse diminuée. 

Le DAG induit également l’activation de l’inflammasome et la pyroptose des hépatocytes, médiée 
par la PKCδ (Koh et al., 2021). 

c. Le cholestérol 

L’altération du métabolisme du cholestérol joue un rôle dans la pathogénèse de la NASH, 

notamment via une accumulation de cholestérol libre (CL) ; notamment retrouvé dans le foie 

d’individus atteints de NASH, mais pas dans ceux atteints de stéatose (Svegliati-Baroni et al., 

2019).  

                                                           
2 l’augmentation des AGPI ω-6, comme l’acide linoléique et son métabolite l’acide arachidonique, déclenche une 
cascade inflammatoire et une peroxydation lipidique pouvant mener à différentes formes de mort cellulaire 

(Deng et al., 2022). 
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Dans la NASH, la forte expression du facteur de régulation SREBP2, en réponse au stress du RE, à 

l’inflammation ou à l’insulino-résistance, entraine une activation de l’HMG-Coa réductase (Musso 

et al., 2018). Cette enzyme agit dans l’étape limitante de la synthèse de cholestérol qui entraine 

l’accumulation de CL, en particulier dans les mitochondries et le RE (Bellanti et al., 2014) (Figure 

13). De plus, la diminution de l’expression du CYP7A1, enzyme impliquée dans la synthèse d’acides 

biliaires à partir du cholestérol, est également observée ainsi que la diminution du transporteur 

d’efflux du cholestérol ABCG1, ce qui participe à l’accumulation de CL (Min et al., 2012). 

Dans ce contexte de NASH, le CL est impliqué dans les lésions hépatiques, l’inflammation et la 
fibrose (Ioannou, 2016). Par exemple, l’ajout de cholestérol alimentaire à un régime HFD entraine 
la progression de la simple stéatose vers la stéatohépatite fibrosante chez un modèle souris 

(Savard et al., 2013; Subramanian et al., 2011). Cette augmentation de CL contribue également à 

la pathogénèse de la NASH en induisant la mort cellulaire par apoptose (Arguello et al., 2015). Ce 

mécanisme implique un stress du RE et un dysfonctionnement mitochondrial (Musso et al., 2018). 

Il a également été montré que l’accumulation de CL sensibilisait les hépatocytes au TNF et au FAS, 

médiateurs de la mort cellulaire (Marí et al., 2006). Le CL stimule différents types cellulaires 

comme les cellules de Kupffer et les cellules étoilées, contribuant à la fois à l’inflammation 
chronique par le relargage de cytokines pro-inflammatoires et le recrutement de cellules 

immunitaires (Mridha et al., 2017) ; ainsi qu’au développement de la fibrose via la signalisation du 

TGF (Teratani et al., 2012). 

En parallèle, l’oxydation du CL peut conduire à la formation d’oxystérols favorisant les lésions 

hépatiques en altérant l’activité mitochondriale des hépatocytes (Bellanti et al., 2017). Enfin, 

l’effet pro-inflammatoire et pro-apoptotique du cholestérol est également médié par la formation 

et l’accumulation de cristaux de cholestérol dans les gouttelettes lipidiques. En effet, la formation 

de ces cristaux est fortement associée à la progression de la NASH, puisqu’ils sont capables 
d’activer l’inflammasome NLRP3 et la pyroptose (Horn et al., 2021; Ioannou et al., 2019).  

d. Céramides et autres sphingolipides  

Les sphingolipides jouent un rôle prépondérant dans la pathogénèse et la progression des NAFLD 

en participant notamment au développement de l’insulino-résistance, de l’inflammation, du stress 
oxydant et à la mort cellulaire (Régnier et al., 2019; Yu and Wang, 2022). 

1. Métabolisme des sphingolipides  

Les sphingolipides sont des constituants des membranes biologiques qui sont particulièrement 

regroupés au niveau de microdomaines membranaires appelés radeaux lipidiques. En plus de leur 

rôle structural, ils interviennent dans la signalisation en régulant les fonctions cellulaires clés, telles 

que la croissance et la survie cellulaires, la prolifération, la différenciation, la migration et les 

réponses immunitaires.  
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Parmi eux, les céramides sont considérées comme étant au centre du métabolisme des 

sphingolipides car ce sont les précurseurs de la plupart des sphingolipides complexes. Ils peuvent 

être produits dans le RE par la voie de synthèse de novo qui est initiée par la condensation de 

palmitoyl-CoA et de sérine, catalysée par la serine palmitoyl-CoA transferase (SPT). Cette voie 

mène à la production de céramides par une série d’étapes enzymatiques comprenant les 

enzymes : 3-kéto-dihydrosphingosine reductase (KDSR), ceramide synthase (CerS) et 

dihydrocéramide désaturase (DES). En plus de la synthèse de novo, les céramides peuvent être 

générés à partir de sphingomyéline par la neutral sphingomyelinase (SMase) au niveau de la 

membrane plasmique, ou par la voie de recyclage de la sphingosine dans les lysosomes (Figure 

14). Après leur synthèse, les céramides sont transportées hors du RE pour la synthèse d’autres 
sphingolipides, tels que le céramide-1-phosphate (C1P), le glycosylcéramide, la sphingosine, la 

sphingosine-1-phosphate (S1P), ou ils peuvent être reconvertis en sphingomyéline, phospholipide 

majeur des membranes plasmiques. Parmi ces sphingolipides, le C1P et la sphingosine sont 

associés à de nombreuses voies pro-inflammatoires et pro-apoptotiques, alors que le S1P aurait 

des effets anti-apoptotiques (Musso et al., 2012; Simon et al., 2019). La génération de céramide 

par la voie de la SMase a tout particulièrement été impliquée dans l'apoptose induite par des 

ligands de mort tels que le TNF et Fas (Summers, 2006) 

 

Figure 14 : Voies de biosynthèse des sphingolipides menant à la production de céramides. 

2.  Les céramides dans les NAFLD 

Dans un contexte de NAFLD, l’apport excessif d’AGS, notamment de palmitate (l’un des substrats 

pour la synthèse de novo), stimule la synthèse des céramides. Cela peut ainsi expliquer les niveaux 

élevés de céramides décrits dans les modèles murins et chez les patients atteints de NAFLD (Anjani 

et al., 2015; Raichur et al., 2014). En corrélation avec l’accumulation de céramides, l’activité de 

plusieurs enzymes impliquées dans la synthèse des sphingolipides (SPT, CerS, DEG), et en 

particulier de la SMase, est augmentée en fonction de la sévérité des NAFLD (Apostolopoulou et 

al., 2020; Chaurasia and Summers, 2015; Montandon et al., 2019; Simon et al., 2019).  

Les céramides sont impliquées dans le métabolisme des lipides, en favorisant l’absorption 
hépatique des AG et leur stockage (Chaurasia et al., 2019). Ils favorisent notamment la 



 

69 

 

translocation de CD36 à la membrane plasmique permettant le transfert des AGL dans les 

hépatocytes (Xia et al., 2015). De plus, ils peuvent induire et activer le facteur de transcription 

SREBP1-c, stimulant ainsi la lipogenèse hépatique et la synthèse de TG (Hajduch et al., 2021). Dans 

ce processus, il est suggéré que la surexpression de la céramide synthase CerS6 (augmentée dans 

les NAFLD) et l’inactivation de CerS2 (diminuée dans les NAFLD) favorisent le clivage de SREBP1 

conduisant à son activation (Kim et al., 2019). Parmi les céramides qui s’accumulent chez les 
patients NAFLD, le rôle du céramide C16:0, formé par la CerS6, a été particulièrement souligné 

(Fucho et al., 2017; Gorden et al., 2015; Raichur et al., 2014). En effet, celui-ci a notamment été 

impliqué dans la diminution des capacités de β-oxydation des AG, dans l’altération des fonctions 
mitochondriales, ainsi que dans l’insulino-résistance (Hammerschmidt et al., 2019; Raichur et al., 

2014; Turpin et al., 2014).  

En plus de leur implication dans la stéatose, les sphingolipides et les céramides, tout 

particulièrement, agiraient comme principaux promoteurs de la transition de la stéatose vers la 

NASH (Régnier et al., 2019; Yu and Wang, 2022). En effet, les taux de céramides hépatiques 

semblent refléter la sévérité de la NAFLD, puisque ceux-ci sont plus élevés (+33%) chez les patients 

atteints de NASH que chez ceux atteints de stéatose (Alonso et al., 2017; Gorden et al., 2015). De 

plus, l’augmentation de l’activité de la SMase a été associée à la production d’ERO, à la diminution 

du GSH antioxydant, au stress du RE et à l’induction de l’apoptose des hépatocytes (Fucho et al., 

2014; García-Ruiz et al., 1997).  

Récemment, il a été identifié que les céramides pouvaient être stockés sous forme d’acylcéramide 
dans les GL et que cette forme de stockage serait potentiellement protectrice contre la 

progression des NAFLD, en atténuant l’apoptose induite par les céramides (Senkal et al., 2017). 

Cependant, en présence d’une forte accumulation de céramides, celui-ci peut également être 

retrouvé sous sa forme libre et déclencher des lésions hépatiques (Tsugane et al., 1999). Le rôle 

des céramides a largement été décrit dans l’induction de la mort des hépatocytes ainsi que dans 
l’inflammation, mais également dans la fibrose. Les cellules étoilées peuvent, à la fois, être 

activées par les céramides et déclencher la fibrose (Moles et al., 2010), et peuvent également, 

elles-mêmes produire des céramides en régulant les enzymes clés de la voie de synthèse de novo 

(CerS2, CerS5) (Shmarakov et al., 2019). 

ii. Rôle de la lipotoxicité dans les lésions hépatiques associées aux NAFLD 

Dans les NAFLD, La lipotoxicité médiée par ces différentes espèces lipidiques en excès entraine 

des dommages hépatiques qui favorisent le développement de la NASH (Figure 15). Les principales 

cibles de cette lipotoxicité sont les organites intracellulaires, tels que le réticulum endoplasmique 

(RE) et les mitochondries, favorisant ainsi le stress du RE et le stress oxydant. La lipotoxicité est 

également étroitement liée au développement de l’inflammation chronique (principalement 

médiée par les cellules de Kupffer) et à la mort cellulaire des hépatocytes (Arroyave-Ospina et al., 

2021; Marra and Svegliati-Baroni, 2018; Rada et al., 2020). 
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Figure 15 : Effets lipotoxiques médiés par les espèces lipidiques toxiques intervenant dans la progression des 

NAFLD. Les différentes espèces lipidiques accumulées dans les NAFLD (AGL, Cholestérol, Céramides, DAG) 

induisent une lipotoxicité hépatique à l’origine de la progression des NAFLD vers des stades NASH. Ces lipides 

favorisent le stress oxydant et le stress du RE, ainsi que les différentes voies apoptotiques menant à la mort 

cellulaire. Ils favorisent également le développement de l’inflammation 

a. Impact de la lipotoxicité sur le stress oxydant  

Le stress oxydant est l’un des mécanismes clés impliqués dans les dommages hépatiques menant 

à la progression de la stéatose vers la NASH (Arroyave-Ospina et al., 2021; Chen et al., 2020). Il a 

été montré dans de nombreux modèles in vivo de NAFLD ainsi que lors d’essais cliniques, que 
l’utilisation d’antioxydants, tels que la vitamine E, permettait de réduire certains paramètres de la 

NASH comme la mort cellulaire (Spahis et al., 2017). Le développement du stress oxydant est 

étroitement lié à l’accumulation d’AG et implique la production d’espèces réactives de l’oxygène 
(ERO) en grande quantité, à l’origine de la peroxydation lipidique et des dysfonctions 
mitochondriales (Chen et al., 2020; Sumida et al., 2013).  

1. Mécanisme de production des ERO 

Le stress oxydant résulte d’un déséquilibre entre la production excessive d’ERO (radicaux libres 

dérivés de l’oxygène) et le dépassement des capacités des systèmes antioxydants. 

Le dysfonctionnement mitochondrial est à l’origine de la production d’ERO, notamment lorsque 

la β-oxydation est suractivée, entrainant une accélération de l’activité du cycle de Krebs, qui lui-
même stimule l’activité de la chaine respiratoire mitochondriale pour produire l’ATP (Figure 16). 

Cette suractivité s’accompagne d’une fuite des électrons depuis la chaine respiratoire, qui peuvent 



 

71 

 

réagir avec l’oxygène pour former les ERO (anion superoxyde, peroxyde d’hydrogène et radical 
hydroxyle). En plus de la fuite d’électrons médiée par l’augmentation de la β-oxydation, des 

altérations des complexes de la chaîne respiratoire accentuent également cette fuite d’électrons 
pour former des ERO (Sunny et al., 2017). En parallèle, la diminution des capacités antioxydantes 

contribue à l’accumulation des ERO et au développement du stress oxydant (Chen et al., 2020; 

Ore and Akinloye, 2019; Smolková et al., 2020; Videla et al., 2004). Cette diminution de la réponse 

antioxydante est médiée par le facteur de transcription Nrf2, régulateur majeur de la balance 

redox, et par la diminution des niveaux d’enzymes antioxydantes (catalase [CAT], superoxyde 

dismutase [SOD], glutathion peroxydase [GPX]), ainsi que des piégeurs d’ERO, comme le 
glutathion (Chen et al., 2020; Ore and Akinloye, 2019; Smolková et al., 2020; Spahis et al., 2017; 

Videla et al., 2004). 

Bien que la mitochondrie reste le site principal de production d’ERO, le stress du RE contribue 
également fortement au stress oxydant (~25% de la production totale d’ERO cellulaire), et ce, 
notamment par l’activation de la protéine CHOP et de la kinase JNK (Fujii et al., 2018). De plus, le 

stress du RE provoque un efflux de calcium qui peut exercer des effets sur les mitochondries (via 

la perméabilisation des membranes mitochondriales) et ainsi accentuer le stress oxydant (Deniaud 

et al., 2008; Egnatchik et al., 2014). Certaines études suggèrent également que le stress du RE 

pourrait réguler négativement le facteur Nrf2, favorisant ainsi le stress oxydant (Cullinan and 

Diehl, 2006).  

2. Causes du stress oxydant dans les NAFLD 

Dans le contexte des NAFLD, la surcharge en lipides hépatiques est responsable d’un 
dysfonctionnement mitochondrial, via une suractivation de la β-oxydation, à l’origine de la 
production d’ERO (Arroyave-Ospina et al., 2021). L’altération des complexes de la chaîne 
respiratoire a également été mise en évidence dans les tissus hépatiques de personnes atteintes 

de NAFLD, accentuant la fuite d’électrons pour former des ERO (Chen et al., 2020; Sunny et al., 

2017) (Figure 16). Les AG libres, le cholestérol ou encore les céramides ont également été décrits 

comment pouvant induire des altérations des complexes de la chaine mitochondriale, mécanisme 

mis en évidence dans les tissus hépatiques de personnes atteintes de NAFLD, et accentuant la fuite 

des électrons pour former des ERO (Alkhouri et al., 2009; Summers, 2006). Ainsi, la formation 

d’ERO accentuée par les AG contribue au stress oxydant, en particulier, dans un contexte 

d’altération des fonctions antioxydantes, comme cela est décrite dans la NASH (Liu et al., 2015; 

Masarone et al., 2018; Yesilova et al., 2005). En dépit du fait qu’il a été démontré, au cours des 

NAFLD, que, dans un premier temps une réponse antioxydante adaptative se mettait en place 

pour contrer la hausse des ERO ; l’accumulation massive des AG hépatiques semble donc être la 

principale cause du déséquilibre de cet état redox entrainant une saturation des capacités 

antioxydantes (Anstee et al., 2019). 

En conséquence des dysfonctions mitochondriales, des voies alternatives peuvent être utilisées 

pour compenser l’oxydation des AG. C’est le cas des enzymes CYP2E1 et CYP4A11, présentes dans 
le RE, et dont l’activité hépatique était augmentée chez les patients atteints de NASH. 

L’augmentation de l’oxydation des AG via les CYP induirait une quantité excessive d’ERO 
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exacerbant le stress oxydant hépatique et par conséquent aggravant les lésions hépatiques 

(Aubert et al., 2011; Begriche et al., 2013). 

 
Figure 16 : Mécanismes de production des espèces réactives de l’oxygène (ERO) au cours du stress oxydant et 
principaux effets (Figure adaptée de Hughey et al., 2022). 

3. Effet du stress oxydant dans les NAFLD 

La surproduction d’ERO provoque l’apparition d’oxydations irréversibles et délétères des 
macromolécules cellulaires : ADN, protéines et lipides (Figure 16). Ainsi, l’oxydation de l’ADN, 
évaluée par l’apparition des produits 8-hydroxy-2’-deoxyguanosine (8-OH-dG) ou 8-

hydroxyguanine (8-OH-G) peut conduire à des cassures de brins d’ADN ou des modifications de 

bases. Si elles ne sont pas réparées par les systèmes de réparation de la cellule, elles peuvent 

induire des mutations ou l’activation de voie de signalisation induisant la mort cellulaire. Dans le 

contexte des NAFLD, des mutations ponctuelles et des niveaux accrus de 8-OH-dG ont été plus 

fréquemment trouvés dans la NASH que dans la stéatose simple (Chen et al., 2020). Dans le cas 

des protéines, leur oxydation peut entraîner une diminution ou une augmentation de leur activité 

enzymatique ou une susceptibilité à leur dégradation protéolytique accrue, ce qui peut également 

participer à des dysfonctions cellulaires et au NAFLD. 

Enfin, concernant l’oxydation des lipides, la peroxydation lipidique, qui correspond à l’oxydation 
des AGPI par les ERO, entraine la formation de produits hautement réactifs comme le 4-hydroxy-

2-nonénal (4-HNE) et le malondialdéhyde (MDA). Ces produits qualifiés comme biomarqueurs du 

stress oxydant sont retrouvés augmentés chez les patients atteints de NASH en comparaison aux 

patients atteints de stéatose (Chen et al., 2020; Ore and Akinloye, 2019). De plus, les produits issus 

de la peroxydation lipidique sont capables de diffuser dans l’espace extracellulaire et d’activer les 
cellules de Kupffer, contribuant ainsi à l’inflammation (Liu et al., 2016). En outre, la présence de 
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phospholipides oxydés, a été montrée comme corrélée et augmentée dans la NASH humaine et 

murine. En effet, les phospholipides de la membrane mitochondriale, comme la cardiolipine, sont 

également sensibles aux attaques d’ERO. Leurs oxydations peuvent endommager la structure de 

la bicouche mitochondriale, la fluidité et la perméabilité de la membrane et ainsi potentialiser la 

fuite de protons et la libération du cytochrome c, détériorant davantage la fonction 

mitochondriale et induisant l'apoptose (Arroyave-Ospina et al., 2021; Z. Chen et al., 2020; Sun et 

al., 2020). De plus, les ERO et lipides oxydés contribuent à l’inflammation dans la NASH. Par 

exemple, les LDL oxydés sont reconnus par les cellules de Kupffer pro-inflammatoires et agissent 

comme médiateurs de l’inflammation dans la NASH en entrainant une libération accrue de 

cytokines pro-inflammatoires telles que le TNF-α (Arroyave-Ospina et al., 2021; Bieghs et al., 

2012).  

Enfin, cette surproduction d’ERO dans un environnement déjà enrichi en lipides, favorise donc la 

peroxydation lipidique et les dommages oxydatifs de l’ADN mitochondrial, diminuant davantage 

la fonction mitochondriale et réduisant ses capacités d’oxydation des AGL. Ce cercle vicieux 

exacerbe le dysfonctionnement mitochondrial et le stress oxydant. En parallèle, les ERO peuvent 

également amplifier les lésions hépatiques en activant les cellules étoilées, favorisant le 

développement de la fibrose, ou en endommageant les cellules épithéliales sinusoïdales 

(Arroyave-Ospina et al., 2021; Svegliati-Baroni et al., 2001). 

b. Impact de la lipotoxicité sur stress du réticulum endoplasmique 

Le RE contribue aux fonctions cellulaires vitales par la synthèse, la maturation et le repliement des 

protéines, ainsi que par la synthèse des lipides et la régulation de l’homéostasie du calcium. La 
perturbation de l’un de ces processus déclenche un stress du RE. En réponse à cette perturbation 

physiologique du RE, une réponse intracellulaire adaptative se met en place, appelée réponse UPR 

(« Unfolded Protein Response »). L’UPR vise ainsi à rétablir l’homéostasie du RE et à favoriser la 

survie (Marra and Svegliati-Baroni, 2018). Cependant une activation prolongée de l’UPR favorise 
un stress du RE chronique à l’origine de la production d’ERO et de l’activation de voies 
apoptotiques menant au stress oxydant et à la mort cellulaire.  

L’activation de la voie UPR et par conséquent le stress du RE joue un rôle majeur dans la 
pathogénèse des NAFLD (Puri et al., 2008). Des échantillons de biopsies hépatiques de patients 

atteints de NAFLD ont permis de démontrer l’activation de l’UPR, avec des degrés d’activation 
variable en fonction du stade de la maladie (Lebeaupin et al., 2018). Il a été largement décrit que 

la lipotoxicité, induite par la saturation en lipides dans la membrane du RE (leur lieu de synthèse) 

était un facteur d’activation de la réponse UPR. Par exemple, les AGS produit par la LDN dans le 
RE, peuvent s’incorporer dans les phospholipides de la membrane du RE, entrainant des 
modifications de la composition lipidique de la membrane et une libération calcique, à l’origine 
du stress du RE (Fu et al., 2012). Les céramides générées par la SMase seraient également capables 

d’induire un stress du RE par un mécanisme supposant une perturbation de l’homéostasie calcique 
(Hajduch et al., 2021). Ainsi l’augmentation des niveaux d’AGS, de céramides, de DAG et de 
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cholestérol libre au sein des hépatocytes a été décrite pour activer le stress du RE (Pardo et al., 

2015).  

D’un point de vue mécanistique, ces lipides sont capables d’activer les 3 principaux capteurs de 
stress situés dans le RE : IRE1, PERK et ATF6. Bien que ces voies déclenchent la réponse UPR, elles 

régulent également l’expression de gènes impliqués dans le métabolisme des lipides (SREBP-1c, 

C/EBP et PPAR), dans l’inflammation (Nf-κb, JNK) et dans l’apoptose cellulaire (CHOP, PUMA, Bax) 
(Figure 15). Ainsi, l’activation de ces voies contribuent favorisent non seulement le 

développement de la stéatose, mais aussi la progression pathologique vers la NASH. (Cazanave et 

al., 2010; Rutkowski et al., 2008; Urano et al., 2000; Ye et al., 2000; Zheng et al., 2010).  

c. Impact de la lipotoxicité sur la mort des hépatocytes : la lipoapoptose 

Même si plusieurs types de mort cellulaires ont été décrits, l’apoptose serait la principale voie 
impliquée dans la NASH. Cette mort cellulaire peut être induite par la voie extrinsèque de 

l’apoptose, qui est déclenchée par l’activation des récepteurs de morts tels que FasR, TNFR et 

TRAILR, et qui, une fois stimulé, activent la caspase 8 initiatrice et les caspases effectrices (3 et 7) 

(Hirsova et al., 2016a; Rada et al., 2020) (Figure 17). L’apoptose peut également être induite par 
la voie intrinsèque, qui est étroitement liée aux dysfonctions subcellulaires telles que le stress du 

RE et les dysfonctions mitochondriales. Ces deux cascades de signalisation pro-apoptotique 

convergent toutes deux vers la perméabilisation de la membrane externe mitochondriale, qui 

permet la libération du cytochrome c et l’activation des caspases effectrices 3 et 7, déclenchant 
alors la fragmentation et la condensation de l’ADN et in fine la mort cellulaire.  

Dans ce contexte de NAFLD, de nombreuses études ont démontré que le résultat final de la 

lipotoxicité induite par les lipides en excès était la mort cellulaire par apoptose. Ce phénomène 

est appelé lipoapoptose (apoptose induite par les lipides). C’est le cas par exemple des AGS, et en 
particulier du palmitate accumulé dans la NASH, qui a été décrit comme pouvant induire la mort 

cellulaire en activant à la fois les voies intrinsèque et extrinsèque de l’apoptose dans les 
hépatocytes (Mota et al., 2016; Rada et al., 2020). En effet, un traitement au palmitate augmente 

à la fois l’expression à la membrane et l’activation de TRAIL-R2 conduisant à la mort cellulaire 

dépendante de la caspase 8 (Cazanave et al., 2011a) ; mais également l’expression des protéines 
pro-apoptotiques (comme Bim et PUMA) (Barreyro et al., 2007; Cazanave et al., 2009). Le 

palmitate peut, en outre, induire l’apoptose de manière indirecte via des intermédiaires lipidiques 

comme les céramides, impliquant un stress du RE ou l’activation de la voie de signalisation JNK 
(Listenberger et al., 2001; Mota et al., 2016). L’accumulation de céramides peut également être 

impliquée dans la mort des hépatocytes par apoptose. Ces espèces lipidiques forment de larges 

canaux dans la membrane externe mitochondriale, augmentant la perméabilité des membranes 

mitochondriales, ce qui conduit à la libération du cytochrome c et à l’activation des caspases 

(Colombini, 2010; Hajduch et al., 2021). De plus, les céramides peuvent induire l’apoptose par 

l’activation des récepteurs de mort (Reinehr et al., 2008), ou en agissant sur l’activité de la 
protéine pro-apoptotique Bax (Yu and Wang, 2022). L’accumulation de ces lipides toxiques 
déclenche également une activation soutenue de la kinase JNK,  ce qui a pour conséquence une 
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régulation à la hausse de l'activation des protéines pro-apoptotiques (PUMA, Bim et Bax), 

conduisant à l’activation des caspases et à un dysfonctionnement mitochondrial, aboutissant 

finalement à la mort cellulaire (Cazanave et al., 2009; Malhi et al., 2006). 

 
Figure 17 : Effets médiés par les lipides sur la mort cellulaire : la lipoapotose. Les AG lipotoxiques sont capables 

d’activer la voie extrinsèque (dépendante des récepteurs de morts : FASL, TNFR, TRAILR) ou intrinsèque 

(dépendante des dysfonctions subcellulaires telles que le stress du RE ou le stress oxydant). Ces deux voies 

mènent à la perméabilisation de la membrane mitochondriale, au relargage du cytochrome c et à l ‘activation 
des caspases, déclenchant la mort cellulaire.  

S’il a largement été décrit que les AGS, comme le palmitate, induisent l’apoptose, il est également 

reconnu que les AGI antagonisent les effets pro-apoptotiques des AGS. Ainsi SCD1 joue un rôle 

central en convertissant les AGS en AGMI et en protégeant de la lipoapotose (Cazanave and Gores, 

2010). De plus, les AGPI tels que l’oléate et la palmitoléate inhibent l’apoptose induite par le 
palmitate en réduisant les niveaux des protéines pro-apoptotiques Bim et PUMA, probablement 

en diminuant le stress du RE (Akazawa et al., 2010). 
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d. Impact de la lipotoxicité sur l’inflammation 

Les hépatocytes endommagés pendant la lipotoxicité libèrent des cytokines, des chimiokines, des 

vésicules extracellulaires et d’autres molécules intracellulaires. Celles-ci agissent comme 

médiateurs pro-inflammatoires, pouvant activer les cellules de Kupffer, acteur majeur de 

l’inflammation, ainsi que le recrutement des cellules immunitaires favorisant l’inflammation 
chronique (Hernández et al., 2020; Rada et al., 2020). De plus, les lipides hépatiques peuvent eux-

mêmes exercer des propriétés pro-inflammatoires en interagissant avec les récepteurs de type 

TLR et activer les différentes voies de signalisation en aval. Dans ce sens, la lipotoxicité est 

responsable de l’inflammation au cours des NAFLD et accélère la progression de la maladie.  

Au cours de la NASH, l’effet pro-inflammatoire des différents AG lipotoxiques (céramides, CL, DAG, 

AGS) a été décrit. Par exemple, les AGS sont capables d’interagir directement avec les récepteurs 

situés sur les hépatocytes et les cellules de Kupffer contribuant à l’inflammation (Deng et al., 

2022). Ainsi, le palmitate peut interagir avec les récepteurs TLR2 et TLR4 des cellules de Kupffer 

activant la voie de signalisation Nf-κB pro-inflammatoire, la polarisation des macrophages pro-

inflammatoires de type M1 et l’élévation des niveaux d’IL-1β, d’IL6, de TNFα, de CCL2 et de MCP-

1 (Boden et al., 2005; Kazankov et al., 2019; Kim et al., 2017; Tang et al., 2013; Wu et al., 2020). 

Les cytokines et chimiokines sécrétées déclenchent à leur tour le recrutement d'autres cellules 

immunitaires, comme les monocytes, macrophages ou neutrophiles, exacerbant l'environnement 

inflammatoire hépatique (Kazankov et al., 2019; Rensen et al., 2009). 

Certains AG dont les AGS, les céramides, les DAG, ou encore la cristaux de cholestérol dans les GL 

des hépatocytes, sont capables d’activer la voie de l’inflammasomme NLRP3 au sein des 
hépatocytes induisant l’activation de la caspase 1 et la stimulation de la sécrétion de cytokines 
pro-inflammatoires (Deng et al., 2022; Vandanmagsar et al., 2011). Ce phénomène a pu être 

observé dans des modèles d’hépatocytes traités aux AGS, entrainant la pyroptose et la libération 

de particules de l’inflammasome associé à une activation subséquente des cellules étoilées et le 

développement de la fibrose hépatique (Gaul et al., 2021). Les AGS et les céramides ont également 

été décrits pour activer les cellules de Kupffer par le biais de l’inflammasome (Hughey et al., 2022; 

Vandanmagsar et al., 2011).  

L’inflammation peut aussi conduire à l'accumulation de céramides par un mécanisme dépendant 

du TLR. En effet,  le TNFα et l’IL-1, sécrétés en réponse à l’activation du TLR4 par les AGS, sont 
impliqués dans l’accumulation des céramides en augmentant l’expression de plusieurs enzymes 
impliquées dans la synthèse des céramides, dont la SMAse, la SPT et les CerS (Chang et al., 2011; 

Holland and Summers, 2008; Pagadala et al., 2012). D’autre part, les céramides peuvent aussi 
aggraver l’inflammation du foie, puisque l’inhibition de leur synthèse entraine l’inactivation de 
JNK, impliquée dans les réponses inflammatoires et la régulation de l’apoptose (Jiang et al., 2019). 

La voie inflammatoire Nf-κB est à la fois impliquée dans la synthèse des céramides et activée par 

les céramides, soutenant le fait que les céramides peuvent à la fois être la cause et la conséquence 

de l’inflammation (Régnier et al., 2019). Enfin, la libération de vésicules extracellulaires enrichies 

en céramides à partir des hépatocytes, active davantage les macrophages et accélère la 

progression de la NASH (Kakazu et al., 2016). 
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e. Impact de la lipotoxicité sur le remodelage membranaire  

 

1. La fluidité membranaire 

Les membranes plasmiques sont des bicouches lipidiques fluides composées de 

glycérosphospholipides majoritairement, de sphingolipides, de cholestérol. La fluidité 

membranaire représente la facilité de mouvement au sein de la membrane ; elle est due 

essentiellement aux mouvements des phospholipides et est régie par les chaînes radicalaires d’AG 
des phospholipides. En effet, la fluidité membranaire augmente généralement avec la proportion 

d’AGI et le degré d’insaturation. A l’inverse, les AGS et le cholestérol favorisent la formation de 

structures plus ordonnées, plus compactes et plus rigides. Les propriétés de fluidité de la 

membrane régulent diverses fonctions cellulaires associées à la membrane, la transduction des 

signaux, le transport bidirectionnel et dynamique de diverses molécules et la communication intra 

et extracellulaire (Wang and Tontonoz, 2019).  

Au sein de ces membranes, les “radeaux lipidiques” sont des microdomaines membranaires 
spécifiques enrichis en cholestérol, en sphingolipides et en phospholipides à AGS (Sezgin et al., 

2017). Ces microdomaines, à la structure plus rigide, mais dynamique, servent de plateformes de 

signalisation cellulaire par l’exclusion ou le recrutement de protéines par exemple (Anderson and 

Jacobson, 2002). 

2. Le remodelage membranaire 

Le remodelage membranaire est défini comme une altération de la fluidité membranaire et/ou 

des caractéristiques physico-chimiques de la membrane ou des radeaux lipidiques. Plusieurs 

mécanismes peuvent être à l’origine d’un remodelage membranaire, comme par exemple 

l’exposition aux xénobiotiques, démontré au sein de notre équipe.  

Celui-ci peut être induit par effet direct, c’est par exemple le cas de l’Ethanol qui a été décrit pour 
induire une fluidification des membranes (Nourissat et al., 2008), ou par effet indirect en modifiant 

la composition lipidique des membranes ; c’est le cas par exemple du B[a]P qui inhibe l’HMGCoA-

réductase, appauvrissant les membranes en cholestérol (Tekpli et al., 2010). Des modifications de 

la composition des phospholipides membranaires, en particulier le remodelage de la PC 

(phospholipide le plus abondant des membranes) par les enzymes lysophosphatidylcholine 

acyltransférases (LPCAT), jouent également un rôle dans le métabolisme des lipides, l’homéostasie 
cellulaire et le remodelage des membranes cellulaires (Wang and Tontonoz, 2019). 

3. Effets des lipides sur la fluidité membranaire dans les NAFLD 

Au cours des NAFLD, le remodelage membranaire a été proposé comme pouvant contribuer à la 

pathogénèse de la maladie (Hall et al., 2017; Imran et al., 2018).  

Par exemple,  l'activation et le recrutement du TLR4, au sein des radeaux lipidiques, est favorisé 

par un enrichissement de la membrane en AGS et en cholestérol, phénomène contribuant au 

déclenchement des voies inflammatoires (Das et al., 2015; Gianfrancesco et al., 2018). De 

précédentes études menées au laboratoire sur différents xénobiotiques, ont permis de mettre en 
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évidence que le remodelage membranaire, impliquant une agrégation des radeaux lipidiques, 

était à l’origine de l’induction de la mort cellulaire, via le recrutement de récepteurs de mort 

(Rebillard et al., 2007) ou en modulant le stress oxydant (Collin et al., 2014; Nourissat et al., 2008). 

Les céramides, dont la synthèse est augmentée dans les NAFLD, jouent également un rôle dans le 

remodelage membranaire. En effet, notre équipe a montré que l’augmentation de la teneur en 
céramides, induite par une translocation de la SMase au sein de ces radeaux, conduisaient à un 

regroupement des radeaux lipidiques, impliqué dans la mort cellulaire (Rebillard et al., 2007). Les 

ERO et la peroxydation lipidique peuvent également participer à l’agrégation des radeaux 
lipidiques (Nourissat et al., 2008) . 

La déstructuration de ces radeaux lipidiques, provoquée par une diminution de la teneur en 

cholestérol, serait également impliquée dans le déclenchement de l’apoptose induite 

chimiquement. Cela a été démontré par  la translocation et l’activation de protéines spécifiques 

en dehors de ces radeaux, aboutissant  à un stress oxydant, à des altérations mitochondriales et 

finalement à la mort cellulaire (Tekpli et al., 2010).  

Au cours de la progression de la NAFLD, l’expression hépatique de gènes associés au remodelage 

membranaire, tels que la LPCAT2, la LPCAT3 (lysophosphatidylcholine acyltransférase 2 et 3) et la 

PLA2 (phospholipase A2), a été décrite comme étant augmentée. La LPACT2 est responsable de la 

synthèse de la phosphatidylcholine (PC), un composant important de la membrane cellulaire, 

tandis que la PLA2 clive la PC en acide arachidonique (AA). Ce remodelage des phospholipides 

membranaires génère un excès d'AA et de ses métabolites eicosanoïdes, favorisant l’inflammation 
et un stress oxydant (Hall et al., 2017). La LPCAT3, régulé par LXR (Rong et al., 2013) et les PPARs 

(Singh and Liu, 2017), est impliquée dans l’incorporation des AGPI dans les glycophospholipides 
membranaires et également dans la sécrétion des VLDL, dans l’induction du facteur SREBP-1c et 

dans l’adipogénèse (Wang and Tontonoz, 2019). 

L’obésité et les désordres métaboliques ont été associés à une diminution de la fluidité 
membranaire avec un enrichissement en AGS (Gianfrancesco et al., 2018). L’augmentation du 

cholestérol dans la NASH peut également expliquer cette diminution de la fluidité membranaire, 

puisque celui-ci est connu pour augmenter la rigidité de la membrane. En conséquence, cette 

rigidité peut perturber la signalisation des protéines membranaires. Par exemple, la fonction du 

2-oxoglutarate, transporteur de glutathion, a été montrée comme altérée suite à l’accumulation 
de cholestérol dans les membranes mitochondriales. Cette altération entraine une diminution du 

glutathion mitochondrial favorisant ainsi le production d’ERO dans cet organite, la peroxydation 

lipidique et la nécrose des hépatocytes (Baulies et al., 2017).  

VI. Autres mécanismes impliqués dans la pathogénèse des NAFLD 

Les NAFLD sont des pathologies multifactorielles où d’autres facteurs, que ceux décrits 

précédemment, peuvent être impliqué dans la pathogénèse ; c’est le cas notamment du 
microbiote intestinal et des facteurs épigénétiques. 
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i. Rôle du microbiote intestinal dans la progression des NAFLD  

Le foie et l’intestin sont étroitement connectés, puisque le foie reçoit 70% du débit sanguin 
intestinal via la veine porte. Le sang, ainsi apporté au foie, est composé de nutriments et d’acides 
biliaires mais également de bactéries et de métabolites bactériens provenant du microbiote 

intestinal (Kolodziejczyk et al., 2019). Ce microbiote intestinal correspond à l’écosystème 
bactérien, composé de grands phyla (dont les principaux sont les Bacteroidètes et Firmicutes), 

présents dans la lumière intestinale. La composition et les fonctions de ce microbiote sont 

déterminées par une variété de facteurs notamment le régime alimentaire. Le microbiote 

intestinal est, entre autres, capable d’affecter les métabolismes hépatiques des glucides et des 
lipides et d’influencer l'équilibre dans le foie entre les effecteurs pro-inflammatoires et anti-

inflammatoires, ce qui affecte directement la NAFLD et sa progression vers la NASH. Il est 

maintenant reconnu que la perturbation du microbiote intestinal impliquant la dysbiose 

intestinale et une modification de la perméabilité intestinale, participent à la pathogenèse des 

NAFLD (Kolodziejczyk et al., 2019) (Figure 18). 

a. La dysbiose intestinale dans les NAFLD  

Ces dernières années, l’intérêt grandissant pour le microbiote intestinal et ses différentes 
fonctions vitales dans l'organisme, a également souligné que son altération, appelée dysbiose, 

serait impliquée dans les NAFLD (Khan et al., 2021; Kolodziejczyk et al., 2019; Porras et al., 2018). 

Plusieurs expériences basées sur la manipulation du microbiote fournissent en effet des preuves 

sur le rôle du microbiote intestinal dans l'obésité et la NAFLD. Ainsi, des souris exemptent de 

microbiote et nourries avec un régime riche en graisses, présentaient des niveaux inférieurs de 

lipides hépatiques par rapport à des souris avec microbiote (Rabot et al., 2010). Ces études 

démontrent que le microbiote intestinal participe donc à l’accumulation hépatique de lipides 
provenant de l’alimentation en synthétisant des facteurs trophiques qui aident à l’absorption des 
nutriments. Ainsi plusieurs études chez la souris et l’homme ont démontré que non seulement le 
microbiote avait un rôle dans l’induction et la progression de la NAFLD (Bäckhed et al., 2004; Chiu 

et al., 2017; Le Roy et al., 2013), mais que la NAFLD était également associée à des modifications 

de la composition bactérienne du microbiote intestinal (Saltzman et al., 2018). En effet, des 

différences de compositions bactériennes intestinales ont été identifiées entre les personnes 

atteintes de stéatose hépatique et les personnes atteintes de NASH (par exemple une diminution 

des bactéries Firmicutes et une augmentation des Bactéroides), témoignant du rôle de la dysbiose 

dans l’évolution pathologique de la stéatose hépatique vers la NASH (Boursier et al., 2016; Khan 

et al., 2021; Zhu et al., 2013). 

b. Rôle de la dysbiose dans l’évolution pathologique des NAFLD  

Un certain nombre de mécanismes potentiels peuvent découler de la perturbation du microbiote 

intestinal dans les NAFLD, notamment une altération de la perméabilité intestinale, le 

développement d’une inflammation et la production de métabolites bactériens toxiques, 

conduisant à une aggravation de la maladie.  
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Chez les patients atteints de NAFLD, plusieurs études relèvent une augmentation de la 

perméabilité intestinale (Luther et al., 2015). Elle serait due à une perturbation des jonctions 

serrées entre les cellules endothéliales intestinales, entrainant une augmentation d’absorption 
des nutriments ainsi que la translocation des bactéries et de leurs produits dérivés vers le foie. 

Ainsi, des souris présentant un dysfonctionnement de la barrière intestinale, nourries avec un 

régime riche en graisse, développent une NASH plus sévère que des souris témoins (Rahman et 

al., 2016). La perturbation des jonctions serrées de l’intestin pourrait en partie être due à 

l’augmentation de la production d’éthanol endogène et d’acétaldéhyde, produites par le 

microbiote intestinale (Mir et al., 2016). 

Par ailleurs, la pathogénèse des NAFLD peut être médiée par l’augmentation de métabolites 
bactériens toxiques. Par exemple, les AG à chaîne courte (AGCC) (acétate, butyrate, propionate…) 
sont les principaux produits libérés après digestion des glucides complexes par les bactéries 

intestinales (Zhu et al., 2015). Chez l’homme, une surproduction d’AGCC, produits par le 
microbiote intestinal, a été observée chez des personnes obèses, et a suggéré que la dysbiose 

intestinale pourrait contribuer au développement de la stéatose en augmentant l’apport d’AGCC 
au niveau foie (Moschen et al., 2013). Les AGCC activent les récepteurs couplés aux protéines G 

(GPCR), en particulier les GPCR41 et GPRC43, qui régulent la β-oxydation des AG et la sensibilité à 

l'insuline, favorisant ainsi l'apparition et la progression de la NAFLD (Armstrong et al., 2016; 

Marchesi et al., 2016; Zhou et al., 2018). L'augmentation de l'éthanol endogène, dont la source 

principale est la flore bactérienne du microbiote, est observée dans les populations atteintes de 

NAFLD et est également impliquée dans la pathogénèse (Michail et al., 2015; Volynets et al., 2012; 

Zhu et al., 2013). En effet, l’éthanol, outre sa participation à l’augmentation de la perméabilité 

intestinale, contribuerait également au développement des atteintes hépatiques, et ce, en 

exacerbant le stress oxydant et l’inflammation hépatique (Kolodziejczyk et al., 2019). 

Une dysbiose intestinale peut également entrainer un métabolisme accru de la choline exogène 

et endogène, d’où une carence en choline, phospholipide essentiel à l’assemblage des 
lipoprotéines VLDL. Cette carence en choline induite par des modifications du microbiote 

intestinal peut ainsi altérer l’export des lipides, favorisant la stéatose hépatique et la NASH 

(Moschen et al., 2013). De plus, les régimes déficients en choline sont couramment utilisés pour 

générer des modèles NASH dans les études in vivo, témoignant de son importance en tant que 

nutriment dans l’alimentation et de son rôle dans la NAFLD.  

Enfin, le microbiote intestinal est une source de produits bactériens, aussi appelés endotoxines, 

qui, en raison de la perturbation de la barrière intestinale sont délivrés au foie par la veine porte. 

Parmi ces produits, on retrouve notamment des lipopolysaccharides (LPS), de l'ADN bactérien et 

des peptidoglycanes. L'augmentation des taux sériques de LPS, composant de la paroi cellulaire 

des bactéries à Gram négatif, et de la perméabilité intestinale ont été associée au développement 

de la NAFLD (Farhadi et al., 2008). Le LPS participe à l’évolution des NAFLD en induisant une 
inflammation via son interaction avec le récepteur TLR4 exprimé par les cellules hépatiques 

(hépatocytes, cellules de Kupffer, cellules étoilées).  Enfin,  il a été démontré que le palmitate 

induisait une inflammation et une infiltration de macrophages dans le foie, et que ces lésions 
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hépatiques étaient  exacerbées par une endotoxine dérivée de l'intestin (Khan et al., 2021; Ogawa 

et al., 2018). 

 
Figure 18 : Rôle de la dysbiose intestinale dans la pathogenèse des NAFLD. La modification de la composition 

bactérienne entraine une dysbiose responsable de la production accrue d'éthanol intestinal, qui est toxique pour 

le foie et peut endommager la perméabilité intestinale en détruisant les jonctions serrées. Le LPS dérivé du 

microbiote intestinal peut se lier aux récepteurs TLR hépatiques et activer les voies pro-inflammatoires. Le LPS, 

tout comme l’éthanol, favorise le développement de l’inflammation et de la fibrose hépatique. Le microbiote est 
responsable d’une augmentation du métabolisme de la choline entrainant une carence en choline qui empêche 
la formation et l’excrétion des VLDL, d’où l'accumulation de TG dans le foie. Enfin, un excès d’AG à chaine courte, 

substrat de la glycogénogénèse et de la synthèse de lipides, favorise l'accumulation d'AGL hépatiques.  

ii. Facteurs épigénétiques : méthylation de l’ADN, miR  

Les modifications épigénétiques sont des phénomènes réversibles et héréditaires, qui affectent 

les gènes sans altérer les séquences d’ADN. Il existe maintenant un nombre croissant de preuves 
décrivant les modifications épigénétiques comme acteur crucial dans la pathogénèse et la 

progression des NAFLD (Jonas and Schürmann, 2020; Juanola et al., 2021). Il a, par exemple, été 

décrit que la nutrition prénatale, l’obésité maternelle, ou l’exposition aux toxiques 
environnementaux durant le développement fœtal, pouvaient entrainer des modifications 

épigénétiques transmises à l’enfant. Ces modulations contribuent à la susceptibilité post-natale 

d’un individu au développement de NAFLD et prédisposent même à des formes plus sévères de la 

maladie (Bruce et al., 2009; Jonas and Schürmann, 2020).  
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Ces modifications épigénétiques peuvent être liées à des altérations de la méthylation de l’ADN, 
des modifications des protéines histones, induisant un remodelage de la chromatine, ainsi que des 

variations de l’expression des micro-ARN. Les modifications épigénétiques sont connues pour être 

impliquées dans le métabolisme des lipides hépatiques, la résistance à l'insuline, le 

dysfonctionnement mitochondrial, le stress du RE, le stress oxydant et dans la libération de 

cytokines pro-inflammatoires, qui sont tous impliqués dans le développement et la progression 

de la NAFLD (Noureddin and Sanyal, 2018; Pirola et al., 2013; Podrini et al., 2013). 

Par exemple, plusieurs études récentes ont démontré que la dérégulation du métabolisme des 

lipides lors des NAFLD, serait associée à la dérégulation de nombreux micro-ARN (miR) hépatiques 

(Gjorgjieva et al., 2019). Les miR sont de petites molécules d'ARN (~ 22 nucléotides) non codantes 

qui régulent la dégradation ou la traduction de l'ARN messager, modulant ainsi l'expression de 

réseaux de gènes. Ces miR peuvent réguler différentes voies biologiques impliquées dans la 

pathogénèse des NAFLD telles que l’absorption des lipides, la LDN, l’oxydation et l’export des 
lipides, l’apoptose ou encore la fibrose (Vienberg et al., 2017). Ainsi parmi les miR, l’augmentation 
des niveaux circulants de miR-122, miR hépatique le plus abondamment exprimé et le plus étudié, 

est associé à la pathogénèse des NAFLD et corrélée à la sévérité de la maladie (Becker et al., 2015; 

Pirola et al., 2015). Son expression est associée à une augmentation de la lipogenèse, en ciblant 

les gènes ACC2 et SREBP, à une altération de la sécrétion des lipides et à l’induction des voies 
fibrotiques (Cheung et al., 2008; Csak et al., 2015; Hsu et al., 2012). Même si les mécanismes ne 

sont pas encore totalement élucidés, d’autres miR seraient impliqués dans la pathogénèse des 

NAFLD, comme le miR-21, le miR-34a, les miR-33a/2, et ce, en régulant la lipogenèse hépatique 

(Hochreuter et al., 2022; Torres et al., 2018; Wu et al., 2016; Xu et al., 2015). Le miR-21 serait aussi 

impliqué dans l’inflammation et la fibrose et participerait au développement de la NASH en 

inhibant l’expression du récepteur PPARα (Lee et al., 2017; Loyer et al., 2016). De plus, les miR 

circulants sont également proposés comme biomarqueurs potentiels dans le diagnostic non 

invasif des NAFLD (Liu et al., 2018). 
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Chapitre II : Les perturbateurs endocriniens et les TAFLD 

 

Dans nos sociétés modernes, l’augmentation des apports énergétiques liés à l’alimentation et à la 

sédentarité ne suffisent pas à elles-seules à expliquer l’élévation de la prévalence des NAFLD. Ces 

dernières décennies, de plus en plus d’études mettent en évidence l’impact d’une exposition aux 
toxiques environnementaux dans la survenue et le développement des maladies métaboliques 

comme l’obésité et les NAFLD (Deierlein et al., 2017; Foulds et al., 2017; Heindel et al., 2022, 2017; 

Le Magueresse-Battistoni et al., 2017). En particulier, la classe des perturbateurs endocriniens 

attire l’attention par ses capacités à perturber à la fois le système endocrinien et les fonctions 

métaboliques. 

De nombreux polluants de l’environnement ont ainsi été décrits comme « obésogènes » 

(participant au développement de l’obésité) ou à titre plus large, comme perturbateurs 

métaboliques (altérant les fonctions métaboliques dont le métabolisme lipidique), et peuvent 

donc par conséquent jouer un rôle dans les NAFLD.  

I. Les NAFLD et contaminants environnementaux : TAFLD 

Ces dernières décennies, en raison de la forte croissance industrielle, de très grandes quantités de 

substances chimiques ont été produites et utilisées. Malgré leur utilité, il est apparu qu’ils 
contribuaient également à la pollution environnementale et au développement de multiples 

pathologies. 

Face à ces polluants, le foie constitue la première ligne de défense du corps du fait de son rôle 

central dans la détoxification des xénobiotiques (Wahlang et al., 2013). Il représente donc un 

organe cible pour les différents toxiques présents dans l’environnement auxquels nous sommes 
exposés. Par conséquent, son exposition continue à de nombreuses substances toxiques, même à 

de faibles concentrations, peut altérer son fonctionnement. Dans ce sens, 33% des 677 produits 

chimiques industriels les plus couramment utilisés en milieu professionnel auraient un effet nocif 

pour le foie entrainant une hépatotoxicité (Cave et al., 2011). Cependant, en ciblant le foie dont 

le rôle majeur est également de contrôler l’homéostasie des lipides, ces molécules peuvent induire 
des perturbations métaboliques.  

De plus en plus d’études mettent ainsi en évidence un lien entre l’exposition à certains polluants 

environnementaux et l’apparition de NAFLD. Par exemple, en 2015, une étude menée aux Etats-

Unis sur le modèle rongeur a identifié plus de 120 toxiques environnementaux pouvant être 

potentiellement impliqués dans la survenue des NAFLD et la NASH. Parmi ces toxiques, la majorité 

était des pesticides, mais on trouvait également des solvants, des plastifiants, des additifs 

alimentaires, des métaux lourds, des PCBs, des dioxines comme pouvant induire une NAFLD (Al-

Eryani et al., 2015). Des corrélations entre l’exposition à des polluants et l’apparition de NAFLD 
chez l’Homme ont également été démontrées (Foulds et al., 2017). L’une des premières, portait 
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sur des travailleurs exposés au polychlorure de vinyle qui présentaient des biopsies hépatiques 

ressemblant à celles de sujets atteints de NASH, en absence d’obésité et de consommation 
d’alcool (Cave et al., 2010b). Dans ce contexte, le terme de TAFLD et de TASH (Toxicant Associated 

Fatty Liver Disease [TAFLD], Toxicant Associated Steatohepatitis [TASH]) a été proposé par 

Matthew C.Cave et son équipe, pour décrire les NAFLD et NASH induites par des toxiques 

(Wahlang et al., 2013).  

Depuis, de nombreuses études menées sur des modèles in vivo ou chez l’Homme ont identifiés un 

impact de différentes classes de toxiques environnementaux sur le développement ou 

l’aggravation de la stéatose et/ou de la NASH. En plus d’induire une stéatose, certaines molécules 

sont également susceptibles de jouer un rôle dans la transition de la stéatose vers la 

stéatohépatite. Dans ce contexte, il est aussi considéré que la présence d’une stéatose 

préalablement établie sensibilise le foie aux agressions causées par les toxiques 

environnementaux (Heindel et al., 2017, 2015; Wahlang et al., 2013). 

Parmi ces polluants environnementaux, on trouve une sous-classe de molécules, les perturbateurs 

endocriniens (PE), à laquelle l’homme est exposé de manière ubiquitaire dans sa vie quotidienne, 

qui est tout aussi préoccupante du fait de leur implication, au même titre que les autres toxiques, 

dans les NAFLD. 

II. Origine des PE et exposition humaine 

La problématique des PE a émergé dans les années 1960, après la découverte par des écologistes 

que des phénomènes affectant la survie à long terme de diverses espèces animales (tels que, la 

diminution de la reproduction chez des oiseaux, l’apparition de troubles génitaux chez des 

alligators, ou encore des modifications de sexe chez les poissons) pouvaient être attribués à des 

polluants de l’environnement. Ainsi, l’effet de ces molécules sur les écosystèmes 
environnementaux a alerté bon nombre de chercheurs et la préoccupation concernant ces 

molécules toxiques de l’environnement n’a fait qu’augmenter, car en plus d’affecter la faune, 
celles-ci perturberaient le système endocrinien des êtres humains. Par la suite, une prise de 

conscience a lieu dans les années 1990, ou le terme de “perturbateurs endocriniens” est proposé 

à la conférence de Wingspred. L’organisation mondiale de la santé (OMS) a, depuis, défini un 

perturbateur endocrinien comme « une substance ou un mélange de substances exogène(s), qui 

altère les fonctions du système endocrinien et, de ce fait, induit des effets néfastes dans un 

organisme intact, chez sa progéniture ou au sein de (sous)-populations ». Un PE peut agir de 

différentes manières : il peut avoir un effet agoniste ou antagoniste en se fixant de la même 

manière qu’une hormone naturelle sur son récepteur et soit amplifier sa réponse de base, soit 

bloquer son action ; il peut aussi modifier la dégradation ou la production d’une hormone ou de 
son récepteur, ainsi qu’altérer son transport (La Merrill et al., 2020; Yang et al., 2015). Ainsi, en 

interférant avec la signalisation hormonale physiologique du système endocrinien, ils perturbent 

l’homéostasie et entrainent divers effets délétères sur la santé (Preda et al., 2012). 
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Les PE représentent un groupe hétérogène de substances qui peuvent être d’origine naturelle 
(phytoœstrogènes) ou synthétiques (contraceptifs, hormones de synthèse, médicaments, 

produits phytosanitaires…). Parmi ces derniers, la plupart proviennent des industries 

agrochimiques (pesticides, plastiques, dioxine) et de leurs rejets. Différentes classes de PE peuvent 

être citées, comme les polluants atmosphériques issus de la combustion tels que les dioxines 

(TCDD et PCDD/F) et les hydrocarbures aromatiques polycycliques (Benzo[a]pyrène); les 

plastifiants tels que les phtalates (DBP, DEHP) et les bisphénols; les produits chimiques industriels, 

notamment les retardateurs de flammes ; les composés perfluorés (PFOA, PFOS) ; les 

polychlorobiphényles (PCB 126, PCB 153, Arochlor); les métaux lourds (Arsenic, Cadmium); les 

pesticides (Atrazine, DDT); les conservateurs comme les parabènes (Tableau 3) (Cave et al., 2016; 

Kabir et al., 2015). Parmi ces substances, certaines sont classées cancérogènes, mutagènes ou 

reprotoxiques. Au cours des dernières décennies, la liste des substances classées comme 

perturbateurs endocriniens s'est considérablement allongée, puisqu’il est estimé que sur les 

milliers de produits manufacturés, environ 1 millier possède des propriétés de perturbation 

endocrinienne. 

Tableau 3 : Les différentes familles de PE selon leurs principaux usages/sources de contamination   

Famille chimique Usage/sources de contamination Exemple 

Composés phénoliques Plastiques (emballages alimentaires, jouets), 

Désinfectants, cosmétiques, agents anti-microbiens 

conservateurs 

Bisphénols A et substituts, Parabènes 

Phtalates Emballages alimentaires, jouets, revêtements, tubulures 

médicales, cosmétiques, parfums 

Dibutyl phtalate (DBP), Di(2-ethylhexyl) 

phtalate (DEHP) 

Composés perfluorés Revêtement anti-tâche, hydrofuge, anti-graisse des 

canapés, textiles, ustensiles de cuisine 

Acide perfluorooctanoïque (PFOA), Acide 

perfluorooctanesulfonique (PFOS) 

Pesticides/Insecticides Agriculture, nettoyage urbain, pollution rémanente Anciens pesticides : DDT, Dieldrine, 

chlordane, chlordécone 

Autres : Atrazine, Lindane, glyphosate 

Métaux Exploitation minière, combustion, incinération des 

déchets, présents dans les sols et l’air 

Arsenic, Cadmium, Mercure 

Hydrocarbures 

aromatiques 

polycycliques (HAP) 

Constituants naturels du charbon et du pétrole, ou qui 

proviennent de la combustion incomplète de matières 

organiques telles que les carburants, le bois, le tabac, les 

aliments (source anthropique et naturelle) 

Benzo[a]-pyrène, 

Dibenzo[a,h]anthracène, 

Benzo[e]pyrène, etc 

Retardateurs de flammes Mousses pour mobilier, tapis, vêtements ; équipements 

électroniques 

polybromodiphényléthers (PBDE), 

Tétrabromobisphénol A (TBBPA), 

Polybromobiphényles (PBB), 

Hexabromocyclododécanes (HBCD) 

Polychlorobiphényls (PCB) Plastifiants dans les résines, fluides dans les 

transformateurs électriques, lubrifiants, adhésifs, 

peintures, particules dans l’air et l’alimentation 

PCB 126, PCB 153, Arochlor (mélange de 

PCB) 

Organoétains Biocide dans les peintures marines, fongicide, stabilisant 

PVC 

Tributyline (TBT) 

Dioxine  Sous-produits du traitement des métaux, d’incinération, 

de la production des pesticides  

TCDD, PCDD, PCDF 
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Dans l’environnement, ces substances sont présentes dans l’air (via la pollution atmosphérique), 

les sols (via l’agriculture), et l’eau (via le traitement des eaux usées, le ruissellement agricole et 

industriel), et peuvent persister plusieurs années après leur production, du fait d’une demi-vie 

très longue. De plus, certains PE sont classés en tant que  « polluants organiques persistants » 

(POP) en raison de leur caractère hautemement lipophile et donc de leur forte capacité à résister 

à la dégradation environnementale . Par conséquent, ils sont capables de s’accumuler dans les 
tissus et organes riches en graisses, notamment dans le tissu adipeux, chez l’Homme et l’animal, 
et peuvent ainsi contaminer une grande partie de la chaine alimentaire (viande, poisson, produits 

laitiers) (Polyzos et al., 2012). Leur profil toxique est particulièrement alarmant, en particulier chez 

les sujets obèses, qui présentent une plus grande quantité de graisse viscérale et donc un site de 

dépôt plus important où les PE peuvent se bioaccumuler (La Merrill et al., 2013). De plus, il a été 

montré que ces PE séquestrés dans le tissu adipeux, peuvent être progressivement relargués dans 

la circulation sanguine entrainant une exposition interne chronique (Lee et al., 2017). En outre, les 

POP sont semi-volatiles et peuvent donc se propager sur de longues distances et se disperser dans 

l’atmosphère (Hung et al., 2016). Bien que depuis 2001, la Convention de Stockholm réglemente 

la production et l'utilisation des POP en raison de leurs effets néfastes graves sur l'Homme et les 

écosystèmes (Kassotis et al., 2020), leur capacité à se bioaccumuler entraine une contamination 

encore actuelle dans l’environnement, chez l’animal et chez l’Homme.   

Concernant les produits chimiques non persistants, même s’ils sont moins lipophiles et donc se ne 
bioaccumulent pas (ou peu) dans le corps, leur exposition n’en reste pas moins préoccupante. En 

effet, en raison de leur production massive notamment dans l'industrie des plastiques et de leur 

utilisation pour de nombreux objets de la vie quotidienne, ils sont omniprésents dans 

l'environnement entraînant également une exposition chronique. 

i. Classes de PE en fonction de leurs utilisations 

De nombreux PE ont été produits en masse au cours des dernières décennies, en raison de leur 

utilisation généralisée en tant que plastiques, plastifiants, conservateurs, revêtements, pesticides, 

biocides, appareils électriques.  

a. Les bisphénols 

Les bisphénols sont des composés synthétiques organiques largement utilisés pour la synthèse de 

plastiques polycarbonates et de résines époxy principalement. En raison de leur grande résistance 

à la chaleur et aux chocs, de leur dureté et de leur transparence, ils sont utilisés dans la fabrication 

d’une large gamme de produits de consommation, tels que les appareils électroménagers, les 

verres de lunettes, le matériel médical mais également dans les revêtements de contenants 

alimentaires (boîtes de conserves, canettes, bonbonnes d’eau, tupperware). Une petite part des 

bisphénols est utilisée comme agent révélateur d’impression des papiers thermiques (tickets de 
caisse, billet d’avion). Si l’exposition aux bisphénols peut se faire via les 3 voies : inhalation, 

ingestion, contact cutané, la voie alimentaire reste majoritaire. En effet, les bisphénols sont 
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capables de migrer des emballages vers les aliments en raison de leurs propriétés lipophiles ou 

lors de procédé de chauffage (Dallio et al., 2019). 

Synthétisé pour la première fois en 1891, le BPA a été très étudié lors de la recherche 

d’œstrogènes synthétique. C’est dans les années 1960, que son utilisation massive par l’industrie 
du plastique commence. Cependant, du fait de ses propriétés de xénoœstrogène (mimant 

l’activité oestrogénique et capable de se lier aux récepteurs α et β des œstrogènes), le BPA a été 

classé en tant que reprotoxique de classe 1B et son utilisation est interdite dans l’Union 

Européenne (UE) depuis 2015 dans tous les contenants alimentaires. En raison de sa 

règlementation, de nombreux substituts analogues au BPA ont vu le jour. S’il en existe 24 au total, 
le BPF et le BPS sont les plus utilisés en remplacement du BPA. Cependant, du fait de leurs 

similitudes structurelles et fonctionnelles, comparés au BPA, et des données expérimentales 

soulignant leur toxicité et leurs propriétés oestrogéniques (Moreman et al., 2017), ils semblent 

avoir des effets similaires sur la santé (Beausoleil et al., 2022; Cano-Nicolau et al., 2016; Gu et al., 

2019; Ji et al., 2021; Qiu et al., 2019). 

L’exposition humaine aux bisphénols continue d’être  ubiquitaire, en raison de sa large utilisation, 

et a pu être mise en évidence dans des études de biosurveillance humaine. Dernièrement, 

l’enquête ESTEBAN réalisée sur la population française de 2014 à 2016 a pu détecter et identifier 

la présence des différents bisphénols BPA, BPS et BPF, dans 100% des échantillons d’urines à la 
fois chez l’adulte et chez l’enfant à des concentrations allant de 0,23 µg/L à 2,26 µg/L (Fillol et al., 

2021). 

b. Les phtalates 

Les phtalates sont largement utilisés dans la fabrication de divers objets du quotidien. Les 

phtalates à chaine longue (tels que le DEHP et le DiNP, DiDP, BBP3) sont utilisés en tant que 

plastifiants pour ajouter de la flexibilité aux plastiques retrouvés dans les revêtements en vinyle, 

les dispositifs médicaux, les emballages alimentaires, les jouets. Les phtalates à chaine courte (tels 

que le DBP, le DiBP et le DEP) sont utilisés comme additifs et stabilisateurs de parfum dans les 

vernis, les solvants et les cosmétiques (Chen et al., 2016). Une de leurs caractéristiques est qu’ils 
ne sont pas chimiquement liés aux plastiques auxquels ils sont ajoutés et peuvent donc facilement 

migrer du contenant vers le contenu ou diffuser dans l’environnement. L’exposition aux phtalates 
est ubiquitaire et peut donc se faire par ingestion (via la contamination de l’alimentation et de 

l’eau), par absorption cutanée (via les cosmétiques), par inhalation (via la contamination d’air 
extérieur et intérieur) ou enfin par voie parentérale (via les dispositifs médicaux). 

Si le DEHP est l’ester de phtalate le plus abondamment produit et le plus largement utilisé, dans 
l’UE, il a été classé en tant que reprotoxique de classe 1B, tout comme le DBP, le BBP et le DiBP. 

De ce fait, leur usage est fortement réglementé et interdit dans certaines utilisations 

                                                           
3 Les phtalates sont classés en fonction de la longeur de leur chaine. Les phtalates à chaine longue comprennent 

le DEHP (Di(2-ethylhexyl) phtalate), le DiNP (Di-isononyl-phtalate), le DiDP (Di-iso-décyl-phtalate) et le BBP (Butyl-

benzyl-phtalate). Les phtalates à chaine courte font référence au DBP (di-n-butyl phtalate), au DiBP (Di-isobutyl 

phthalate) ou encore au DEP (Dietyl phthalate) 
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(cosmétiques, revêtement alimentaire). Par leurs propriétés de xénoœstrogènes, ils sont à 

l’origine de malformations génitales, de problèmes de fertilité, d’effets cognitifs, mentaux et 

comportementaux et de diverses allergies (Nicolopoulou-Stamati et al., 2015).  

L’exposition humaine a pu être déterminée grâce à l’enquête de biosurveillance ESTEBAN, citée 

ci-dessus, et qui a pu détecter et identifier la présence notamment du DEHP dans les urines chez 

l’adulte et l’enfant allant de 17,6µg/L à 27,2µg/L (Fillol et al., 2021). 

c. Les parabènes 

Les parabènes sont des conservateurs utilisés pour leurs propriétés antimicrobiennes et 

antifongiques dans les produits cosmétiques, les produits pharmaceutiques et l’alimentation. Ainsi 

l’ingestion et l’absorption cutanée sont les principales voies d’exposition chez l’Homme. Les 

parabènes ont été détectés dans le sang, le lait maternel et dans les urines à des taux allant de 

0,5µg/L (butyl-parabène) à 43,9µg/L (methyl-parabène) (Darbre and Harvey, 2008). Du fait de leur 

grande utilisation dans les produits de soin, le seul effet toxique avéré et reconnu sur la santé 

humaine lié à leur exposition est le risque d’allergies cutanées. Cependant de nombreuses études 

in vitro et in vivo décrivent leurs propriétés de PE et notamment leur capacité à activer le récepteur 

aux œstrogènes, ayant des effets sur le système reproducteur et sur la promotion du cancer du 

sein (Nicolopoulou-Stamati et al., 2015). Depuis 2014, certains parabènes ont été interdits dans 

les cosmétiques et les concentrations de butyl- et propyl- parabènes (les plus fréquemment 

utilisés) sont règlementés et ne doivent pas dépasser 0,14% du produit. 

d. Les composés perfluorés (PFAS) 

Les composés perfluorés ( PFAS) sont des composés antitaches, imperméables aux graisses et 

hydrofuges utilisés dans un grand nombre de produits industriels (en tant que tensioactifs et 

émulsifiants) et de biens de consommation (tels que les tissus antitaches, les mousses anti-

incendie, ustensiles de cuisine antiadhésifs, matelas imperméables, emballages alimentaires). Ce 

sont des polluants omniprésents dans l’environnement domestique. Ils peuvent contaminer 

l’Homme via l’alimentation (eaux et viande/poissons contaminés, les matériaux de cuissons) et 
via l’inhalation d’air pollué ou de poussières domestiques.  

Parmi ces substances, les PFOA et PFOS sont les composés perfluorés les plus utilisés, mais sont 

fortement hépatotoxiques et ont été classés en tant que cancérogènes potentiels pour l’Homme 
(classe 2B). Pour ces raisons, leur utilisation a été règlementée et restreinte en 2015 au sein de 

l’UE (utilisation du PFOA interdite, utilisation du PFOS limitée-Convention de Stockholm sur les 

POP), mais ils sont toujours largement fabriqués et utilisés dans d’autres pays. Bien que la majeure 

partie de la production ait cessé dans l’UE, les PFCs restent très fortement répandus dans 

l’environnement du fait de leur capacité à se bioaccumuler  (classés en tant que POP). Des études 

de biosurveillance ont permis de détecter la présence de PFCs dans le sang, le sérum, le lait 

maternel, le placenta, ainsi que la bioaccumulation dans les tissus corporels, dont le foie (Centers 

for Disease Control and Prevention, 2021; Kärrman et al., 2010). L’enquête de biosurveillance 
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ESTEBAN a mis en évidence une contaminantion totale de population avec des  taux dans les urines 

chez les adultes et les enfants  estimés entre 1,56µg/L à 4,03µg/L (ESTEBAN).  

e. Les insecticides organochlorés 

Les insecticides organochlorés font partie des pesticides les plus couramment utilisés. Parmi eux, 

le dichlorodiphényltrichloroéthane (DDT), a été très largement utilisé comme insecticide agricole, 

dans les maisons ou encore dans la lutte contre divers arthropodes vecteurs de maladie à partir 

des années 19304.  Cependant, suite à la découverte que le DDT était capable d’interférer avec la 
signalisation oestrogénique et responsable de la disparition de certaines espèces d’oiseaux5, il fut 

interdit dans les années 1970, en raison de son impact environnemental et sanitaire élevé.  

Cependant, le DDT  reste actuellement encore utilisé comme répulsif anti-moustique dans 

certaines régions où le paludisme est encore très présent. Du fait de sa persistance élevé, il est 

classé en tant que POP Ainsi, le DDT et son principal produit de dégradation, le DDE continuent de 

contaminer les sols, les eaux, les organismes vivants et l’alimentation humaine, rendant son 
exposition ubiquitaire encore aujourd’hui, même dans des régions ou le paludisme n’existe pas. 

De ce fait, en France, il est  détectable dans le sérum à des niveaux allant de 104,6ng/L à 908,4ng/L 

chez l’adulte et l’enfant (ESTEBAN).  Il convient de noter que le métabolite DDE, est retrouvé à des 

concentrations supérieures, que sa molécule mère, le DDT, dans les systèmes aquatiques (eaux, 

sédiments, organismes aquatiques) (Kuranchie-Mensah et al., 2012). Le DDE a été classé comme 

potentiellement cancérogène pour l’Homme (classe 2B) par le CIRC. 

f. Les biocides : la tributyline 

La tributyline ou tributylétain (TBT) a été largement utilisée dans les années 1970 comme biocide 

dans les peintures de coques de navire, pour empêcher la fixation des organismes aquatiques, 

ainsi que comme fongicide pour les papèteries et les systèmes d'eau industriels. Son utilisation a 

été interdite en 2008, du fait de la capacité de cette molécule à altérer les rapports de sexe 

mâles/femelles des organismes marins, entrainant des déficiences reproductives (Antizar-

Ladislao, 2008). Cependant, du fait de sa diffusion dans les eaux marines et de sa stabilité, la TBT 

est encore retrouvée dans les eaux et sédiments ainsi que dans les organismes marins (Ashraf et 

al., 2017). Outre ces effets sur la reproduction marine, la TBT a été démontrée comme obésogène 

et capable d’augmenter l’adiposité (Grün et al., 2006; Ouadah-Boussouf and Babin, 2016). 

                                                           
4 A ce titre, Paul Hermann Müller, chimiste suisse, reçu en 1948 le prix Nobel de physiologie ou médecine pour 

sa découverte de la grande efficacité du DDT comme poison de contact contre plusieurs arthropodes, permettant 

de lutter contre diverses maladies transmises par les insectes. 
5 Ces effets néfastes furent notamment décrits, par la biologiste Rachel Carson, grâce à son roman Printemps 

silencieux, publié en 1962. Celui-ci déclarait que le DDT était notamment responsable de l’amincissement de la 
coquille d’œufs chez les oiseaux entrainant une hausse de la mortalité et des problèmes de reproduction ; 

accusant également l’industrie chimique de vendre des poisons et de pratiquer de la désinformation sur les réels 
effets des molécules. 
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g. Les métaux lourds  

Les métaux lourds (l’arsenic, le mercure, le plomb et le cadmium) sont des éléments naturellement 
présents dans l’environnement et contaminants de l’eau, de l’air et de l’alimentation. Parmi ces 

métaux, le cadmium est un hépatotoxique,  décrits pour s’accumuler dans le foie. Il estclassé par 

le CIRC en tant que cancérogène du groupe I en étant notamment impliqué dans le cancer du 

poumon, en lien avec la présence de cadmium dans la fumée de cigarette. Pour les non-fumeurs, 

la consommation d’aliments et d’eau contaminés est la source principale d’exposition au Cd.   Il 

est également présent dans les plastiques, les piles et batteries et composants de circuits 

électroniques ainsi que dans les pesticides. On en trouve aussi dans l’eau potable et certains 
aliments comme les produits de la mer et certaines céréales. Les taux de cadmium retrouvés dans 

les urines varient de 0,28 à 0,43µg/L chez les adultes et enfants et étaient supérieurs chez les 

adultes fumeurs (ESTEBAN 2019). Du fait de sa structure similaire à celle du zinc et du calcium, le 

cadmium peut entrer en compétition avec d’autres cations essentiels du corps et entrainer ainsi 

une perturbation du métabolisme biologique des cellules (Fu and Xi, 2020). 

h. Autres PE 

De nombreux autres PE existent comme les retardateurs de flammes, PBDE et OPFR, utilisés pour 

réduire la combustibilité de divers objets (meubles, vêtements, jouets, appareils électroniques), 

en matière de prévention anti-incendie. Les dioxines et les hydrocarbures aromatiques 

polycycliques (HAP) résultent de processus de combustion naturelle ou anthropique. Les dioxines 

sont des sous-produits provenant de l’incinération, du traitement des métaux et de la production 

de pesticides, alors que les HAP sont notamment présents dans les céréales et les aliments grillés, 

sous forme de particules présentes dans l’air ou dans la fumée de cigarette. Enfin, les PCBs ont 

été utilisés comme lubrifiants et dans la fabrication de transformateurs électriques et de 

condensateurs. Bien que leur production soit interdite, ils sont classés en tant que POP et 

continuent de contaminer tous les écosystèmes et principalement la chaine alimentaire, en 

s’accumulant dans les aliments riches en graisse. Toutes ces molécules ont été décrites pour leurs 

effets toxiques sur la santé humaine d’un point de vue hépatique, neurologique et 

immunologique.  

ii. Caractéristiques  

En interférant avec le système hormonal physiologique des êtres vivants, les PE ont été décrits 

pour exercer divers effets avérés ou suspectés sur la santé humaine : troubles du système 

reproducteur et de la reproduction, effets sur le développement neurologique et le 

comportement, apparition de cancers hormono-dépendants (sein, utérus, prostate, testicules) 

(Gore et al., 2015). A titre d’exemple, le distilbène prescrit à des femmes enceintes pour éviter les 

avortements spontanés, a été interdit dans les années 70 suite à la découverte que son 

administration était corrélée à la survenue de cancers du vagin, du sein et de l’utérus chez les filles 
des mères traitées (Herbst et al., 1971). Un autre exemple est celui du chlordécone, utilisé 
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massivement comme insecticide organochloré, dans les bananeraies jusqu’en 1993, qui a été 

classé cancérogène possible (Groupe 2B) pour l’Homme par le CIRC et mis en relation avec la 
survenue du cancer de la prostate (Guzelian et al., 1980). 

Cependant, à de rares exceptions près, le lien de causalité chez l’Homme est insuffisamment 

démontré et leurs effets restent controversés dans la survenue des cancers ou dans leur rôle sur 

la santé humaine. Cela s’explique par le fait que plusieurs niveaux de complexité apparaissent 

dans l’évaluation des mécanismes d’actions des PE: 

- Effets non monotones : la toxicocinétique des PE est décrite pour suivre une courbe de 

dose/réponse non monotone, c’est à dire avec des effets non dépendants de la dose. Cette 

notion diffère de l’action des molécules classiquement décrites en toxicologie qui, elles, 
exercent des effets toxiques suivant une dose/réponse linéaire et proportionnelle (la 

toxicité pouvant être prédite en fonction de la dose) (Figure 19). Ainsi pour certains PE, 

des effets toxiques sont décrits à faible doses et absents à fortes doses. Cela a pour 

conséquence, lors des tests de toxicité, une possible mauvaise estimation de la dose de 

sécurité, qui est la plupart du temps déterminée sur la base de fortes concentrations, ce 

qui ne garantit pas finalement une absence de danger après exposition à de plus faibles 

doses (Vandenberg et al., 2012). 

 
Figure 19: Courbes monotones décrivant une dose/réponse linéaire et proportionnelle versus courbes non 

monotones caractéristiques des PE : courbe en U, courbe en U inversée, courbe bi-phasique 

- Effet à faibles doses : Les études expérimentales sont souvent réalisées en évaluant la 

toxicité d’une substance unique à forte dose. Or, l’exposition aux PE se fait souvent à 

faibles doses dans la population générale, doses appelées « environnementales » et 

souvent inférieures aux doses journalières tolérables (DJT, définie par expérimentation 

animale en extrapolant la dose la plus forte sans effet). Certains PE,  démontrent un impact 

plus fort à faibles doses qu’à fortes doses. Par exemple, des effets transcriptomiques 

hépatiques plus robustes ont été observés chez des souris traitées avec de faibles doses 

de BPA qu'avec des fortes doses (Marmugi et al., 2012).   

 

- Age d’exposition : comme il sera plus amplement décrit par la suite, les PE peuvent avoir 

des effets différents selon l’âge d’exposition et particulièrement lors d’exposition in utero 

ou post-natale sur l’organisme en développement, ou encore au moment de la puberté. 

Ces fenêtres d’exposition représente des périodes de vulnérabilité très forte aux PE, qui 

peuvent prédisposer les individus à développer une maladie plus tard à l’âge adulte. 



 

92 

 

 

- La latence d’exposition : les dysfonctionnements résultants de l’exposition aux PE peuvent 
ne pas se manifester pendant la période d’exposition mais peuvent être différés par 

rapport à l’exposition, ce qui représente un défi pour associer l’exposition aux PE dans une 

maladie particulière.  

 

- Exposition chronique : Les PE sont omniprésents dans notre environnement et parfois 

persistant démontrant la nature chronique de l’exposition par inhalation, ingestion, ou 
contact cutanée. Cela nécessite donc d’évaluer les effets à long terme qui 

expérimentalement ne sont pas toujours faciles à mettre en évidence. De plus, en raison 

du phénomène de bioaccumulation de certains PE, ils peuvent se retrouver séquestrés 

notamment dans les graisses, et exposer l’organisme de manière chronique. Il a 

notamment été décrit que la chirurgie bariatrique chez les personnes obèses, entrainait le 

relargage de POP dans la circulation de par la diminution de tissu adipeux, favorisant dans 

ce cas l’exposition chronique, ce qui pourrait contribuer à la survenue de perturbations 

endocriniennes et de TAFLD (Jansen et al., 2022) 

 

- Effet cocktail : une autre complication potentielle des études mécanistiques est le fait que 

l’Homme est exposé à une multitude de PE ; via l’eau, l’air ou l’alimentation contaminée ; 
ceux-ci peuvent avoir des effets biologiques additifs ou synergiques. Ainsi la difficulté est 

d'évaluer les effets cumulatifs de mélanges complexes de polluants sur la santé humaine. 

Cette notion d’expositions multiples, doit être considérée dans l’évaluation des risques, 
plutôt que celle d’expositions isolées, notamment lorsque l’exposition à faibles doses à un 

mélange de PE provoque des effets néfastes alors que les PE pris individuellement ne 

génère aucun effet. 

 

Etant donné le fardeau socio-économique des maladies causées par les PE dans les pays 

industrialisés qui est estimé entre 50 et 300 milliards d'euros/an, les études visant à accroitre les 

connaissances sur le lien de causalité entre les effets sur la santé et les PE, représentent un grand 

défi de santé publique (Rijk et al., 2016). L’interprétation des données relatives à l’évaluation des 
risques sanitaires ou environnementaux concernant les PE est complexe et il est indispensable de 

prendre en compte les effets à long terme de mélanges de polluants détectés à des concentrations 

faibles cohérentes avec les expositions environnementales (Le Magueresse-Battistoni et al., 2018). 

Bien qu'une grande partie de la recherche se soit concentrée sur la perturbation de la 

reproduction du fait de l'interférence avec l’action des hormones sexuelles (œstrogènes, 
androgènes) (Darbre, 2015), il apparait qu’une grande partie de ces PE semble induire des 
altérations du métabolisme des lipides et des glucides. En effet, puisque la régulation du 

métabolisme énergétique repose sur l’action de diverses hormones (insuline, glucagon, hormones 

thyroïdiennes, glucocorticoïdes, hormones sexuelles) ; les PE, en agissant comme agoniste ou 

antagoniste de ces hormones, ou en perturbant leur signalisation, contribuent à perturber 

l’homéostasie énergétique. Pour ces raisons, certains PE ont également été catégorisés comme 

perturbateurs métaboliques pouvant favoriser le développement de maladies métaboliques dont 

les NAFLD (Heindel et al., 2017).  
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III. Les PE perturbateurs métaboliques impliqués dans les TAFLD 

L’apparition et la progression des NAFLD peuvent être dues à une exposition aux PE, à différents 

âges et tout au long de la vie. Cependant, il a également été démontré que des périodes de 

vulnérabilité existaient, notamment pendant la période fœtale, augmentant  la susceptibilité de 

développer la maladie plus tard à l’âge adulte. 

i. Exposition directe 

Chez l’Homme, l’exposition aux PE peut se faire via différentes voies témoignant de l’exposition 

chronique à de multiples sources (Figure 20). L’exposition principale à ces perturbateurs se fait 
par la consommation orale d’aliments et d’eaux contaminés, en raison de la migration des 

substances depuis les emballages dans l’alimentation, de la contamination des sols de cultures et 

des résidus d’hormones présents dans la viande (Gore et al., 2015). La contamination peut 

également se faire par l’inhalation de polluants atmosphériques présents dans l’air extérieur ou 

dans les poussières domestiques. Ces dernières peuvent notamment regrouper de nombreuses 

classes de PE (retardateurs de flammes, phtalates, pesticides, composés perfluorés) auxquels 

l’Homme est exposé de manière chronique via son habitation. Il est estimé que les enfants 

ingèrent entre 60 et 100 mg de poussière par jour provenant des environnements intérieurs (US 

EPA, 2017). Enfin l’absorption cutanée via les cosmétiques et produits de soin, représente une 

autre voie d’exposition non négligeable. La voie intraveineuse par l’utilisation de phtalates dans 
les tubulures médicales ou encore le transfert biologique du placenta et du lait maternel de la 

mère à l’enfant sont également des voies par lesquelles les PE peuvent pénétrer dans le corps. 

 

Figure 20 : Sources de contaminations de la vie quotidienne des populations. 
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Les expositions professionnelles sont particulièrement à risque, du fait d’une exposition souvent 

multiple et à de plus fortes doses de substances. Plusieurs secteurs se trouvent concernés comme 

l’agriculture (manipulation de pesticides), les industries pharmaceutiques (production 
d’hormones) et chimique (fabrication des pesticides, matières plastiques). Concernant la 

population générale, l’exposition à certains POP, tels que les PCBS, les PFCs, certains métaux 

lourds et les pesticides, a été associée à une augmentation de la concentration sanguine des 

enzymes hépatiques, suggérant que ces polluants sont capables d’induire un effet délétère sur la 

fonction hépatique (Cave et al., 2010a; Gleason et al., 2015; Kumar et al., 2014; Lin et al., 2010; 

Wahlang et al., 2020). S’ajoutent à cela, de plus en plus de données épidémiologiques qui 

démontrent que l’exposition aux PE contribuent de manière significative au développement des 

NAFLD (VoPham, 2019). En effet, des associations directes ont été faites entre la survenue de 

NAFLD et l’exposition aux pesticides organochlorés (Sang et al., 2022) et au cadmium (S. Han et 

al., 2022; Hyder et al., 2013; Park et al., 2021; Xu et al., 2021). Concernant les composés perfluorés, 

PFOA et PFOS, en plus d’augmenter le risque de développer une obésité chez les adolescents et 
les adultes (Averina et al., 2021; Qi et al., 2020), il semblerait qu’ils jouent également un rôle dans 
la progression pathologique des NAFLD (Sen et al., 2022). Des études sur les PE non persistants, 

tels que le BPA et les phtalates, ont également permis d’associer des taux urinaires élevés de BPA 
et de MEHP (Mono(2-éthylhexyl)phtalate), métabolite du DEHP, avec la présence de dysfonctions 

hépatiques, d’insulino-résistance et de stéatose hépatique chez l’enfant et chez l’adulte (Hatch et 

al., 2008; Kim et al., 2019; Lang et al., 2008; Stahlhut et al., 2007; Stojanoska et al., 2017; 

Verstraete et al., 2018). 

ii. Exposition indirecte : développementale et transgénérationnelle 

Les effets délétères de l’exposition à différents toxiques peuvent se produire tout au long de la 

vie, cependant, les périodes précoces de la vie (fœtale ou postnatales précoces), appelées 
expositions développementales, représentent une fenêtre de vulnérabilité supérieure et 

particulièrement préjudiciable (Treviño and Katz, 2018). Par exemple, l’exposition à la famine ou 
au contraire à un régime riche en graisses pendant la grossesse, a été associée à une augmentation 

de la prévalence de la NAFLD de la descendance à l’âge adulte (Wang et al., 2016; Wesolowski et 

al., 2017). Plus globalement des changements dans l’environnement maternel peuvent altérer la 

fonction placentaire et entraîner des altérations des réponses hépatiques fœtales qui favorisent 
un phénotype pathologique chez les enfants.  
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Figure 21: Périodes d’expositions aux PE au cours de la vie (directe et indirecte). Les organismes peuvent être 

exposés aux PE tout au long de leur vie et déclencher un phénotype NAFLD dès l’enfance ou au stade adulte. 
Cependant, l’exposition développementale in utero prédispose également les organismes au développement de 

NAFLD plus tard. Ainsi l’exposition maternelle à un régime alimentaire obésogène (tel qu’un régime riche en 
graisse, HFD) ou aux PE, contribue à la NAFLD de la progéniture F1. Les aspects de ce phénotype peuvent être 

transmis aux générations suivantes (F2, F3). Ces modèles pré-cliniques sont essentiels pour définir les 

mécanismes à l’origine des phénotypes intergénérationnels et transgénérationnels. 

De manière similaire, il a également été montré que l’exposition au PE durant ces périodes 

augmentait la susceptibilité de développer des pathologies comme l’obésité et les NAFLD une fois 
au stade adulte (Barouki et al., 2012b; Heindel et al., 2017). Des études in vivo ont montré que 

l’exposition au BPA ou au DEHP pendant la gestation entrainait une augmentation de la prise de 

poids de la progéniture une fois à l'âge adulte, associée au développement d’une stéatose et à la 

surexpression de gènes lipogéniques hépatiques (SREBP-1c, FAS, ACC ou encore DGAT1) (An et al., 

2021; Lin et al., 2019). De même, une exposition chronique au PFOS entraine un impact sur le 

métabolisme des lipides à la fois sur la génération F0, directement exposée, et la génération F1 

(Cui et al., 2017). De manière similaire, l’exposition prénatale à la TBT entraine une accumulation 

précoce de lipides dans les tissus adipeux et une stéatose hépatique chez les souris (Grün et al., 

2006).  

 Certains effets passent les générations et affectent des individus non exposé. Les mécanismes 

d’action passent par des modifications épigénétiques 

Ces périodes d’expositions sont particulièrement critiques car elles sont caractérisées par des 

modifications hormonales importantes pour l’organisme en développement. Ainsi, durant ces 

périodes, l’organisme est particulièrement sensible à l’exposition aux PE, qui viennent perturber 

le métabolisme. De plus, à ce stade, l’organisme ne dispose pas encore de tous les mécanismes de 
protection tels que le métabolisme des xénobiotiques ou le système de réparation de l’ADN 
(Foulds et al., 2017 ; Heindel et al., 2015). Les mécanismes d’actions d’exposition prénatale aux PE 

passent par des modifications épigénétiques. Des modifications de la méthylation de l’ADN au 
niveau de régions promotrices de gènes impliqués dans le métabolisme lipidique ont notamment 

été décrites pour l’exposition au BPA, au DEHP ou encore à la TBT, favorisant l’accumulation de 
lipides hépatiques (Bastos Sales et al., 2013; Gu et al., 2016; Ke et al., 2016; Longo et al., 2020; 

Manikkam et al., 2013; Qin et al., 2021; Strakovsky et al., 2015). Des études ont également 

démontré que les expositions prénatales aux PE perturbent la fonction mitochondriale dans le 
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foie. Chez des rats, une exposition in utero au BPA a induit une diminution de l’activité du 
complexe respiratoire mitochondrial chez la progéniture dès 3 semaines, conduisant à un stress 

oxydant et à une stéatose (Jiang et al., 2014). Une perturbation de la β-oxydation, ainsi que des 

altérations structurelles des mitochondries, peuvent également être observées en réponse aux 

expositions développementales aux PE (Quist et al., 2015; Strakovsky et al., 2015). 

Par ailleurs, l’effet des PE peut également dépendre du contexte nutritionnel. En effet, leur 

exposition combinée à un régime enrichi en graisse, montrent le plus souvent une aggravation du 

phénotype car en plus d’augmenter l’accumulation de lipides hépatiques, l’exposition à certains 
PE, comme le BPA ou au PFOA, déclenche également une infiltration de macrophages pouvant 

contribuer au développement de la NASH (Strakovsky et al., 2015; Tan et al., 2013; Wei et al., 

2014).  

Bien que de nombreuses études in vivo démontrent que les expositions développementales aux 

PE favorisent la NAFLD à l'âge adulte, les données épidémiologiques chez l’Homme manquent 

encore pour étayer ce lien. Cependant, l’un des premiers arguments est la présence de PE dans le 

sérum maternel ou fœtal, ainsi que dans le lait maternel, le placenta et le sang de cordon ombilical, 

qui témoigne du fait que les expositions peuvent effectivement se produire avant et après la 

naissance. S’ajoute à cela le fait que certains PE tels que le BPA et les PFCs ont également été 

mesurés dans les organes fœtaux, y compris le foie (Cao et al., 2012; Mamsen et al., 2017). De 

plus, quelques études révèlent des associations entre l’exposition prénatale au BPA ou au DDE et 

l’augmentation de l’IMC (Karmaus et al., 2009; Valvi et al., 2013). Par exemple, une étude a révélé 

que l'augmentation des concentrations de phtalates dans l'urine maternelle pendant la grossesse 

doublait la probabilité que la descendance soit en surpoids ou obèse (Buckley et al., 2016). Enfin, 

une étude portant sur les POP a révélé que l’exposition in utero aux PCB et PBDE augmentait la 

quantité de lipides présents chez l’enfant (Boutot et al., 2021). Ces études démontrent bien le 

risque pour la descendance de développer des maladies métaboliques en réponse à l’exposition 
périnatale à ces PE. 

Si certains effets toxiques sont rapportés chez la progéniture F1 exposée in utero, des effets 

peuvent également apparaitre chez leur descendance (Figure 21). Une exposition prénatale à la 

TBT de souris gestantes F0 a entrainé une augmentation d’adiposité et un phénotype NAFLD chez 
les générations F1, F2 et F3. Cette étude indique que l’exposition prénatale à la TBT a provoqué 

des changements dans les cellules germinales des fœtus de la génération F1 qui ont été transmises 

aux générations suivantes, témoignant que les effets sont transgénérationnels (Chamorro-García 

et al., 2013). Ainsi l’exposition in vivo à la TBT, mais également à d’autres PE comme le BPA, le 
DEHP, le DBP ou encore le DDT et le cadmium, est capable d’induire des modifications héréditaires 

et transgénérationnelles du génome, comme des mutations épigénétiques, prédisposant à 

l’accumulation de lipides plusieurs générations après (Camsari et al., 2019; King et al., 2019; 

Manikkam et al., 2013; Skinner, 2008; Skinner et al., 2013). Pour le BPA notamment, des effets sur 

le développement de l’obésité ont pu être observés jusqu’à la génération F6 (Jung et al., 2022). En 

effet, du fait de la nature héréditaire des reprogrammations épigénétiques, ces modifications 

peuvent ainsi persister sur de nombreuses générations et affectés des individus non exposés (Stel 

and Legler, 2015). Bien que des modifications épigénétiques aient été décrites (Bernal and Jirtle, 

2010; Chamorro-Garcia and Blumberg, 2014; Dominguez-Salas et al., 2014), les études évaluant 
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les effets transgénérationnels sont encore très émergentes. Dans ce contexte, un intérêt 

particulier est donné pour que les études expérimentales et analyses développementales de 

l’exposition aux PE soient poussées au-delà des générations F1 pour mieux comprendre leur 

impact sur les générations suivantes.  

iii. PE et mécanismes impliqués dans le développement des TAFLD   

Les PE sont initialement connus pour induire des perturbations endocriniennes en interférant avec 

n’importe quel aspect de l’action hormonale. De nouvelles preuves sont apparues témoignant que 

l’exposition aux PE peut induire des perturbations métaboliques, augmentant la susceptibilité de 

développer des maladies métaboliques. Ainsi, récemment les termes de « obésogènes » ou 

« perturbateurs métaboliques » ont émergé, pour décrire de manière plus appropriée les PE 

capables d’induire l’obésité ou plus largement les troubles métaboliques comme le T2D, le MetS 

ou encore les NAFLD (Cano et al., 2021; Heindel et al., 2017). Ces PE sont capables d’interagir avec 

les récepteurs nucléaires pour perturber la signalisation intracellulaire hépatique. Ils peuvent ainsi 

altérer le métabolisme lipidique favorisant l’accumulation de lipides hépatiques et la stéatose 

(Angrish et al., 2016), ou induire le stress oxydant, l'inflammation ou la mort cellulaire, 

caractéristiques de la progression vers la NASH (Armstrong and Guo, 2019).  

a. Effets obésogènes 

En 2002, il a été, pour la première fois suggéré que l’épidémie mondiale d’obésité actuelle était 
associée à l’augmentation de la production de produits chimiques. Dans ce sens, différentes 

variétés de produits chimiques environnementaux ont été associées à l’augmentation de la prise 
de poids (Baillie-Hamilton, 2004). Par la suite, Grün et Blumberg, ont confirmé cette hypothèse et 

proposé le terme, maintenant reconnu, d’« obésogène » pour décrire les toxiques de 

l’environnement capables de déréguler le métabolisme énergétique, en favorisant le stockage de 

graisse et conduisant au développement de l’obésité (Blumberg, 2011; Grün and Blumberg, 2007). 

Un certain nombre de produits chimiques obésogènes ont depuis été identifiés, parmi lesquels la 

plupart sont des PE : comme le BPA et son substitut le BPS, la TBT ou encore le DEHP, les composés 

perfluorés PFOA et PFOS et les parabènes (Bernal et al., 2022; Chamorro-Garcia and Blumberg, 

2014; Darbre, 2017; Foulds et al., 2017; Griffin et al., 2020; Heindel et al., 2015; Hu et al., 2016). 

Récemment, le DDT et son métabolite DDE ont également été suggérés comme obésogènes dans 

des études épidémiologiques et in vivo sur le rongeur (Al-Obaidi et al., 2022; Cano-Sancho et al., 

2017).  

Une exposition précoce à ces molécules favorise l’obésité plus tard à l’âge adulte en stimulant 

l’adipogénèse (augmentation de la différenciation, du nombre et de la taille des adipocytes) et 

l’accumulation de lipides dans les adipocytes. Ces obésogènes peuvent également altérer le 

fonctionnement de l’hypothalamus, contrôlant par conséquent l’appétit et la satiété (Bernal et al., 

2022; Heindel et al., 2017, 2015), ou perturber les taux d’hormones, leptine et adiponectine, qui 

régulent la satiété, le métabolisme du glucose et la sensibilité à l’insuline (Bernal et al., 2022; 
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Griffin et al., 2020). Ces effets sont majoritairement médiés par le récepteur PPARγ, régulateur clé 
de l’adipogénèse. En favorisant l’obésité et donc l’augmentation de la masse de graisse, ces 

molécules lipophiles augmentent également leur capacité de rétention au sein de ce tissu adipeux, 

et créent ainsi un cercle vicieux (Griffin et al., 2020). Les mécanismes d’actions par lesquels ces PE 

sont capables d’induire l’obésité ont notamment été décrits en détails sous forme de deux revues 

auxquelles j’ai participé : Heindel et al., 2022; Lustig et al., 2022. 

b. Effets des perturbateurs métaboliques  

Le terme de perturbateur métabolique a été proposé pour prendre en compte de manière plus 

générale les PE capables d’augmenter la susceptibilité des maladies métaboliques. Ces molécules, 

en dérégulant le métabolisme des lipides contribuent à l’initiation et au développement des 

NAFLD (Heindel et al., 2017). Ces PE peuvent à la fois agir comme éléments déclencheurs de la 

stéatose et/ou favoriser la progression de la stéatose vers la stéatohépatite. Les mécanismes 

induits par ces PE sont principalement médiés par leurs interactions avec les récepteurs nucléaires 

« métaboliques » qui, en plus d’agir sur le métabolisme des lipides, sont également impliqués dans 

le stress oxydant, l’inflammation, la mort cellulaire et la fibrose (Armstrong and Guo, 2019; Foulds 

et al., 2017). 

1. Effets des PE médiés par les récepteurs nucléaires 

Les PE possèdent des caractéristiques similaires à celles des hormones naturelles (œstrogènes, 
androgènes, thyroïdiennes), avec par exemple le BPA, oestrogéno-mimétique, ou le DEHP, anti-

androgène. Ainsi il peuvent exercer leurs effets  en agissant comme agonistes ou antagonistes des 

récepteurs hormonaux, tels que les récepteurs aux œstrogènes (ERα et -β), les récepteurs aux 
androgènes (AR) et les récepteurs des hormones thyroïdiennes (TR) (Kabir et al., 2015). 

Cependant, il est maintenant reconnu que ces PE peuvent altérer spécifiquement les voies de 

régulations d’autres récepteurs « métaboliques » (PPARs, CAR, PXR, FXR, LXRs, AhR) (par 

modification de leur expression ou par liaison à ces récepteurs). Ainsi, du fait qu’ils régulent 
l’homéostasie énergétique au cours des périodes d’alimentation/de jeûne ; en intéragissant de 

manière innapropriée avec ces récepteurs, les PE viennent perturber cette homéostasie. En 

dérégulant, ces voies de signalisation, ils peuvent ainsi impacter la transcription de gènes pouvant 

être impliqués dans le développement des maladies métaboliques et en particulier des NAFLD 

(Cave et al., 2016; Delfosse et al., 2015; Lustig et al., 2022; Maradonna and Carnevali, 2018). La 

stimulation ou la répression de l’activité de ces récepteurs par les PE, semblent être un événement 
déclencheur dans le développement de la stéatose et participent à la pathogénèse des NAFLD 

(Cave et al., 2016; Foulds et al., 2017; Mellor et al., 2016; Wahlang et al., 2016).  
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Figure 22 : Interaction entre les PE et les récepteurs nucléaires intervenant dans la pathogénèse des NAFLD. La 

sous famille NR1 des récepteurs nucléaires (PPARs, PXR, CAR, LXR, FXR) s’hétérodimérise avec les récepteurs RXR 
pour favoriser ou inhiber le développement de la stéatose lors de la liaison avec leur ligand. Certains PE sont 

connus pour se lier à ses récepteurs nucléaires avec des affinités variables, et affecter leur activité. Le récepteur 

AhR est également impliqué dans les effets induits par les PE entrainant le développement de la stéatose. Enfin, 

PE peuvent également intéragir avec les récepteurs hormonaux : ER (récepteurs aux oestrogènes), AR 

(récepteurs aux androgènes), TR (récepteurs aux hormones thyroïdiennes, et GR (récepteurs aux 

glucocorticoïdes) et interférer avec l’homéostasie énergétique favorisant le développement de maladies 
métaboliques (Bernal et al., 2022; Casals-Casas et Desvergne, 2011; Cave et al., 2016; Corton et al., 2014; Ducheix 

et al., 2013c; Ge et al., 2022; Le Magueresse-Battistoni et al., 2017; Negi et al., 2021; Takeuchi et al., 2006).  

La Figure 22 résume les interactions décrites entre certains PE et les récepteurs impliqués dans le 

développement des NAFLD. Ainsi, les récepteurs PPARs, notamment impliqués dans le contrôle 

de l’expression des gènes de l’adipogénèse, le métabolisme du glucose, des lipides et du 
cholestérol (Varga et al., 2011), sont également activés, en plus de leurs ligands naturels, par les 

phtalates, les bisphénols A, S et F, les composés PFOA et PFOS ou encore les parabènes (Bernal et 

al., 2022). Les substituts du BPA, les BPS et BPF, ont été décrits pour diminuer l’expression de 
PPARα, contribuant à la stéatose (Marqueño et al., 2021; Wang et al., 2019). Certains HAP, les 

dioxines ou certains PCB induisent une stéatose en se liant au récepteur AhR (Foulds et al., 2017; 

Sato et al., 2008). L’activation de ce récepteur induit une stéatose hépatique suite à une 

augmentation de CD36 (He et al., 2011; Zhu et al., 2020), mais peut, à l’opposé, être inhibée par 
les ligands des récepteurs PXR et de CAR (Oshida et al., 2015). Le BPA, les phtalates ou les 

perfluorés peuvent interagir avec LXRα (Mozzicafreddo et al., 2015; Zhang et al., 2012). Il a 

également été montré que l’activation de récepteurs nucléaires tels que PPAR, PXR, CAR par les 
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xénobiotiques contribuaient à la progression des TAFLD avec l’induction d’une inflammation et/ou 
d’une fibrose (Klaunig et al., 2018; Yamazaki et al., 2007). 

Il convient de noter que certains PE peuvent interagir avec plusieurs récepteurs à la fois, 

entrainant des effets similaires ou opposés, qui se cumulent ou s’antagonisent. Par exemple, les 

PFCs, dont l’exposition est liée à l’augmentation de la stéatose, peuvent interagir à la fois avec 

leur récepteur cible PPARα, mais également avec CAR et PPARγ, dont les effets sur les NAFLD ne 

sont pas identiques (Foulds et al., 2017; Yan et al., 2015). Quant à la TBT, elle interagit à la fois 

avec PPARγ et RXRα pour augmenter la prolifération et la différenciation des adipocytes favorisant 

le stockage des lipides (Shoucri et al., 2018). Autre exemple, les phtalates comme le DEHP et son 

métabolite le MEHP, perturbent l’homéostasie énergétique par des mécanismes médiés à la fois 

par PPARα et PPARγ (Hurst and Waxman, 2003). Le PCB 156 est connu pour induire la stéatose en 

activant AhR, PXR et CAR et en diminuant l’expression de PPARβ/δ (Chen et al., 2020; Shan et al., 

2020). Le BPA est capable d’induire la stéatose hépatique en activant PPARγ, PXR, LXR et en 

diminuant l’expression de CAR (Marmugi et al., 2012).  

De plus, les PE sont également pris en charge par le métabolisme des xénobiotiques via les CYP450 

qui sont activés par les récepteurs AhR, CAR et PXR (Foulds et al., 2017; Wahlang et al., 2016). Il 

est a noté qu'en plus d’activer ces récepteurs, l’exposition aux PE est également associée à une 

modulation du métabolisme des xénobiotiques. Des études démontrent que les pesticides, les 

parabènes, les phtalates et le BPA peuvent réduire l'efficacité catalytique des CYP450 (Cano et al., 

2021).  A ce propos, c’est également le cas pour la stéatose dont la présence pourrait également 
affecter le métabolisme des xénobiotiques par des altérations de l'expression de diverses enzymes 

liées aux phases I, II et III (Cobbina and Akhlaghi, 2017; Fisher et al., 2009; Merrell and Cherrington, 

2011), avec des conséquences attendues en termes de toxicocinétique chimique (Cichocki et al., 

2017). De ce fait, en raison d’un métabolisme altéré, associé à une exposition prolongée, cela peut 

favoriser la bioaccumulation de ces substances au sein de l’organisme et finalement 

augmenter/prolonger leurs effets. En revanche, il a également été démontré que la prise en 

charge de certains composés par les CYP450, malgré une potentielle réduction de leur activité, 

peut favoriser leur transformation en métabolites plus réactifs. C’est le cas notamment des 
phtalates DEHP et DBP qui, à travers la métabolisation de phase I, conduisent à l’apparition de 
MEHP et MBP ayant des capacités de perturbations métaboliques plus importantes (Benjamin et 

al., 2017). 

2. Mécanismes impliqués dans le développement de la stéatose 

par les PE 

Les PE sont capables d’induire la stéatose hépatique en perturbant les évènements métaboliques 

clés menant à l’accumulation de lipides hépatiques : augmentation des capacités d’absorption et 

de synthèse d’AG via la LDN, diminution de l’oxydation des AG et de leur export sous forme de 
VLDL (Figure 23)(Angrish et al., 2016) .  

Le BPA, tout comme son substitut le BPS, ou encore le cadmium sont connus pour augmenter la 

synthèse des AG, via la stimulation de la LDN, favorisant la stéatose (Lin et al., 2017; Marmugi et 
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al., 2012; Pan et al., 2018; Wang et al., 2018). Le phtalate DEHP a été décrit comme impliqué tout 

particulièrement dans l’augmentation de la synthèse des TG hépatiques en augmentant 

l’expression de DGAT1 (l’étape finale de synthèse des TG) (An et al., 2021). D’autres PE, comme le 

BPA, le PFOS et les phtalates (DEHP et DBP), ont été décrits pour activer les voies de signalisation 

dépendantes de PPARα ou SREBP-1c. Ils peuvent ainsi induire l’accumulation de lipides, soit en 

augmentant les capacités d’absorption des AG (augmentation de l’expression de CD36), soit en 

diminuant leur export (diminution de l’expression d’APOB ou de production des VLDL) (Chen et 

al., 2016; Cheng et al., 2016; Lin et al., 2017; Marmugi et al., 2012; Wan et al., 2012; Zhang et al., 

2021). Si une diminution de la β-oxydation a été décrite pour certains PE (Grasselli et al., 2013; He 

et al., 2019; Strakovsky et al., 2015; Wan et al., 2012), l’exposition au PFOS et au BPA entraine à la 
fois une diminution des capacités de β-oxydation dans un premier temps, suivi de sa stimulation 

compensatoire (Azevedo et al., 2019; Cheng et al., 2016). Dernièrement, l’exposition au PFOA a 
également été associée à une augmentation des TG et du cholestérol médiée par PPARγ et le 

facteur de transcription SREBP2 (Yan et al., 2015; Zhang et al., 2019). Enfin, il a été montré que 

l’exposition au PCB 156 altére les différentes voies métaboliques menant au développement de la 

stéatose. Cela favorise l’absorption des AG par l’augmentation de l’expression de FAT/CD36 et des 

FABPs ; stimule la LDN en régulant SREBP-1c ; inhibe la β-oxydation en diminuant l’expression de 
CPT1 et limite l’export des lipides en réduisant les taux de MTTP (Shan et al., 2020). 

 
Figure 23 : Mécanismes moléculaires induits par l’exposition aux PE, menant au développement de la stéatose. 

La perturbation de la signalisation résultant de l’interaction entre les PE et les récepteurs nucléaires déclenche 

une altération des voies métaboliques qui favorisent l’accumulation des lipides dans les hépatocytes : (1) une 

augmentation significative de l’absorption des lipides, (2) une augmentation de la LDN (3) une diminution de 

l’oxydation des AG, (4) une inhibition de la sécrétion lipidique sous forme de VLDL. Certains PE ont également 

été décrits pour leurs propriétés obésogènes (5).  
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Des modifications épigénétiques peuvent expliquer ces effets médiés par les PE. Ainsi l’exposition 

au BPA induit une dérégulation du miR-192 corrélée à l’augmentation de l’activité de SREBP-1c et 

de la LDN, concomitante de l’augmentation de synthèse de TG hépatique (Lin et al., 2017). Le 

PFOA a également été décrit pour favoriser la synthèse de lipides hépatiques via SREBP-1c, dont 

la maturation serait médiée par des miR augmentés au niveau hépatique (Yan et al., 2015). 

De nombreux PE sont également impliqués dans la résistance à l’insuline, caractéristique et 
facteur de risque pour le développement de la stéatose (Mimoto et al., 2017). Les BPA, BPF, 

cadmium et phtalates perturbent la signalisation et l’action de l’insuline (James-Todd et al., 2016; 

Wang et al., 2012; Zhang et al., 2017; Zhao et al., 2018) par des défauts de phosphorylation du 

récepteur IRS-1 (Batista et al., 2012), une dérégulation des protéines GLUT (principal transporteur 

du glucose) (Batista et al., 2012; Han et al., 2003; Rajesh and Balasubramanian, 2014) ou des 

altérations de la néoglucogenèse (Martinelli et al., 2006). Le BPA est impliqué dans l’initiation de 
la résistance à l’insuline à la fois au niveau hépatique et périphérique, augmentant ainsi la 

glycolyse pour la production de TG hépatiques, ainsi que la lipolyse du tissu adipeux augmentant 

ainsi les taux circulants d’AGL acheminés jusqu’au foie (Dallio et al., 2019; Polyzos et al., 2012). 

3. Mécanismes impliqués dans la transition de la stéatose vers la 

stéatohépatite par les PE 

Certains toxiques ont également été décrits pour induire la mort cellulaire, l’inflammation ou 
encore la fibrose hépatique, évènements impliqués dans la progression pathologique des NAFLD. 

En effet, certains de ces toxiques seraient impliqués dans la production d’espèces lipidiques 
lipotoxiques ainsi que dans l’induction d’un dysfonctionnement mitochondrial, d’un stress 
oxydant, d’un stress du RE, et d’une dysbiose intestinale (Joshi-Barve et al., 2015; Wahlang et al., 

2019) (Figure 24).  

La plupart des PE sont capables d’induire des dysfonctions mitochondriales impliquées dans la 

production excessive d’ERO, le stress oxydant, l’accumulation de lipides, la mort cellulaire et 
l’inflammation (Simões et al., 2018). C’est le cas du BPA, par exemple, qui induit une diminution 

d’expression de gènes de la biogénèse mitochondriale (TFAM, SIRT1), ainsi que l’inhibition des 
complexes de la chaine respiratoire menant à une altération de la phosphorylation oxydative 

(OXPHOS) et de la production d’ATP (Huc et al., 2012; Khan et al., 2016). De plus, le BPA serait 

capable d’activer les voies intrinsèques de l’apoptose via la caspase-3, Bax et Bcl-2, pouvant, de 

cette façon, contribuer à la pathogénèse des NAFLD (Jiang et al., 2014). Les autres PE, tels que le 

BPS, les phtalates DEHP et DBP, le DDE ou encore les PFOA/PFOS entrainent également des 

altérations fonctionnelles (diminution de l’activité de la chaine respiratoire et de la production 
d’ATP) et structurelles des mitochondries. Ces perturbations sont associées à une production 

élevée d’ERO mitochondriales et à une peroxydation lipidique favorisant le stress oxydant, 

caractéristique importante de la progression pathologique (Azevedo et al., 2019; Chen et al., 2016; 

Cheng et al., 2016; Elmore and La Merrill, 2019; Hagenaars et al., 2013; Liu et al., 2017; Morales-

Prieto et al., 2018; Xu et al., 2013). Le DDT entraine une production accrue d’ERO dépendante de 

l’activation des CYP450 impliqués dans sa voie de détoxification (Migliaccio et al., 2019). Il a été 
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rapporté que les dysfonctions mitochondriales et le stress oxydant sont les principaux mécanismes 

de toxicité induits par le cadmium (He et al., 2019; Pan et al., 2018), qui favorise le développement 

de la NASH par la suppression de la signalisation de PPARα-SIRT1 (régulateurs de la β-oxydation 

des AG) (Alshehri et al., 2021; He et al., 2019). En parallèle de l’augmentation du stress oxydant, 

une diminution de l’activité de la machinerie antioxydante (SOD, glutathion, CAT, peroxydase) est 
également observée après exposition aux PE (BPA, PFOA/PFOS, cadmium) (Hagenaars et al., 2013; 

He et al., 2019; Huc et al., 2012; Polyzos et al., 2012), dérégulant l’équilibre oxydatif des cellules 
hépatiques. Dans ce sens, l’exposition au DEHP et/ou à son métabolite, le MEHP, a été décrite, 

dans des études in vivo et in vitro pour aggraver les NAFLD et favoriser le développement de la 

stéatose vers la NASH (Hsu et al., 2021; Tête et al., 2020; Zhang et al., 2019), principalement en 

perturbant l’équilibre oxydatif des cellules hépatiques (Chen et al., 2016). 

Un stress du RE a été retrouvé dans de nombreuses études in vivo, suite à l’exposition aux 
Bisphénols (BPA et BPS), au PFOS, ou encore au cadmium (Asahi et al., 2010; Fai Tse et al., 2016; 

Hu et al., 2022; Jin et al., 2016; Qin et al., 2020). 

Le cadmium a également été décrit comme inducteur de mort cellulaire en inhibant les 

désaturases et donc favorisant l’augmentation d’AGS lipotoxiques (Zhu et al., 2022). Le DDE a lui 

aussi été associé à des modifications des profils métabolomiques avec une augmentation des taux 

d’AGS et AGMI, ainsi que l’élévation des taux de sphingolipides et de céramides en particulier, à 
l’origine de la lipotoxicité (Liu et al., 2017; Olsvik and Søfteland, 2018). 

L’inflammation peut également être induite en réponse aux expositions aux PE via l’infiltration de 
cellules inflammatoires, l’augmentation des cytokines pro-inflammatoires, l’activation de 
l’inflammasome (Cano et al., 2021; Chen et al., 2016; Li et al., 2021; Weng et al., 2020; Xu et al., 

2013). Le BPA et les PFOA/PFOS ont ainsi été associés à une augmentation de la libération de 

cytokines pro-inflammatoires (IL-8, IL-6, TNF-α, IL-1β) (Acaroz et al., 2019; Feng et al., 2020; Huc 

et al., 2012; Yang et al., 2014), mais également à une activation de cellules de Kupffer et à leur 

polarisation en phénotype M1 pro-inflammatoire (Han et al., 2018; Lv et al., 2017). L’exposition 
au cadmium peut entrainer une inflammation hépatique en s’internalisant dans les cellules de 
Kuppfer par leur liaison aux métallothionéines déclenchant l’activation de l’inflammasome (Li et 

al., 2021). 

L’exposition au DEHP a également été associée à l’augmentation de facteurs pro-fibrogéniques, 

activant les cellules étoilées favorisant, dans ce contexte de micro-environnement pro-

inflammatoire, le développement de fibrose (Chen et al., 2016; Zhao et al., 2019). De même, 

l’exposition à la TCDD exacerbe la NAFLD induite par un régime HFD et potentialise l’induction 
d’une fibrose hépatique (Duval et al., 2017; Han et al., 2017). 
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Figure 24: Effets des PE dans la progression pathologique des NAFLD. Plusieurs PE favorisent l’inflammation 
hépatique par divers mécanismes tels que l'induction de la production de cytokines et la polarisation des cellules 

de Kupffer vers un phénotype pro-inflammatoire  et l’augmentation de l'infiltration des cellules immunitaires. La 
plupart des PE entrainent des dysfonctions mitochondriales favorisant la production d’ERO et le stress oxydant, 

participant in fine à la pathogénèse de la NASH. Enfin, certains PE activent les cellules étoilées hépatiques 

favorisant le développement de fibrose. 

D’autres mécanismes reconnus dans le processus physiopathologique des NAFLD peuvent être 

dérégulés par les PE. Un lien est notamment fait entre l’exposition à certains PE, comme le BPA, 
le BPS, le DDE ou l’exposition aux POP, et l’altération du microbiote intestinal via une perturbation 

de la composition microbienne intestinale ainsi que l’augmentation de la perméabilité intestinale 
(Bernal et al., 2022; Dallio et al., 2019; Feng et al., 2020; Gomez et al., 2020; Liang et al., 2020). La 

libération d’endotoxines dans la circulation serait impliquée et favoriserait le développement 
d’une inflammation hépatique, responsable de la progression vers des stades NASH (Feng et al., 

2020). Le rôle du récepteur AhR est suspecté dans cette altération de l’axe foie-intestin. En effet, 

l’altération du microbiote dans les maladies métaboliques diminue la production de ligands d’AhR, 
avec pour conséquence une augmentation de la perméabilité intestinale et une diminution de la 

sécrétion de l'hormone intestinale GLP-1 (Glucagon-like peptide-1). Or GLP-1 est une incrétine 

impliquée dans le maintien de l’homéostasie du glucose et de la fonction hépatique. Ainsi, 
l’exposition au PCB 126 a été associée à une dysbiose intestinale via la diminution de GLP-1 liée à 

des modifications des espèces bactériennes présentes dans le microbiome (Petriello et al., 2018). 

De plus, l'activation d'AhR médie la libération d'IL22, cytokine capable de réduire les troubles 

métaboliques (Natividad et al., 2018). Du fait de son rôle physiologique dans le maintien de la 

fonction de la barrière intestinale et dans l’inflammation, l’implication du récepteur PXR, activé 
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par les contaminants de l’alimentation, a également été rapporté dans l’initiation de la dysbiose 
intestinale (Barretto et al., 2021; Cave et al., 2016). 

4. Autres mécanismes induits par les PE impliqués dans la 

pathogenèse des NAFLD : cas du rythme circadien et du 

système endocannabinoïde 

Récemment, une perturbation du rythme circadien a été décrite comme mécanisme potentiel par 

lequel les PE peuvent induire une perturbation du métabolisme des lipides. Le rythme circadien 

régule tous les processus biologiques comme le sommeil et l’alimentation, sur des durées 
cycliques de 24h. Des troubles du sommeil et des perturbations des schémas circadiens normaux 

de l'apport alimentaire altèrent les rythmes métaboliques, qui sont étroitement liés au 

métabolisme des lipides et du glucose (Longo and Panda, 2016; Sato et al., 2018). Des études 

réalisées chez l’Homme ont montré que des niveaux plus élevés de BPA urinaire étaient associés 
à une durée de sommeil plus courte (Beydoun et al., 2016). L’exposition au BPA est capable 

d’altérer l’expression des gènes de l’horloge circadienne (Rhee et al., 2014). De plus, ces gènes 

peuvent notamment réguler directement le récepteur PPARγ et l’adipogénèse (Chen and Yang, 

2014). 

Ces dernières années, un lien direct entre le système endocannabinoïde (SE) et son implication 

dans les dérégulations métaboliques a émergé. Le SE régule l’équilibre et l’homéostasie du corps 
(gestion du poids, température, glycémie, rythme cardiaque), de par l’action des récepteurs 

membranaires (CB1 et CB2) et de ses ligands, les endocannabinoïdes, des dérivés d’AG (dont les 
principaux sont l’anandamide et le 2-arachidonoylglycerol, des dérivés de l’acide arachidonique). 

Ces dérivés d’AG se lient et activent les PPARs pour moduler les comportements alimentaires et 

le métabolisme des lipides (Pagano et al., 2008). Certains PE seraient capables de déréguler 

l’équilibre métabolique contrôlé par le SE et ainsi participer aux NAFLD. Le DEHP, par exemple, 

stimulerait le SE et la stéatose hépatique par une surexpression de CB1 (Cheng et al., 2018), alors 

que le BPA stimulerait également le SE mais cette fois-ci en favorisant l’augmentation des taux 
d’enconnabinoïdes endogènes (Martella et al., 2016). 

Ainsi, les PE sont impliqués dans le développement et la progression des NAFLD à travers différents 

mécanismes d’action en perturbant les voies métaboliques menant à l’accumulation de lipides 
hépatiques et à la stéatose ; ainsi qu’en contribuant au stress oxydant ou au développement de 

l’inflammation pour promouvoir la transition vers la stéatohépatite jusqu’au stade fibrotique.En 

favorisant le développement d’insulino-résistance ou de l’adipogénèse, ils créent un 

environnement propice aux dysfonctions métaboliques. Cependant, si la plupart des études 

mécanistiques ont été réalisées lors d’exposition unique, la population est en réalité exposée à 

tout un mélange de molécules pouvant agir en synergie entre elles et avec l’alimentation. De ce 

fait, il y a de plus en plus d’intérêt à étudier les effets de ces molécules en mélange (effet cocktail) 
pour mieux comprendre leurs modes d’action et mieux en appréhender les risques pour la santé. 
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5. Effet des co-expositions (HFD/PE) et des mélanges de PE  

Les PE combinés à d’autres facteurs de risque, comme la présence d'obésité ou d’une stéatose 

préalablement installée, sont connus pour avoir un impact hépatotoxique plus élevé et peuvent 

donc déclencher l'aggravation des NAFLD. 

En effet, la présence au préalable d’une stéatose hépatique, peut augmenter la sensibilité aux 

lésions hépatiques causées par les toxiques environnementaux. Par exemple, au sein de notre 

équipe, nous avons montré in vitro et in vivo, notamment sur un modèle de larve de poisson-

zèbre, que la présence au préalable d’une stéatose induite par un régime HFD sensibilise le foie à 

l’exposition aux toxiques, favorisant ainsi l’évolution vers la NASH (Imran et al., 2018; Tête et al., 

2020). Dans un modèle rongeur, une exposition au BPA ou à un mélange de PCBs entraine une 

stéatohépatite uniquement chez les animaux nourris avec un régime HFD (Wahlang et al., 2014; 

Wei et al., 2014). De même, le DEHP augmente les désordres métaboliques de souris obèses en 

favorisant le développement de l’inflammation (Hsu et al., 2021).  

Ces effets peuvent en partie s’expliquer par des dérégulations des enzymes responsables du 

métabolisme de détoxification des xénobiotiques, comme les CYP450, qui prennent en charge la 

plupart des produits chimiques industriels (Rendic and Guengerich, 2015). En cas de dérégulations 

des CYP450, la détoxification des contaminants peut être incomplète ou entrainer une toxicité 

hépatique, favorisant la transition vers la TASH (Merrell and Cherrington, 2011). Dans ce sens, il a 

précédemment été décrit par notre équipe, sur modèle in vitro, que la présence d’une stéatose 
augmentait la toxicité d’une co-exposition au B[a]P/Ethanol en modifiant le métabolisme du B[a]P 

(Bucher et al., 2018b; Tête et al., 2020). Notamment, la stéatose induite par un régime HFD, 

pourrait épuiser les capacités d’oxydations mitochondriales des cellules hépatiques, qui exposées 

par la suite aux toxiques, aggrave la stéatose. Ainsi, en diminuant les défenses antioxydantes du 

foie ou en altérant le métabolisme des xénobiotiques, la présence de stéatose sensibiliserait cet 

organe aux agressions ultérieures de toxiques de l’environnement (Wahlang et al., 2013a ; Heindel 

et al., 2015 ; Heindel et al., 2017). Enfin, des effets combinés peuvent également se produire entre 

alimentation et expositions aux toxiques, jouant un rôle dans la pathogénèse des NAFLD. Par 

exemple, l’hépatotoxicité du PFOA est augmentée, via la hausse de l’inflammation et de la mort 
cellulaire nécrotique chez les souris nourries avec un régime HFD (Tan et al., 2013). L’exposition 
au PCB 126, entraine le développement de dommages hépatiques aggravés, d’inflammation et de 
fibrose quand elle est couplée à un régime HFD (Wahlang et al., 2017). L’effet du DDE est 
également potentialisé lorsqu’il est couplé au régime HFD en aggravant les dysfonctions 
métaboliques et l’inflammation (Pestana et al., 2017), mais également en augmentant les espèces 

lipidiques toxiques (Rodríguez-Alcalá et al., 2015). Enfin il a été montré sur le modèle rongeur, que 

l’effet combiné du BPA et du HFD entrainait un phénotype de NASH, comparé au BPA ou au régime 

seul (Wei et al., 2014). 

L’Homme est quotidiennement exposé à des mélanges de contaminants plutôt qu’à un seul 
composé, via l’alimentation, l’air ambiant, le contact cutané, ou la fumée de cigarette pour les 
individus fumeurs. Cependant, peu d’études se concentrent sur cet effet « cocktail » du fait de la 

complexité à décrypter clairement les mécanismes impliqués.  
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D’un point de vue épidémiologique, quelques études ont évalué chez l’homme la relation entre 

des mélanges de contaminants environnementaux avec les taux élevés d’enzymes hépatiques, 
indicatifs des dommages hépatiques (Gleason et al., 2015; Rantakokko et al., 2015; Serdar et al., 

2014; Yorita Christensen et al., 2013). Au niveau expérimental, il a été éxaminé, dans des modèles 

rongeurs, l’effet de mélanges de POP (PCBs, TCDD, pesticides organochlorés ou encore métaux 

lourds) sur la stéatose hépatique (Ambolet-Camoit et al., 2015; Mulligan et al., 2017; Shan et al., 

2015). Il a ainsi été décrit que l’exposition de souris à un mélange de contaminants à faibles doses 

(BPA, PCB 153, DEHP et TCDD), entraîne l’apparition d’une stéatose hépatique et des effets 
synergiques avec l’alimentation (Labaronne et al., 2017; Naville et al., 2019, 2013). De même 

l’exposition à un mélange de polluants (phtalates, triclosan, PFCs) à des concentrations similaires 

à celles retrouvées chez l’Homme, stimule l’adipogénèse et le stockage des lipides sur un modèle 

in vivo de poisson-zèbre (Mentor et al., 2020). L’exposition par voie orale de souris obèses à un 
mélange de 22 contaminants environnementaux exacerbe également la stéatose présente 

initialement chez ces animaux (Mailloux et al., 2014). Par ailleurs, les mélanges de toxiques 

peuvent avoir des effets additifs, potentialisateurs ou encore antagonistes. Par exemple, la 

combinaison de TCDD et d’Arochlor (mélanges de PCBs) a un effet plus important sur le 
développement de NAFLD chez la souris, par rapport à l’exposition aux molécules seules (Shan et 

al., 2015). A l’inverse, tandis que la co-exposition de rats à la dioxine TCDD seule conduit à 

l’apparition de NAFLD, la co-exposition avec le DEHP entraîne une diminution de la NASH induite 

par la TCDD (Tomaszewski et al., 1988). Dans ce contexte, notre équipe s’intéresse depuis de 
nombreuses années, à évaluer l’impact des co-expositions aux contaminants environnementaux 

principalement au Benzo[a]pyrène (HAP) et à l'éthanol et a constaté que la co-exposition était plus 

préjudiciable que des exposition seules (Collin et al., 2014). De plus, il a été observé que cette co-

exposition, même à faible dose, pouvait favoriser la progression de la stéatose vers un état de 

type stéatohépatite (Bucher et al., 2018b, 2018a; Imran et al., 2018; Tête et al., 2018). 

Pour résumé, si de nombreux PE ont été décrits pour être impliqués dans l’initiation et la 
progression des NAFLD, dans la suite de manuscrit, un focus sera fait sur un ensemble de 10 PE, 

utilisés au cours des expérimentations réalisées lors de cette thèse: les bisphénols A, S, F; les 

phtalates DEHP et DBP; les composés perfluorés PFOA et PFOS; le métabolite de l’insecticide 
DDT, le DDE; le métal lourd cadmium; et le conservateur butyl-paraben. 

IV. Ligne directrice pour l’évaluation des PE par l’OCDE 

Face à la grande quantité de substances chimiques produites et retrouvées dans notre vie 

quotidienne et leurs potentiels effets toxiques sur la santé humaine (potentiels puisque, pour 

certaines molécules, ces effets ne sont pas encore démontrés), il apparait un besoin plus 

important de règlementations et de méthode d’évaluation des risques. Pour garantir des 

conditions de vie saines, l’Union Européenne dispose de plusieurs agences en charge de la 
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régulation et de l’évaluation des risques des produits chimiques : l’ECHA (« European chemicals 

Agency ») ou encore l’EFSA (« European food safety agency »). Entrée en vigueur le 1er juin 2007, 

la règlementation REACH6 (“Registration, Evaluation, Autorisation and Restriction of Chemicals”) 

en particulier vise à évaluer les risques liés aux produits chimiques sur la santé humaine et 

l’environnement. Ainsi, ces agences règlementaires évaluent les substances produites en quantité 

élevée depuis 2018 et concluent sur leur autorisation de mise sur le marché ou leur restriction. 

Ces organisations sont également en charge d’établir les valeurs seuils toxicologiques de 

références, bien que concernant les PE, plusieurs rapports indiquent de reconsidérer les doses 

tolérables soulignant que l'évaluation des risques ne serait pas suffisamment protectrice (Kassotis 

et al., 2020). 

Pour ce faire, une organisation internationale, l’OCDE (Organisation de Coopération et de 

Développement Economique), a mis en place des normes et des lignes directrices concernant les 

tests de sécurité réglementaires à effectuer par les industries et laboratoires pour évaluer la 

toxicité des substances chimiques. Ainsi, différents tests standardisés (sur modèles in vitro et in 

vivo ; modèles mammifères ou non) sont disponibles permettant notamment d’évaluer l’effet de 
perturbation endocrinienne des substances chimiques (lignes directrices n°150). A titre 

d’exemple, 8 études toxicologiques règlementaires ont été menées sur le BPS conformément aux 

lignes directrices de l’OCDE pour l’évaluation de ses effets toxiques (Beausoleil et al., 2022) et ont 

conduit à sa classification comme toxique pour la reproduction de catégorie 1B (ECHA, 2020). 

Cependant, les différents tests proposés par l’OCDE (41 au total pour évaluer le caractère de 

perturbateur endocrinien d’une substance) se concentrent surtout sur les perturbations 

endocriniennes médiées par les hormones (œstrogènes, androgènes, thyroïdienne) et n’évaluent 
pas le potentiel de perturbation métabolique de ces composés. De plus, certains tests 

toxicologiques, basés sur les expérimentations animales sur mammifères, sont long à mettre en 

place et couteux. Ainsi, devant le nombre important de substances à venir sur le marché, le 

développement de nouvelles stratégies de tests pour évaluer rapidement les effets de PE sur les 

maladies métaboliques est nécessaire. 

Au regard des exigences et du très grand nombre de substances chimiques à évaluer, la 

réglementation REACH pousse à limiter les expérimentations sur les vertébrés et à promouvoir le 

développement de méthodes alternatives à l’expérimentation animale. D’un point de vue éthique 

également, l’OCDE pousse à l’utilisation de techniques in vitro et in silico pour étudier les 

mécanismes d’actions des molécules toxiques et leurs effets sur les maladies métaboliques. 

Cependant, les informations provenant d’organismes entiers restent nécessaires pour intégrer 
tous les processus physiologiques intervenant au cours d’une pathologie (cellulaire et 
moléculaire). Pour cela, la réglementation REACH applique, pour l’expérimentation animale, le 

principe des 3Rs pour « Réduire, Raffiner, Remplacer » (Tableau 4), qui prend en compte le respect 

des règles de bientraitance des animaux et l’optimisation des conditions d’utilisation des animaux. 

                                                           
6 Dans un communiqué paru en octobre 2020, l’UE annoncait son plan de révision de REACH, visant à revoir la 
législation de nombreuses susbtances chimiques nocives pour fin 2022. Cette proposition de révision vient 

d’être récemment reportée reportée à fin 2023. 
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Les 3Rs veillent également à promouvoir l’utilisation de méthodes alternatives à l’expérimentation 
animale (in vitro, in silico) dans l’évaluation des dangers liés à ces substances, ou à défaut de limiter 

le nombre d’animaux et leurs souffrances. 
 

Tableau 4 : Principe des 3Rs mis en place par la règlementation REACH dans le cadre de l’expérimentation 
animale dans l’évaluation des risques liés aux substances chimiques 

 

Cette règle des 3Rs, incite également, à l’utilisation de modèles in vivo non mammifères, qualifiés 

de modèles alternatifs (poisson ou amphibiens). Le poisson est un modèle d’étude déjà utilisé 
dans de nombreux domaines et notamment en toxicologie environnementale, car il est l’un des 
premiers organismes à subir la pollution chimique dans les eaux. L’OCDE propose déjà différents 

tests validés ou en cours de validation utilisant le modèle du poisson pour évaluer une subtance 

en terme de toxicité ou de perturbation endocrinienne (certains d’entre-eux seront présentés plus 

tard dans le Tableau 5 ; Chapitre 3 / Application du poisson-zèbre dans le domaine de la 

toxicologie).  

 

V. Modèles d’évaluation du risque lié aux PE dans les NAFLD/TAFLD. 

Actuellement la capacité à traiter les NAFLD/TAFLD et en particulier le stade pathologique de la 

stéatohépatite est contrainte par notre connaissance limitée des mécanismes sous-jacents. 

L’utilisation de modèles in vivo est devenu un outil indispensable pour comprendre la physiologie 

complète de la maladie et des processus métaboliques intervenant dans les NAFLD. Bien que les 

études in vitro aident à la compréhension des mécanismes cellulaires intervenant dans la 

pathogénèse des NAFLD (Kassotis et al., 2022), celles-ci sont peu transposables à l’Homme et ne 

récapitulent pas complètement la complexité du foie humain, ni les interactions entre les organes 

qui agissent en synergie pour créer le contexte pathologique des NAFLD (tissu adipeux, pancréas, 

foie), ni les effets néfastes qui peuvent se développer plus tard dans la vie après des expositions 

in utero. Ainsi de nombreux modèles in vivo ont été décrits et utilisés pour l’étude du 
développement et de la progression des NAFLD.  

Le modèle rongeur est celui qui a été le plus utilisé pour l’étude des NAFLD, notamment parce 

que la transposition à l’homme, aux niveaux anatomique, physiologique, cellulaire et moléculaire, 

est relativement aisée. Ces petits mammifères présentent en particulier au niveau du foie de 

grandes ressemblances phénotypiques et génotypiques avec l’Homme. Ils sont donc les modèles 

 Principe Comment faire ? 
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traditionnellement utilisés pour l’étude des mécanismes sous-jacents des maladies du foie. Des 

modèles rongeurs de NAFLD ont été développés avec l’utilisation de régimes hypercaloriques, de 

régimes riches en graisse (HFD) et/ou en sucre, de régimes déficients en méthionine et en choline 

(MCD), ou par des manipulations génétiques comme les souris ob/ob et db/db (qui présentent des 

défauts de la voie de signalisation de la leptine et développent une obésité, une stéatose et une 

résistance à l’insuline) (Kanuri and Bergheim, 2013; Nagarajan et al., 2012; Panchal and Brown, 

2011). D’autres modèles ont permis d’étudier les séquences d’évènements conduisant à la 
stéatose hépatique, à la stéatohépatite, à la fibrose hépatique et au CHC (Itoh et al., 2011). De 

plus, ce modèle a été utilisé en tant qu’organisme modèle pour tester l’efficacité de certains 

agents thérapeutiques candidats (Nagarajan et al., 2012). 

Bien que chaque modèle rongeur développé pour l’étude des NAFLD présente des avantages 

spécifiques, aucun d’entre eux ne rassemble toutes les caractéristiques de la NAFLD humaine. Par 
exemple, les modèles déficients en méthionine et choline présentent une stéatose et une NASH 

mais pas d’obésité ; alors que les modèles ob/ob développent une obésité et une stéatose mais 

nécessitent un régime spécifique (MCD ou HFD) pour progresser vers la NASH, et sont résistants à 

la fibrose (Kanuri and Bergheim, 2013). De plus, dans ce modèle, la maladie met du temps à se 

développer, rendant difficiles les études transgénérationnelles. Enfin l’utilisation du modèle 

rongeur présente ses limites notamment du fait de leur taille relativement importante, leur petit 

nombre de descendants, leur vitesse de développement et leurs coûts financiers relativement 

élevés. Ces différents critères rendent l’utilisation de ce modèle relativement difficile voire 

impossible pour des criblages à haut débit. 

Au-delà des modèles rongeurs classiquement utilisés pour l’étude des maladies métaboliques, et 

dans le respect de la règle des 3Rs, ces dernières années, de nouveaux modèles qualifiés 

« d’alternatifs » ont émergé. Parmi lesquels on trouve : les vers, Caenorhabditis elegans, les 

mouches, Drosophila melanogaster et le poisson-zèbre, Danio rerio (Schlegel and Stainier, 2007). 

Ces espèces présentent plusieurs avantages, dont leur petite taille, un développement 

relativement rapide, un génome entièrement séquencé, ainsi que la possibilité d’obtenir 
rapidement un grand nombre de descendants. Ces avantages permettent aussi d’utiliser ces 
modèles pour le criblage haut débit de produits chimiques (Benchoula et al., 2019; Kassotis et al., 

2022; P. Shen et al., 2018; Volkoff, 2019; Warr et al., 2018).  

C.elegans et D.melanogaster ont précédemment été utilisés comme organismes modèles pour 

l’étude de l’obésité et du syndrome métabolique, du fait qu’ils possèdent les mécanismes 

impliqués dans la régulation du métabolisme énergétique, lipidique et insulinique (Bayliak et al., 

2019; Hashmi et al., 2013; P. Shen et al., 2018; Warr et al., 2018; Watts, 2009). Ils ont ainsi permis 

de comprendre les mécanismes d’accumulation des lipides et d’identifier les composés modulant 

le stockage des graisses et favorisant l’obésité (Bouyanfif et al., 2019; Lemieux et al., 2011; 

Martorell et al., 2012; McKay et al., 2003; Mohajer et al., 2021), comme le méthylmercure, le BPS 

ou le DEHP (Caito et al., 2020; Cao et al., 2016; Chen et al., 2019; Xiao et al., 2021). Cependant, ils 

stockent les lipides dans des cellules non spécialisées (le corps gras pour D.melanogaster et les 

cellules intestinales et épidermales pour C.elegans) et certains organes indispensables au 
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métabolisme sont absents (foie, pancréas, système immunitaire), suggérant une conservation plus 

faible des processus biologiques (Mullaney and Ashrafi, 2009; Warr et al., 2018; Watts, 2009). 

Les poissons, comme le poisson-zèbre (Danio rerio) et le médaka (Oryzias lapites), sont de plus en 

plus utilisés comme alternative aux rongeurs pour des études sur le développement et en 

(éco)toxicologie. En particulier, ils sont largement utilisés pour l’étude des mécanismes impliqués 

dans la pathogénèse et la progression des NAFLD et pour l’étude du métabolisme des lipides suite 
à une exposition aux PE. Comme les mammifères, ils possèdent tous les organes contrôlant 

l’homéostasie énergétique et le métabolisme (pancréas, foie, muscle squelettique, tissu adipeux). 

De plus, ils peuvent être rapidement et facilement manipulés pour modéliser les maladies 

hépatiques à un coût relativement faible (Asaoka et al., 2013; Faillaci et al., 2018; Goldsmith and 

Jobin, 2012; Salmi et al., 2019; Schlegel and Stainier, 2007). Un grand nombre de poissons 

génétiquement modifiés et/ou traités chimiquement ont été développés pour l’étude des NAFLD 

(Asaoka et al., 2013). Notamment, l’utilisation de la larve de poisson-zèbre s’est répandue pour 
modéliser diverses maladies humaines et connait un intérêt particulier pour l’étude des NAFLD 

(Goldsmith and Jobin, 2012; Kassotis et al., 2022; Schlegel and Stainier, 2007). L’utilisation de la 
larve de poisson-zèbre comme organisme modèle pour l’étude des NAFLD sera développée plus 

en détails dans le 3ème chapitre de cette thèse. 
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Chapitre III : Le poisson-zèbre ( Danio rerio ) 

Parmi les modèles animaux utilisés pour la recherche scientifique, le poisson-zèbre est devenu, 

ces dernières décennies, un puissant outil dans différents domaines : biologie du développement, 

génétique, toxicologie, éthologie, découverte de médicaments et cancérologie. Du fait de ces 

nombreux avantages (taille, rentabilité, transparence, développement rapide, fécondation ex-

utero) et de ses fortes similitudes avec les mammifères, la popularité de ce modèle ne cesse de 

grandir pour comprendre divers mécanismes physiopathologiques, dont ceux intervenant dans les 

maladies hépatiques (Bambino and Chu, 2017; Teame et al., 2019). En effet, concernant les 

maladies métaboliques, il est devenu l’un des modèles les plus utilisés pour l’étude des NAFLD 

(Goldsmith and Jobin, 2012; Katoch and Patial, 2021; Menke et al., 2011). 

I. Caractéristiques générales sur le poisson-zèbre 

Le poisson-zèbre ou zebrafish ou encore Danio Rerio est un poisson téléostéen, de la famille des 

Cyprinidés. C’est un poisson tropical d’eau douce originaire d’Asie du Sud, dont l’habitat naturel 
est les rizières, les eaux stagnantes et les petits cours d’eau à faible débit.  

 

Figure 25 : Nombre d’articles scientifiques portant sur le poisson-zèbre parus sur Pubmed de 1940 à nos jours. 

i. Historique 

 

Découvert dans la rivière du Gange à la fin du 19ième siècle, les chercheurs se sont tout d’abord 
intéressés à son développement, en raison de sa capacité à produire de grandes portées 

d'embryons transparents pouvant être élevés en laboratoire (Roosen-Runge, 1937). Par la suite, 

les premières études retrouvées dans la littérature scientifique, utilisant le poisson-zèbre comme 

modèle en Biologie datent de 1952 ; elles étudiaient la toxicité de l’éthyle carbamate (uréthane) 
sur son développement précoce (Battle and Hisaoka, 1952). Dans les années 1970, George 

Streisinger, considéré comme le pionner de la recherche sur le poisson-zèbre, a grandement 

popularisé l’utilisation de ce modèle aquatique dans la recherche en Biologie. De nos jours, il est 

largement utilisé comme organisme modèle dans presque tous les domaines de la recherche en 

biologie : la reproduction, le développement, la neurobiologie, le comportement, la toxicologie 
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(Teame et al., 2019), comme nous montre l’augmentation croissante, au fil des années, de son 

utilisation dans la recherche scientifique (Figure 25).  

 

ii. Développement 

 

Le poisson-zèbre est ovipare ; les femelles peuvent pondre jusqu’à une centaine d’œufs. Le 

développement embryonnaire du poisson-zèbre a bien été décrit dans la littérature (Kimmel et 

al., 1995). Après fécondation, les premières divisions cellulaires ont lieu. Puis l’embryon débute 
son organogénèse à l’intérieur d’un chorion et va puiser les lipides et nutriments nécessaires à son 

développement directement dans sa réserve vitelline, qui constitue une réserve énergétique 

héritée de la mère. Après l’éclosion, entre 48 et 72 heures post fécondation (hpf), l’embryon 

continue son développement et passe à un stade appelé eleuthéroembryon, au cours duquel il 

continue de se nourrir de manière endogène et va progressivement épuiser ses réserves vitellines. 

A partir de 120 hpf, celles-ci sont épuisées et il va chercher activement à se nourrir dans son 

environnement. Ceci est rendu possible car les principaux organes nécessaires à son alimentation 

sont fonctionnels : il possède ainsi une bouche ouverte (dès 72hpf), un intestin développé et des 

appendices –foie, pancréas- fonctionnels (à 76hpf), une vessie natatoire gonflée nécessaire à la 

nage pour la capture des aliments, tout ceci rendant l’absorption et le traitement des aliments 
externes possibles dès 120hpf. La nécessité de l’apport de nourriture exogène et l’acquisition de 

la nage spontanée marque le début du stade larvaire qui s’étend jusqu’à l’étape de métamorphose 
autour de 35 jpf (jour post-fécondation). C’est à partir de cet âge que la différenciation des 
gonades sexuelle intervient, marquant le passage du stade larvaire au stade juvénile entre 5 et 7 

semaines. Il convient de noter que avant ce stade, le poisson-zèbre est considéré comme étant de 

sexe indifférencié, puisque l'expression de gènes impliqués dans la détermination du sexe ou la 

différenciation des gonades avant 8 jpf n'a pas été rapportée (Kossack and al., 2019). Cependant, des 

études ont montré qu’au stade larvaire du poisson-zèbre (13-25 jpf), le développement ovarien était 

considéré comme la voie par défaut, avec des gonades de type femelle. Par la suite, l’apoptose 
des ovocytes a été considéré comme un mécanisme clé impliqué dans la différenciation testiculaire 

et ovarienne (autour de 20-25 jpf). En effet, son inhibition permettrait la survie des ovocytes dans le 

phénotype « femelle » et le développement des ovaires ; alors que l’apparition de l’apoptose 
contribuerait au développement des testicules et à la détermination du phénotype « mâle » (Uchida 

et al., 2002). S’il existe une part de génétique, cette différenciation sexuelle peut également être 

influencée par des facteurs environnementaux, comme la nourriture, la densité de population, la 

température, le taux d’oxygène ou encore l’exposition aux PE (Santos et al., 2017). Au bout de 3 

mois, la maturation sexuelle est complète et la reproduction possible, marquant le passage au 

stade adulte (Figure 26). En captivité, le poisson-zèbre a une espérance de vie de 3,5 ans. 

Dans la suite de ce manuscrit, il sera utilisé les termes « larves » ou « stade larvaire », plutôt que 

« eleutheroembryon » pour décrire le stade à partir duquel le poisson-zèbre sort de son chorion 

(≥ 3 jours), jusqu’au stade juvénile (proche de 35 jpf). 



 

115 

 

 
Figure 26 : Schéma récapitulatif des grandes étapes de développement du poisson-zèbre de la fécondation 

jusqu’au stade adulte 

iii. Elevage 

 

En laboratoire, l’environnement du poisson-zèbre est très important, principalement lorsque l’on 
cherche à évaluer l’effet de l’exposition à une substance. En effet, cela nécessite une grande 

rigueur concernant les conditions d’élevage et d’entretien (température, pH, nourriture, 

luminosité, bruit, etc.) pour permettre une robustesse et une reproductibilité des essais. Le 

contrôle du pH et de la T° est d’autant plus important, notamment lors des d’études en toxicologie 
où l’on sait que ces paramètres peuvent altérer la pharmacocinétique des composés chimiques 
(Cleal et al., 2020). Le poisson-zèbre adulte est poïkilotherme et s’adapte à de nombreuses 
températures dans son habitat naturel, mais en laboratoire il est conseillé une température de 

28,5°C pour une reproduction optimale et un développement embryonnaire normal. L’eau 
d’élevage composée d’eau déminéralisée et de sels (sel marin, chlorure, bicarbonate de sodium) 
doit être à un pH recommandé entre 6,5 et 8. Le cycle biologique du poisson-zèbre est régi par 

des photopériodes de 14h de lumière / 10h d’obscurité, pour mimer les conditions naturelles 
d’éclairage et lui assurer un développement optimal. Ce poisson est omnivore et se nourrit, en 

élevage, principalement par une alternance d’aliments secs (poudre) et vivants (Artémia), qui, en 

plus d’apporter les qualités nutritives complètes, ont un effet d’enrichissement en stimulant le 
comportement de capture de proies (Aleström et al., 2020). 

II. Avantages et limitations de l’utilisation du poisson-zèbre 

Cet organisme aquatique présente de nombreux avantages qui expliquent son utilisation en tant 

qu’organisme modèle dans de nombreux domaines de la recherche en biologie, mais également 

quelques limites. 
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i. Avantages 

Ces avantages regroupent ses facilités d’élevage, sa vitesse de développement rapide et de 
manière extra-utérine et son coût relativement faible comparé au modèle rongeurs (Bambino and 

Chu, 2017). De plus, ses similarités au niveau génétique et physiopathologique en font un modèle 

de choix pour l’étude des maladies humaines et dans la recherche en toxicologie.  

a.  Elevage  

Contrairement aux limites du modèle des rongeurs, les poissons-zèbres sont de petite taille (<5 

cm à l'âge adulte), faciles à manipuler, à entretenir et moins couteux.   

Ils ont une grande capacité de reproduction, un couple de poisson-zèbre pouvant générer des 

centaines d'œufs fécondés chaque semaine dont le développement est extra utérin et rapide. 

Alors que le développement et la maturation de tous les processus physiologiques peuvent 

prendre des semaines/années chez les mammifères, le poisson-zèbre se développe rapidement 

avec des organes métaboliquement fonctionnels seulement quelques jours après fécondation. 

Un autre avantage biologique est la semi-transparence du poisson-zèbre pendant ces premiers 

stades de vies embryonnaires et larvaires. Couplé à son développement extra utérin, cela permet 

facilement l’observation et la surveillance de l’organogénèse et des processus biologiques et 

pathologiques, en utilisant des techniques d’imageries non invasives qui ne nécessitent pas 
d'intervention chirurgicale (Kimmel et al., 1995). Ce modèle permet notamment de dépister 

rapidement les changements morphologiques et histologiques des foies de larve transparente 

(Sadler et al., 2005).  

Même si l’étude de certains processus biologiques nécessite des stades adultes, les avantages 

listés ci-dessus favorisent l’utilisation des stades embryonnaires et larvaires pour de nombreuses 

études.  

b. Similarité avec l’Homme  

De nombreuses connaissances ont déjà été acquises sur ce modèle concernant sa morphologie, 

sa physiologie, son développement et son génome témoignant de sa grande similarité avec les 

mammifères. D’un point de vue anatomique, le poisson-zèbre possède des systèmes d’organes 
avec les mêmes fonctions que leurs homologues humains et une physiologie bien conservée qui 

prédisposent le poisson-zèbre comme bon modèle pour l’étude des maladies métaboliques 
humaines (Menke et al., 2011) (Figure 27).  
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Figure 27 : Schéma représentant l’anatomie des larves de poisson-zèbre (issu de Schlegel and Gut, 2015). Au 

cours des premiers stades de vies, les larves de poisson-zèbre possèdent des systèmes vasculaire et digestif 

(intestin/foie/pancréas) fonctionnels. La vessie natatoire contrôle la flottabilité de la larve lui permettant la nage. 

Les 1ers adipocytes se développent au niveau viscéral au stade larvaire. À cet âge, l'animal reste suffisamment 

transparent pour permettre une imagerie complète des organes internes 

Par exemple, le pancréas du poisson-zèbre contient des ilots comprenant des cellules α, β, δ et ɛ 

qui régulent l'homéostasie du glucose en sécrétant des hormones telles que le glucagon, l'insuline, 

la somatostatine et la ghréline, tout comme chez l'homme. Les médicaments régulant 

l’homéostasie du glucose chez l’homme ont les mêmes effets chez le poisson-zèbre (Gut et al., 

2013). Bien qu’il ne possède pas d’estomac, son appareil digestif, dont le fonctionnement est 

globalement similaire à celui des mammifères, est composé d’une bouche, d’un œsophage, d’un 
intestin et d’un anus. Son intestin est colonisé par des espèces bactériennes témoignant de la 

présence d’un microbiote et d’une immunité intestinale chez le poisson-zèbre (López Nadal et al., 

2020; Roeselers et al., 2011). Concernant le tissu adipeux, les premiers adipocytes apparaissent 

au stade larvaire, autour de 8 à 12 jpf. Ils se développent au niveau viscéral autour du pancréas, 

en premier lieu, puis dans le reste du corps, en corrélation avec la taille du poisson (plus qu’avec 
son âge) (Imrie and Sadler, 2010). Le poisson-zèbre ne possède pas de tissu adipeux brun, impliqué 

dans la thermogénèse des mammifères, mais la structure et la fonction du tissu adipeux blanc sont 

similaire à celles des mammifères, et assure la régulation du métabolisme et de stockage des 

lipides (Salmerón, 2018; Tingaud-Sequeira et al., 2011). 

Le poisson-zèbre possède également, comme les mammifères, un système immunitaire inné et 

adaptatif bien conservé. Le système immunitaire inné se développe précocement (dès 48hpf) 

incluant neutrophiles et macrophages. Le système immunitaire adaptatif est pleinement 

fonctionnel 4 à 6 semaines après fécondation (Meeker and Trede, 2008; Traver et al., 2003). Les 

macrophages sont les premières cellules à apparaitre dès 20hpf et jouent un rôle dans la défense 

immunitaire lors des premiers stades de vie en éliminant les cellules mortes et les microbes. Les 

différentes cellules du système immunitaire adaptatif ont également été identifiées comme les 

lymphocytes T, B, T régulateurs (dès 4 jpf), ainsi que les cellules présentatrices d’antigène comme 
les cellules dendritiques (autour de 8-12 jpf) (Martins et al., 2019; Torraca et al., 2014).  

Enfin, le développement et la fonction hépatique qui seront discutés plus loin, sont également 

similaires d’un point de vue physiologique et physiopathologique.  
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c. Homologies génétiques 

Depuis, 2013, le génome du poisson-zèbre est entièrement cartographié (Howe et al., 2013). A 

cause d’un évènement de duplication du génome (tetraploïdisation) qui s’est produite pendant 
l’évolution des téléostéens et bien qu’il y ait eu un retour partiel à l’état diploïde, de nombreux 
gènes sont encore présents sous deux formes, qui ont plus ou moins divergés au cours de 

l’évolution. Malgré cela, l’analyse du génome des poissons-zèbres révèle de fortes homologies 

génétiques avec le génome humain. Environ 70% des gènes humains et 82% des gènes potentiels 

liés aux maladies humaines ont un orthologue chez le poisson-zèbre (Howe et al., 2013). On peut 

par exemple citer parmi les similitudes, que le poisson-zèbre exprime la gamme complète des 

gènes des CYP450 nécessaires au métabolisme et à la biotransformation des xénobiotiques 

(Goldstone et al., 2010) ; il exprime également les gènes codant pour les différents récepteurs 

nucléaires, à l’exception de CAR, ainsi que ceux nécessaires au métabolisme des lipides et du 
glucose (Schaaf, 2017). 

d. Manipulation génétique  

Avec une cartographie génétique complète, l’un des avantages les plus puissants est la capacité 

d’effectuer des modifications génétiques. En effet, la suppression ou surexpression de gènes dans 

le poisson-zèbre est relativement facile que ce soit par approche transitoire (injection de 

morpholino anti-sens ou d’ARNm) ou pérenne (TILLING, transgénèse avec les systèmes 

CRISP/CAS9, TALLEN, ZFIN…). Ces approches génétiques créant des poissons mutants ou 
transgéniques, sont relativement faciles et peu coûteuses. Cette dernière décennie, un nombre 

important de lignées de poisson-zèbre génétiquement modifiées ont été générées pour mieux 

caractériser les voies moléculaires et génétiques impliquées dans les processus physiologiques et 

dans les pathologies humaines (Amsterdam and Hopkins, 2006; Trede et al., 2004). 

Ces lignées peuvent exprimer un transgène couplé à des protéines fluorescentes dans des types 

de cellules spécifiques, qui peuvent ensuite être facilement détectées dans les embryons et larves 

transparentes ; ceci permet de surveiller en temps réel le développement et la progression de 

certains mécanismes physiologiques ou pathologiques. L’utilisation de poissons transgéniques 
exprimant des protéines fluorescentes hépatiques et pancréatiques, a notamment permis l’étude 
in vivo de l’organogénèse hépatique, ainsi que l’étude des processus physiologiques de 
développement de dommages hépatiques (Korzh et al., 2008; Zhang et al., 2014). Plus de 5000 

mutants et poissons-zèbres transgéniques sont actuellement disponibles et catalogués sur la base 

de données de la communauté de recherche du poisson-zèbre : ZFIN (The Zebrafish Information 

Network). 

e.  Application du poisson-zèbre dans le domaine de la toxicologie  

L’utilisation du poisson-zèbre dans la recherche en toxicologie s’est nettement répandue. 

Notamment, le fait que la fécondation et le développement embryonnaire soient externes en 

dehors de la mère, permet une exposition facilitée à différentes molécules. Les embryons sont 

https://zfin.org/
https://zfin.org/
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suffisamment petits pour être contenus dans des plaques multi-puits et la perméabilité chimique 

au niveau du chorion permet une exposition optimale aux molécules qui sont simplement ajoutées 

dans l’eau d’élevage. Cela facilite le criblage génétique et chimique à une échelle qui n’est pas ou 
difficilement atteignable avec d’autres vertébrés, en combinant l'échelle et le haut débit des 

systèmes in vitro avec la physiologie complexe d'un animal entier vertébré. En outre, le fait que 

ce modèle réponde aux considérations éthiques de l’expérimentation animale, de nombreux tests 

ont été développés pour le criblage de molécules sur celui-ci. 

1. Considérations éthiques  

Les aspects éthiques de la recherche et le principe des 3Rs de la réglementation REACH sont 

primordiaux lors d’expérimentation sur le modèle animal en toxicologie. L’utilisation du poisson-

zèbre, notamment au stade embryonnaire et larvaire, répond en partie à cette règle des 3Rs de 

l’expérimentation animale. En effet, l’utilisation d’un organisme inférieur moins développé, 

s’accorde avec la notion de « Remplacement » ; la possibilité d’observer des phénomènes 

biologiques à l’échelle individuelle permet de limiter le nombre d’animaux utilisés, ce qui 
correspond à la notion de « Réduction ».   

Enfin, les embryons et larves de poisson-zèbre jusqu'à l’âge de 5 jpf ne sont pas soumises aux 

mêmes exigences réglementaires que les modèles après 5 jpf ou les modèles mammifères. En 

effet, d’après la directive 2010/63/UE, concernant la protection des animaux utilisés à des fins 

scientifiques, les premiers stades de développement embryonnaire ne relèvent pas de la 

règlementation sur l’expérimentation animale (Strähle et al., 2012). Après 5 jpf, la résorption du 

sac vitellin et la nécessité d’apporter une nourriture exogène nécessaire à la survie de la larve 
constitue le stade à partir duquel les larves sont soumises à la réglementation (avant 5 jours 

l’embryon/l’eleutheroembryon se nourrissant grâce à ses réserves vitellines). Ainsi, dans ce cadre 

de la règlementation le modèle alternatif du poisson-zèbre (<5 jpf) est considéré comme modèle 

in vitro, répondant aux principe des 3Rs. C'est pourquoi l’utilisation de ce modèle et en particulier 

des premiers stades du poisson-zèbre avant 5 jpf, attire de plus en plus l'attention en tant que 

modèle alternatif en toxicologie humaine et environnementale. Il convient de noter cependant 

que, au-delà, de l’aspect règmementaire, nos études réalisées sur des organismes entiers explique 

l’usage du terme in vivo dans ce manuscrit et non pas de in vitro, pour les modèles avant 5 jpf. 

2. Evaluation spécifique des effets de PE  

Leurs différents avantages listés ci-dessus, les rendent idéaux pour les études haut-débit, 

notamment pour le criblage de molécules pour les études en toxicologie. Dans ce sens, l’OCDE a 
publié des tests standardisés recommandant l’utilisation du modèle alternatif du poisson-zèbre 

(avant 5 jpf), pour évaluer la toxicité potentielle de diverses substances (Tableau 5). Grâce à ces 

tests, il est alors possible de suivre en temps-réel les paramètres de toxicité et d’en extrapoler le 
risque pour la santé humaine (Brion et al., 2012; Brotzmann et al., 2022; Tingaud-Sequeira et al., 

2011). Un avantage supplémentaire est qu’il est facile d’exposer les poissons aux substances 

toxiques directement par ajout dans le milieu d’élevage. A ce propos, entre 3 et 14 jpf (stade à 
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partir duquel les branchies deviennent fonctionnelles), l’absorption des molécules se fait 
principalement par voie dermique, facilitée par la perméabilité cutanée, et orale (Nishimura et al., 

2015). 

C’est un modèle reconnu dans le contexte de la perturbation endocrinienne. En effet, il est utilisé 

à la fois pour le criblage des substances à activité endocrine mais également pour l’identification 
de leurs effets et l’étude de leurs mécanismes d’action. Dans ce sens, l’OCDE recommande à 
nouveau le poisson-zèbre pour les tests règlementaires de perturbations endocriniennes (Test 

présenté dans le Tableau 5). Parmi ces tests, le test EASZY (test n°250) a, par exemple, été validé 

par l’OCDE pour détecter les substances chimiques ayant une activité oestrogénique en utilisant 
des embryons transgéniques de poisson-zèbre (OECD Test No. 250, 2021). Face aux perturbations 

métaboliques que les PE peuvent entrainer, le développement de nouveaux tests évaluant cette 

caractéristique est également nécessaire et manque encore à ce jour. 

Tableau 5 : Tests proposés par l’OCDE sur le modèle du poisson-zèbre pour évaluer la toxicité et la perturbation 

endocrinienne de substances chimiques 

N° du test 

OCDE 
Nom du test 

Principe du test de 

toxicité 
Evaluation Reférence 

Test de toxicité sur le modèle du poisson 

Test n°212 

 

 

« Fish, Short-term Toxicity 

Test on Embryo and Sac-fry 

Stages»  

Test de toxicité à court terme 

aux stades de l’embryon et de 
l’alevin 

 

(Adapté du Test n° 210 « Fish, 

Early-life Stage Toxicity Test » en 

raccourcissant la fenêtre 

d’exposition, initialement prévue 

jusqu’au stade juvénile, à court 

terme sur les 1ers stades de vies du 

poisson) 

Exposition de poisson à des 

stades embryonnaires à 

une substance chimique 

sur un court terme 

(modèle alternatif) 

 

Evaluation des effets léthaux 

et sub-léthaux de molécules 

chimiques (contrôle des 

phénotypes anormaux, 

déformation, retard 

d’éclosion, survie, 
comportement)  

(OECD Test 

No. 212, 

1998) 

(OECD Test 

No. 210, 

2013)  

Test n°203 « Fish, Acute Toxicity Test » 

Test de toxicité aigüe sur le 

poisson  

Exposition des poissons 

juvéniles à une substance 

chimique pendant une 

durée de 96h (modèle 

animal) 

Evaluation de la toxicité 

aigüe par contrôle de la 

mortalité et mesure de la 

LC50 

(OECD Test 

No. 203, 

2019) 

Test n°236 « Fish Embryo Acute 

Toxicity » (FET) 

Poisson, Test de toxicité aigüe 

au stade embryonnaire 

Exposition de poissons à 

des stades embryonnaires 

à une substance chimique 

pendant 96h (modèle 

alternatif) 

 

 

 

 

 

Evaluation de la toxicité 

aigüe par contrôle de la 

mortalité et mesure de la 

LC50 

(OECD Test 

No. 236, 

2013) 
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Test de perturbation endocrinienne 

Test n° 229 

 

« Fish Short Term 

Reproduction Assay»  

Test de reproduction à court 

terme chez le poisson 

 

(le Test n°230 « 21 days Fish 

Assay» est similaire au Test n°229 

mais n’évalue pas les paramètres 
fécondité et histopathologie)   

Exposition de poissons 

mâles et femelles 

sexuellement matures à un 

produit chimique pendant 

une durée limitée (21 

jours) (modèle animal) 

Evaluation de l’activité 
oestrogénique et 

androgénique par mesure de 

la vitellogénine, de 

l’inhibition de l’aromatase et 

des caractères sexuels 

secondaires, évaluation de la 

fécondité, et observation de 

l’histopathologie des 
gonades 

(OECD Test 

No. 229, 

2012) 

(Test No. 

230, 2009) 

 

Test n°234 « Fish Sexual Development 

Test »  

Test de développement sexuel 

des poissons 

Exposition de poissons à la 

période de différenciation 

sexuelle (modèle animal) 

Evaluation de l’activité 
oestrogénique et 

androgénique par mesure de 

la vitellogénine et des sexes-

ratios (déterminé par 

histopathologie gonadique) 

(OECD Test 

No. 234, 

2011) 

Test n°250 « EASZY Test »  

Test de détection des 

substances à activité 

endocrinienne agissant via les 

récepteurs aux oestrogènes 

Exposition au stade 

embryonnaire de poisson-

zèbre transgénique 

tg(cyp19a1b:GFP) à un 

composé chimique 

pendant 96h (modèle 

alternatif) 

Evaluation de l’activité 
oestrogénique par la mesure 

de l’induction du cyp19a1b 

(identifié par l’augmentation 
de fluorescence de la GFP au 

niveau du cerveau). Le 

cyp19a1b, code pour 

l’aromatase cérébrale, 

responsable de la synthèse 

d’oestrogènes 

(OECD Test 

No. 250, 

2021) 

En pharmacologie, des expériences ont montré que les médicaments cardio-vasculaires, anti-

angiogéniques et anti-cancéreux sur des embryons de poisson-zèbre avaient des réponses 

comparables à celles des mammifères (Langheinrich, 2003). Ainsi, dans l’industrie 

pharmaceutique, le poisson-zèbre peut être utilisé dans les études de toxicité au stade pré-

clinique et pour cribler, identifier et évaluer la toxicité des nouveaux médicaments (Garcia et al., 

2016; Zon and Peterson, 2005).  

ii. Limitations 

Malgré tous ces avantages, le modèle poisson-zèbre présente quelques limites.  

Même si les homologies génétiques du poisson-zèbre avec l’Homme sont d’environ 70-85%, la 

transposition des résultats du poisson à l’Homme est à prendre avec plus de précautions que celle 

faite à partir des rongeurs (similarités génétiques de 92%). 

De plus, s’il est un bon modèle pour représenter les pathologies humaines, certaines maladies 
dues à des différences physiologiques entre les mammifères et le poisson-zèbre, ne peuvent pas 

être étudiées, comme l’asthme ou les troubles placentaires. 
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La différenciation sexuelle ayant lieu 2/3 mois après la fécondation, l’étude de produits chimiques 
ayant une réponse spécifique au sexe, ne peuvent pas être testés sur les modèles larvaires qui 

présentent le plus d’avantages (Bambino and Chu, 2017). De ce fait, les études de perturbations 

endocriniennes, sont plutôt effectuées sur les modèles adultes de poisson-zèbre, du fait de la 

présence d’un dimorphisme sexuel des effets des PE. De plus, il est à noter que le sexe des 

poissons-zèbres au stade larvaire peut-être influencé par les niveaux d’hormones stéroïdes 
environnementales. Cependant, cela peut également être avantageux car l'impact des PE peut 

être évalué sur le foie et d'autres organes, indépendamment de l'influence des hormones 

sexuelles. 

Certaines expositions peuvent ne pas représenter pleinement l’exposition humaine. Dans les 

études portant sur les tout premiers stades de développement (branchies non fonctionnelles / 

bouche non ouverte), l’ajout du toxique dans l’eau entraine une exposition dermique. Chez 

l’Homme, de nombreux toxiques sont absorbés par voie orale, dans l’eau contaminée ou la chaine 
alimentaire. Cela peut donc entrainer des différences significatives dans l’absorption, la 
distribution, le métabolisme et l’excrétion des substances chimiques. De plus, les biomarqueurs 

urinaires d’exposition et de métabolisation sont également indisponibles chez le poisson 

(Bambino and Chu, 2017). En outre, habituellement, dans les expériences in vivo conventionnelles, 

une quantité connue et mesurable de substance chimique est administrée à l'animal. Chez le 

poisson-zèbre, l'absorption de la molécule présente dans l’eau globalement imprévisible, ce qui 

peut compliquer l'interprétation des résultats de dépistage et la comparaison entre les composés 

(Fleming and Alderton, 2013).  

Une autre de ces limitations provient du fait qu’il possède des gènes qui se sont dupliqués au cours 
de l’évolution. En conséquence, il possède 26 206 gènes, ce qui est supérieur  à tout autre vertébré 

séquencé auparavant. Cette duplication des gènes peut être une base importante de variabilité et 

de complexité car le poisson-zèbre peut avoir des voies de régulation et des réseaux moléculaires 

différents pour certaines fonctions spécifiques (Fontana et al., 2018; Postlethwait et al., 1998). 

III. Le foie du poisson-zèbre 

Comme chez les mammifères, le foie des poissons-zèbres, participe à la détoxification, à 

l’homéostasie et au métabolisme. Il existe de grandes similitudes entre le poisson-zèbre et 

l'Homme concernant la composition cellulaire hépatique, la physiologie, la régulation moléculaire 

et génique, la signalisation, la réponse aux dommages et les mécanismes cellulaires provoquant 

des dommages hépatiques. Cela fait du poisson-zèbre un modèle privilégié pour étudier les 

maladies du foie et en particulier les NAFLD (Chu and Sadler, 2009; Goessling and Sadler, 2015; 

Menke et al., 2011; Pham et al., 2017; Vernetti et al., 2017).  
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i. Développement hépatique 

L’évolution des espèces entre les poissons et les mammifères a conservé de nombreux acteurs 

essentiels dans l’hépatogénèse (Sadler et al., 2007). L’organogénèse hépatique a pu être étudiée 

en détail et suivie, notamment grâce à l’utilisation de poisson-zèbre transgénique (comme le tg-

(gutGFP) ou tg(lfabf:dsRed; elaA:EGFP)) (Figure 280) (Field et al., 2003; Korzh et al., 2008; Tao and 

Peng, 2009). 

Comme pour tous les vertébrés, le foie provient de l’endoderme de l’intestin antérieur. Le premier 

signe de spécification hépatique est observé à partir de 22hpf, lorsque les cellules progénitrices 

de l’endoderme antérieur commencent à exprimer des marqueurs hépatoblastiques tels que 

prox1 et hhex1. Vers 28hpf, l’intestin subit une flexion vers la gauche, suivi d’un bourgeonnement 
formant l’ébauche du foie sur le côté gauche de l’embryon. Cette étape de bourgeonnement du 

foie, est accompagné de l’expression des marqueurs de différenciation (comme la transferrine et 

la protéine Fabp) qui indiquent aux hépatoblastes de se différencier en hépatocytes ou en cellules 

épithéliales biliaires. A partir de 48hpf, la phase de croissance hépatique continue, accompagnée 

de la différenciation des hépatocytes, de la formation du réseau biliaire et de l’initiation de la 
circulation sanguine dans les sinusoïdes, pour former un organe mature et fonctionnel à partir de 

72hpf (Field et al., 2003; Korzh et al., 2008; Tao and Peng, 2009). Parallèlement, les cellules 

endothéliales et les progéniteurs des cellules étoilées pénètrent dans le foie (Sakaguchi et al., 

2008; Yin et al., 2012). Entre 72hpf et 120hpf, le foie grossit de 8 à 10 fois sa taille par la mise en 

place du réseau vasculaire (Figure 28D). A ce stade, le foie fonctionne comme le foie adulte, 

remplit toutes les fonctions telles que la biotransformation des xénobiotiques, la lipogenèse, la 

sécrétion de protéines, l'équilibre du glycogène et la production de bile. Cependant, la structure 

du foie est davantage organisée à mesure qu'il grandit jusqu'à l'âge adulte (Chu and Sadler, 2009; 

Cox and Goessling, 2015). 

 
Figure 28: Développement du foie chez le poisson-zèbre transgénique Lipan tg(lfabf:ds-Red;elaA:EGFP) ( 

protéine lfabp hépatique marquée en rouge par le fluorochrome dsRed, protéine ElaA pancréatique marquée en 

vert par le fluorochrome EGFP) (A) : expression de la RFP et GFP à 96 hpf ; (B,C) : expression de la RFP et GFP à 

120hpf en vue latérale et dorsale. La ligne horizontale en pointillés en (C) représente la ligne médiane avec le 

côté droit en haut, (D) : Développement du réseau sinusoïdal dans le foie en développement chez le poisson-
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zèbre transgénique Lipan/tg(fli1:EGFP)y1(protéine fli1 des cellules endothéliales marquées en vert par le 

fluorochrome GFP),  flux sanguin détecté dans les sinusoïdes à 120hpf, mis en évidence par les flèches. (Images 

de microscopie à a fluorescence issues de Korzh and al 2008). 

e :eye (oeil), gb: gall bladder (vésicule biliaire), in: intestine  (intestine), HPV: hepatic portal vein (veine porte 

hépatique), L : liver (foie), LL: left lobe (lobe droit), nt: notochord (notocorde), p : pancreas (pancréas), RL, right 

lobe (lobe gauche), sb : swin bladder (vessie nataoire) , y : yolk sac (sa vitellin) 

ii. Comparaison anatomique et histologique avec le foie de mammifère 

La principale différence entre le foie des poissons-zèbres et celui des mammifères est 

l’organisation structurelle et cellulaire du tissu hépatique. Contrairement aux mammifères, le foie 

du poisson-zèbre possède 3 lobes (droit, gauche et ventral). De plus, si nous avons vu au début de 

ce manuscrit que le foie des mammifères était organisé en lobules hépatiques bien structurés par 

les canaux biliaires, les veines portes, et les artères hépatiques ; chez le poisson-zèbre, les 

vaisseaux sanguins sont répartis de manière aléatoire dans tout l’organe (Vliegenthart et al., 2014) 

(Figure 29). Les hépatocytes sont disposés en tubules et le canal biliaire est situé au centre. De 

plus, la veine centrale et la veine porte ne peuvent pas être différenciées morphologiquement. 

Enfin la zonation métabolique n’a pas été décrite dans le foie du poisson-zèbre (Pham et al., 2017).  

Figure 29 : Comparaison de l’anatomise cellulaire et architecturale du foie entre le poisson-zèbre (A) et l’Homme 

(B) (Schéma issu de Goessling and Sadler., 2015) 

Malgré cette anatomie et cette architecture uniques, tous les types de cellules hépatiques 

présents chez les mammifères ont été identifiés chez le poisson-zèbre, à l’exception des cellules 
de Kupffer, et remplissent des fonctions similaires (Menke et al., 2011). Les hépatocytes 

participent à la sécrétion de la bile, à la sensibilité à l'insuline, à la biotransformation des 

xénobiotiques, au stockage des lipides et du glycogène, à la sécrétion des protéines sériques et 

des facteurs de coagulation. On y retrouve aussi les cellules endothéliales, qui tapissent les 

vaisseaux hépatiques et les sinusoïdes, les cellules épithéliales biliaires et les cholangiocytes pour 

le transport de la bile à partir des hépatocytes. Même si la présence des cellules de Kupffer a été 
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sujet de discorde, la présence de macrophages résidents au niveau du foie a été observée chez la 

larve et l’adulte, capables d’induire une réaction immunitaire innée en cas de dommages des 
hépatocytes (Martins et al., 2019; Shwartz et al., 2019). Enfin, les cellules étoilées ont également 

été identifiées et sont situées entre les cellules endothéliales et les hépatocytes. Elles sont 

capables de stocker les gouttelettes lipidiques, de s’activer et de sécréter de la matrice 

extracellulaire lors d’une lésion hépatique (Yan et al., 2018). L’utilisation de poissons-zèbres 

transgéniques fluorescents a rendu possible l’observation et l’étude du rôle et de la fonction des 

différentes cellules hépatiques (Bollig et al., 2009; Chi et al., 2008; Her et al., 2003; Lorent et al., 

2010; Parsons et al., 2009; Sakaguchi et al., 2008; Wilkins et al., 2014; Yin et al., 2012). 

IV. Intérêt du modèle de poisson-zèbre pour l’étude des NAFLD et TAFLD  

L’Homme et le poisson-zèbre partagent des similitudes structurelles et fonctionnelles au niveau 

hépatique, que ce soit dans la prise en charge des xénobiotiques, comme les polluants 

environnementaux, ou dans la régulation du métabolisme des lipides.  

L’exposition aux polluants environnementaux et en particulier aux PE est de plus en plus décrite 

pour leurs implications dans les maladies métaboliques. En perturbant le métabolisme des lipides, 

par des mécanismes médiés généralement par les récepteurs nucléaires, ils sont capables 

d’induire l’initiation et la progression de NAFLD. Si le poisson-zèbre est un bon modèle d’étude 
pour évaluer l’hépatotoxicité des composés (de Souza Anselmo et al., 2018; Goldstone et al., 2010; 

Vliegenthart et al., 2014), il est également devenu un modèle important pour étudier le 

développement des NAFLD. De plus, chez le poisson-zèbre et chez l’Homme, l’homéostasie 
lipidique étant altérée de manière similaire par les PE, il est également un bon modèle pour l’étude 
des TAFLD (Maradonna and Carnevali, 2018; Volkoff, 2019). 

i. Métabolisme des xénobiotiques (enzymes de phase I, II, III) 

La larve de poisson-zèbre est un modèle couramment utilisé pour évaluer la toxicité des 

xénobiotiques chez l’Homme (de Souza Anselmo et al., 2018; Goldstone et al., 2010). Chez le 

poisson, l’absorption d’un xénobiotique peut se faire par voie orale via la nourriture ou par voie 

dermique et branchiale si le composé est présent dans l’eau. Par la suite, ces composés exogènes 

sont pris en charge par les différents systèmes de distribution, métabolisation et excrétion, qui 

présentent de grandes similitudes avec l’homme.  

 

Chez les mammifères et chez le poisson-zèbre, le métabolisme des xénobiotiques se déroule de la 

même manière, c’est-à-dire à travers une série de réactions enzymatiques de phase I et II et des 

transporteurs d’efflux de phase III. Le poisson-zèbre exprime la gamme complète des enzymes 

CYP450 nécessaires au métabolisme et à la biotransformation des xénobiotiques. Non seulement 

l’activité de la plupart des CYP450 augmente considérablement après l'éclosion à environ 3 jpf 

(Saad et al., 2016), mais la plupart des CYP450 présents chez l’Homme possèdent un orthologue 

chez le poisson-zèbre (Goldstone et al., 2010). Parmi les 94 gènes cyp450 identifiés chez le 

poisson-zèbre, 86 gènes appartiennent aux familles CYP1 à 3 et sont impliqués dans le 
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métabolisme des xénobiotiques (Saad et al., 2016; Verbueken et al., 2018). Parmi les principaux 

CYPs décrits dans la pathogénèse des NAFLD, on trouve le CYP3A4, la forme la plus abondante des 

CYP hépatiques et le CYP2E1, dont les orthologues chez le poisson-zèbre sont les cyp3a65 et 

cyp2y3, respectivement (Goldstone et al., 2010; van Wijk et al., 2016). Concernant les enzymes de 

conjugaison, responsables du métabolisme de phase II, les gènes humains des SULTs et GSTs 

possèdent des orthologues chez le poisson-zèbre (de Souza Anselmo et al., 2018; van Wijk et al., 

2016). Pour les UGTs, le poisson-zèbre possède des paralogues, qui malgré moins de 

chevauchement génétique que les orthologues, ont une fonction métabolique comparable (van 

Wijk et al., 2016). Enfin, les transporteurs d'efflux de phase III comme abcb4 sont également 

identifiés chez le poisson-zèbre responsable de l'excrétion des xénobiotiques (Fischer et al., 2013). 

Comme chez l’Homme et les mammifères, la régulation du métabolisme des xénobiotiques 

dépend de nombreux facteurs dont le récepteur AhR, le récepteur PXR, ou encore le facteur de 

transcription Nrf2 (Goldstone et al., 2010; Kubota et al., 2013; Saad et al., 2016).  

ii. Métabolisme des lipides 

Le poisson zèbre est un modèle très pertinent pour étudier le métabolisme des lipides car il 

possède les mêmes processus d’absorption, de traitement et de transport des lipides que 

l’Homme. De plus, les facteurs de transcription, les régulateurs métaboliques et les multiples 

enzymes et transporteurs qui contrôlent l'homéostasie énergétique chez les mammifères sont 

présents chez le poisson-zèbre et peuvent être dérégulées de la manière similaire lors de  

dysfonctions métaboliques (Hölttä-Vuori et al., 2010; Ka et al., 2020; Oka et al., 2010; Quinlivan 

and Farber, 2017; Schlegel, 2012; Schlegel and Stainier, 2006). Il a été montré que le poisson-zèbre 

exprimait les récepteurs de l’adiponectine et les 3 isoformes du récepteur PPAR, essentiels à 

l’homéostasie des lipides (Nishio et al., 2008). Les fonctions clés telles que la régulation de 

l'appétit, la régulation de l'insuline et le stockage des lipides sont également bien conservées 

(Salmerón, 2018; Zang et al., 2018). 

Les différentes classes de lipides (cholestérol, TG, MAG, DAG, céramides, phospholipides) ont été 

identifiées dès le stade embryonnaire chez le poisson-zèbre (Fraher et al., 2016). Dès les premiers 

stades de vie, les lipoprotéines responsables du transport des lipides, alimentent les différents 

organes en formation à partir de la réserve vitelline (Quinlivan and Farber, 2017). En plus du 

transport, la synthèse des lipides a également été démontrée dès les premiers stades de 

développement embryonnaire, via l’activation des voies de biosynthèse des AG et du mévalonate 

(Salmi et al., 2019).  

Grâce à la transparence des larves, la visualisation et la quantification des lipides est possible, 

notamment au niveau du foie pour évaluer la NAFLD. Comme chez les mammifères, l'excès de 

nutriments chez le poisson-zèbre provoque une augmentation des taux plasmatiques de TG et une 

stéatose hépatique (Oka et al., 2010). Il est alors capable de stocker cet excès de TG dans les GL 

intracellulaires. L’accumulation de ces lipides peut être analysée par imagerie directe en utilisant 

différents colorants lipophiles, comme l’Oil Red O, des colorants lipophiles fluorescents (Nile Red, 

Bodipy, Lipid Green), ou encore des analogues de lipides fluorescents (BODIPY analogue AG ou 
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BODIPY analogue cholestérol, PED6). Ainsi, les lipides peuvent être analysés dans leur absorption, 

leur traitement et leur répartition dans les organes et tissus sur les larves de poisson-zèbre 

vivantes ou fixées (Asaoka et al., 2013; Carten et al., 2011). Ces avantages méthodologiques ont 

notamment été exploités pour évaluer les propriétés obésogènes des produits chimiques, grâce à 

une coloration au Nile Red de poissons juvéniles et la mise en évidence d’une augmentation 

d’adiposité (Green et al., 2018; Mentor et al., 2020; Wang et al., 2018). 

iii. Régulation transcriptionnelle (récepteurs nucléaires)  

Les récepteurs nucléaires sont très bien conservés entre les différentes espèces de vertébrés 

(Zhao et al., 2015). Ainsi le poisson-zèbre possède un ensemble de 73 gènes codant pour des 

récepteurs nucléaires, parmi lesquels les récepteurs nucléaires métaboliques précédemment 

décrits sont retrouvés (PPARαβγ, PXR, LXRα, FXRαβ, AhR), à l’exception du récepteur CAR et LXRβ. 
Ces gènes sont exprimés dès 24hpf au cours de l’organogénèse (Bertrand et al., 2007) et assurent 

les mêmes fonctions que leurs homologues humains (Schaaf, 2017).  

Les récepteurs PPARs largement étudiés chez le poisson-zèbre, assurent le même rôle de 

régulation du métabolisme énergétique et de différenciation adipocytaire (Den Broeder et al., 

2015). Notamment, l’activation de PPARγ stimule l’accumulation de GL et l’adipogénèse chez le 
poisson-zèbre (Tingaud-Sequeira et al., 2011). Il est à noter que lors de la duplication du génome 

chez les téléostéens, certains gènes codant pour les récepteurs nucléaires ont également été 

dupliqués chez le poisson-zèbre ; c’est le cas notamment pour PPARα (PPARαa/ PPARαb) et PPARβ 
(PPARβa/PPARβb). 

L’absence du récepteur CAR est probablement arrivé au moment de la duplication du génome, 

mais PXR est suspecté, chez le poisson, d’avoir les fonctions qui, chez les mammifères, sont 

effectuées à la fois par PXR et CAR.  

Il a été montré que l’activation du LXRα par des agonistes, entrainait des effets similaires chez le 

poisson-zèbre et chez les rongeurs en perturbant le métabolisme des lipides et en provoquant 

l’accumulation de lipides (Sukardi et al., 2012). Ces résultats ont notamment mis un frein au 

développement de médicaments exploitant les propriétés bénéfiques de l’activation de LXR dans 

la stéatose (Oosterveer et al., 2010).  

Le récepteur AhR, connu pour avoir une grande affinité pour certains polluants environnementaux 

(HAP, TCDD), régule la transcription des gènes des CYP450. Il existe 3 orthologues de ce gène chez 

le poisson-zèbre : ahr1a, ahr1b et ahr2. L’activation et la régulation de chacun d’eux diffèrent et 
expliquent des rôles différents de ces gènes dans la toxicité médiée par les xénobiotiques 

(Karchner et al., 2005). 

Enfin, il convient de noter que globalement, la réponse des récepteurs nucléaires aux PE est 

relativement proche entre l’Homme et le poisson-zèbre comme cela a été montré par l’équipe de 
P. Balaguer (Neale et al., 2020). 
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iv. Utilisation du modèle poisson-zèbre pour l’étude des maladies hépatiques 
humaines et l’hépatotoxicité 

Un nombre important de produits chimiques tels que les médicaments et les polluants de 

l’environnement, exercent leur toxicité en ciblant le foie et peuvent donc induire des pathologies 

hépatiques comme la stéatose, la cholestase ou l’hépatite. Ainsi, le modèle de poisson-zèbre et 

plus particulièrement le modèle embryonnaire et larvaire a été décrit comme pertinent pour 

évaluer les risques d’hépatotoxicité humaine, en comparaison à des modèles in vitro (HepaRG) ou 

des modèles in vivo mammifères (souris) (Driessen et al., 2015, 2014, 2013; Imran et al., 2018; 

Podechard et al., 2017; Poon et al., 2017). 

Lors d’une exposition à un hépatotoxique, des modifications de la morphologie du foie peuvent 

être évaluées visuellement (dégénérescence du foie, réduction de la taille du foie, retard de 

résorption du sac vitellin), sans nécessité de dissection grâce à la transparence de la larve (Hill et 

al., 2012) (Figure 30). Cette notion a été utilisée pour développer des tests phénotypiques à plus 

ou moins haut débit, évaluant l’hépatotoxicité de différents composés par imagerie et le calcul 

d’indice de malformation par informatique (Deal et al., 2016; He et al., 2012; Zhou et al., 2015). 

 
Figure 30 : Illustration des changements phénotypiques lors d’une exposition à des composés hépatotoxiques. 

a : larve de 120hpf présentant un foie sain et un sac vitellin résorbé; b : l’exposition à un toxique (tétracycline) 

entraine une dégénérescence du foie (tissu plus foncé témoignant d’une nécrose et inflammation), une 

hypotrophie hépatique et un défaut de résorption du sac vitellin (Images de microscopie observée par lumière 

transmise issues de He et al., 2012). 

D’autres tests ont été développés utilisant des larves de poisson-zèbre transgéniques fluorescents 

au niveau du foie. Ces modèles permettent de prédire rapidement et de manière fiable 

l’hépatotoxicité d’un composé par microscopie à fluorescence, en prenant en compte la 

diminution d’intensité de fluorescence et de taille du foie, qui témoignent de dommages 

hépatiques (Chen et al., 2018; Zhang et al., 2014; Zhang et al., 2017). Enfin, dans le domaine du 

développement des médicaments et de la médecine clinique, la toxicité hépatique est l’une des 
principales raisons de refus d’approbation des médicaments. Dans cette optique, le 

développement de ces tests d’hépatotoxicité, rapides, à haut-débit, sur poisson-zèbre, 

permettrait de prévenir la toxicité hépatique des médicaments mis sur le marché, ainsi que dans 

la biosurveillance des substances toxiques environnementales.  
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v. Modèles poisson-zèbre développés pour l’étude des NAFLD/TAFLD 

Le poisson-zèbre adulte ou embryonnaire/larvaire, est utilisé depuis plusieurs décennies pour 

modéliser des maladies humaines. La présence de tous les organes-clés nécessaires au 

métabolisme des lipides en font un outil idéal pour étudier l'obésité et les maladies métaboliques, 

telles que les NAFLD (Asaoka et al., 2013; Faillaci et al., 2018; Seth et al., 2013).  

De manière semblable à l’homme, le poisson-zèbre développe une NAFLD en réponse au jeûne 

(Cinaroglu et al., 2011), à une alimentation riche en graisse, en cholestérol ou en fructose (Asaoka 

et al., 2013; Sapp et al., 2014; Schlegel, 2012), ou suite à l’exposition à des molécules chimiques 

hépatotoxiques (Amali et al., 2006; Braunbeck et al., 1990). L’exposition aux polluants 

environnementaux, en particulier aux PE, a également été largement étudiée sur ce modèle pour 

identifier les mécanismes par lesquels ils sont capables d’induire la NAFLD.  

a.  Pathogénèse des NAFLD chez le poisson-zèbre 

Les mécanismes impliqués dans l’initiation de la stéatose comprennent l’absorption accrue d'AGL, 
une lipogenèse de novo excessive favorisée par l’hyperglycémie et la résistance à l’insuline, une 
diminution de la sécrétion hépatique des particules de VLDL et une altération de la β- oxydation 

mitochondriale des AG dans les hépatocytes (Schlegel, 2012; Schlegel and Gut, 2015). Il a 

également été mis en évidence des perturbations des facteurs de transcription C/EBP, SREBP-1c, 

tout comme l’altération du microbiote intestinal (Faillaci et al., 2018; Pham et al., 2008; Schlegel, 

2012). La NASH possède les mêmes caractéristiques histologiques chez le poisson-zèbre que chez 

l’homme et est caractérisée par la présence d’une stéatose associée au ballonnement des 
hépatocytes et la mort cellulaire, l'infiltration cellulaire inflammatoire ainsi que les corps de 

Mallory-Denk et la fibrose (Amali et al., 2006; Schlegel, 2012; Schlegel and Gut, 2015). De plus, les 

principales caractéristiques de la progression de la stéatose vers des stades NASH, tels que, un 

dysfonctionnement de la réponse UPR entrainant un stress du RE, la production élevée d’ERO et 
la synthèse de cytokines pro-inflammatoires comme le TNFα ont également pu être mis en 

évidence sur ce modèle (Tableau S1, S2, S3 fournis en Annexe). 

Plusieurs modèles de NAFLD ont été développés chez le poisson-zèbre et ont permis 

l’identification de gènes d’intérêt et de mécanismes impliqués dans la pathogénèse des NAFLD. 

Ces modèles peuvent être induits en manipulant les régimes alimentaires, ou par modification 

génétique (mutagénèse ou transgénèse). Enfin l’exposition à des polluants de l’environnement, et 
tout particulièrement aux PE a également été étudiée sur ce modèle pour leur induction de 

perturbations métaboliques (Asaoka et al., 2013; Katoch and Patial, 2021; Pham et al., 2017). 
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b. Modèles de NAFLD induits par l’alimentation 

Les poissons-zèbres sont des animaux polyphages et peuvent s’alimenter avec différents régimes 

imitant les habitudes alimentaires humaines, ce qui les rend parfaitement adaptés à l’étude de 
l’influence des composants alimentaires dans la survenue des NAFLD. Il est connu que la 

composition alimentaire de certains régimes peut avoir un impact significatif sur le 

développement de NAFLD (Willebrords et al., 2015). Ainsi différents modèles de poisson-zèbre 

ayant les caractéristiques des NAFLD ont été développés en modulant les régimes alimentaires et 

ont permis de mieux caractériser les voies métaboliques impliquées dans la progression 

pathologique (Les différents modèles de poisson-zèbre induits par l’alimentation sont présentés 

en détail dans le Tableau S1 fourni en Annexe).  

 

Par exemple, du fait que les besoins énergétiques du poisson soient de 30 calories/jour (Pannevis 

and Earle, 1994), le simple fait de suralimenter le poisson-zèbre avec une grande quantité 

d’alimentation standard (à base d’Artémia), entraine une consommation de calories 5 fois 

supérieure, déclenchant une obésité. Ce modèle induit par la suralimentation présente, en plus, 

une hypertriglycéridémie ainsi qu’une stéatose hépatique, associées à la dérégulation de gènes 

impliqués dans le métabolisme lipidique (tels que pparα/γ et lxrα) (Oka et al., 2010). De même, 

l’alimentation des larves de poisson-zèbre avec des régimes riches en fructose, en cholestérol ou 

encore en graisses, sont suffisants pour induire le développement d’une NAFLD (Dai et al., 2015; 

Landgraf et al., 2017; Ma et al., 2019; Sapp et al., 2014) . En plus d’induire l’accumulation de lipides 
hépatiques, le rôle du fructose et du cholestérol a également été confirmé dans la progression 

vers un stade NASH avec le déclenchement d’une inflammation, d’un stress oxydant (production 

d’ERO et peroxydation lipidique) et d’un stress du RE (Ferrari et al., 2018; Ma et al., 2019; Sapp et 

al., 2014). Dans les deux cas, i.e. suralimentation et régime HFD, certains gènes lipogéniques ont 

été montrés comme sous-exprimés (srebf1, srebf2, acaca, fasn, hmgcra), suggérant que ce type 

d’alimentation diminuait la formation de lipides endogènes (Katoch and Patial, 2021). Il est à noter 

que les différents types d’alimentation peuvent avoir des degrés d’action variable sur la stéatose, 
puisqu’il a notamment pu être montré que le degré et l’incidence de la stéatose étaient les plus 
élevés dans des cas de suralimentation/ de régimes hypercaloriques (Chen et al., 2018). De plus, 

le type d’AG utilisés dans les régimes HFD, sont des facteurs importants dans l’induction des 
dommages hépatiques, puisque les effets en fonction des AG saturés et des AG insaturés ne sont 

pas les mêmes dans l’induction de stéatose. Toutes ces études ont révélé que les modèles induits 

par l’alimentation présentaient des expressions géniques proches de la NAFLD humaine (Barrett 

et al., 2009). 

Ainsi les modèles de poisson-zèbre développant une NAFLD induite par l’alimentation ont été 
utilisés dans différentes études pour mieux comprendre les mécanismes sous-jacents (Ahmad et 

al., 2019; de Oliveira et al., 2019). En plus de faire progresser la recherche fondamentale et de 

mieux comprendre l’impact de nos habitudes alimentaires sur le développement des NAFLD, les 

modèles induits par l’alimentation peuvent également être utilisés pour identifier des aliments 
pouvant servir de médicaments naturels pour la prévention ou le traitement de la stéatose 

hépatique humaine. Certains ont notamment été utilisés pour montrer que la consommation de 

légumes (en particulier de tomate) était bénéfique contre la stéatose et abaissait les niveaux de 
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cholestérol et de TG plasmatiques (Tainaka et al., 2011). Les propriétés hépato-protectrices de 

certains composés naturels (comme la caféine, la taurine, la berbérine) ont également été 

étudiées sur ces modèles et ont montré une diminution de la stéatose induite par l’alimentation 
(Chen et al., 2020; Hammes et al., 2012; Zheng et al., 2015). D’autres modèles induits par 
l’alimentation ont été utilisés pour tester de médicaments anti-stéatose ou hypolipidémiant ou 

encore des probiotiques pouvant améliorer les NAFLD (Dai et al., 2015; Geng et al., 2022; Ma et 

al., 2019). 

c.  Modèles mutants/transgéniques  

De nombreux modèles génétiquement modifiés de poisson-zèbre ont été générés pour identifier 

les mécanismes contribuant au développement des NAFLD (Asaoka et al., 2013; Faillaci et al., 

2018; Pham et al., 2017). Parmi eux, on y trouve des poissons-zèbres mutants (dont des mutations 

ont été induite, de manière chimique ou par recombinaison, au sein d’un gène) ; ou encore des 

poissons-zèbres transgéniques (pour lesquels un transgène a été apporté, pour la surexpression, 

l’extinction ou le marquage fluorescent d’un gène). Pour la recherche, de nombreux poissons-

zèbres mutants ou transgéniques, présentant un phénotype NAFLD, existent et sont décrits en 

détail dans le Tableau S2 fourni en Annexe. Ces différents modèles se sont révélés utiles pour 

imiter la pathogenèse des NAFLD humaines et, ont permis en manipulant la fonction de gènes 

connus, de pouvoir caractériser les mécanismes moléculaires impliqués dans la pathogénèse.  

 

Le mutant du poisson-zèbre foie gras (foigr) a été le premier mutant présentant une stéatose 

hépatique, identifié suite à un dépistage génétique d’hépatomégalie à 5 jpf (Sadler et al., 2005). 

Le gène foigr, orthologue du complexe TRAPPC11 chez l’Homme, est impliqué dans le trafic 

vésiculaire entre le RE et l’appareil de Golgi. La perte de la fonction de TRAPPC11 a permis de 

mettre en évidence que le stress du RE en raison d’une sur-activation de la réponse UPR 

contribuait au développement de la stéatose, mais également à l’apoptose des hépatocytes 
(Cinaroglu et al., 2011; DeRossi et al., 2016; Howarth et al., 2014; Sadler et al., 2005; Vacaru et al., 

2014). De manière intéressante, la présence d’une mutation au niveau de TRAPPC11 a également 

été retrouvée chez les patients atteints de stéatose (Liang et al., 2015). De plus, les cellules 

humaines mutées pour TRAPPC11 présentent un défaut de glycosylation des protéines associé à 

une accumulation de lipides, au même titre que les hépatocytes du poisson-zèbre foigr. Ainsi, il 

est suggéré qu’un défaut de glycosylation des protéines peut être à l’origine de l’induction de la 
réponse UPR, conduisant à la stéatose hépatique chez les mutants TRAPPC11 (DeRossi et al., 

2016). Par la suite, d’autres mutants ont été identifiés, comme le mutant redmoon, qui porte une 

mutation pour le gène slc16a6a, et qui a permis de caractériser l’implication du transport 
hépatique de corps cétoniques dans la stéatose induite par le jeûne (Hugo et al., 2012). 

L’identification du mutant hi559 a permis de relier la synthèse de phosphatidylinositol, 

phospholipide indispensable pour le foie, et le stress du RE dans le développement de la NAFLD 

(Thakur et al., 2011). L’utilisation de poissons-zèbres mutants a également permis de mettre en 

évidence que des régulations épigénétiques (Matthews et al., 2009) ou du système 

endocannabinoïde (Liu et al., 2016), étaient impliqués dans le développement de la stéatose. 
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Les modèles transgéniques ont également éclairé les mécanismes sous-jacents impliqués dans 

l’initiation de la NAFLD (Tableau S2). Le modèle surexprimant le récepteur des cannabinoïdes 1 

(cb1r) développe une stéatose par la stimulation de l’expression de srebf1 (Pai et al., 2013). La 

plupart des modèles transgéniques décrits dans ce tableau impliquent une augmentation de 

l’activité transcriptionnelle de l’expression des gènes lipogéniques. C’est par exemple le cas du 

modèle transgénique surexprimant la protéine YY1, qui induit l’expression des principaux gènes 
lipogéniques, c/ebpα, pparγ et srebf1 (Her et al., 2013). Le modèle transgénique surexprimant la 

gankyrine a été le premier à démontrer l’induction d’une stéatose hépatique via une dérégulation 

des microARN hépatiques. Le rôle des cellules épithéliales sinusoïdales ainsi que l’activation des 

cellules étoilées hépatiques et le dépôt de matrice extracellulaire subséquente, ont également été 

suivies dans la NAFLD, grâce à des modèles transgéniques (Howarth et al., 2013; Yin et al., 2012). 

d.  Etude des PE dans l’induction des NAFLD 

De nombreux composés toxiques sont connus pour induire des dommages hépatotoxiques et ont 

été décrits pour induire des NAFLD sur le modèle de poisson-zèbre. C’est le cas de l’éthanol, de la 

thioacétamide, de la tunicamycine, des composés aromatiques polycycliques (HAP), ou encore de 

certains antibiotiques (Amali et al., 2006; Asaoka et al., 2013; Faillaci et al., 2018; Hammes et al., 

2012; Pham et al., 2017). Dernièrement, l’exposition aux polluants environnementaux et en 

particulier aux PE a été étudiée dans le modèle de poisson-zèbre, en raison de leur implication 

dans l’initiation et la progression des maladies métaboliques, comme l’obésité et les 
NAFLD/TAFLD. Il a notamment été démontré que l’homéostasie lipidique était affectée de la 
même manière par les PE chez le poisson-zèbre et chez l’Homme (Maradonna and Carnevali, 2018; 

Volkoff, 2019). Plusieurs PE, dont certains ont déjà été décrits comme obésogènes, ont été 

rapportés pour leur rôle dans les TAFLD sur le modèle de poisson-zèbre. C’est le cas par exemple 

des Bisphénols BPA et BPS, du phtalate DEHP, du métal Cadmium, de la tributyline, ou encore des 

composés perfluorés PFOA et PFOS. Des mélanges de PE ont également été étudiés chez le 

poisson-zèbre et ont montré des perturbations du métabolisme des lipides (Mentor et al., 2020). 

Ce modèle a également été utilisé pour évaluer les effets transgénérationnels d’exposition aux PE 
et identifier les fenêtres spécifiques de sensibilité au cours de la vie (Mentor et al., 2020; Sant et 

al., 2021a). 

De manière générale, les modes d’actions par lesquels ces molécules sont capables d’induire et 
d’entrainer la progression des TAFLD sur le modèle du poisson-zèbre sont cohérents avec ceux 

développés précédemment dans le Chapitre 2 (de la page 95-109). Ces molécules sont capables 

de perturber les processus métaboliques en interagissant avec les récepteurs nucléaires tels que 

PPAR, FXR, PXR, LXR (Maradonna and Carnevali, 2018). Ces PE sont également décrits dans la 

littérature pour avoir des effets sur l’adipogénèse, favorisant un contexte d’obésité ; la lipogénèse 

hépatique, l’oxydation des AG et le transport des lipides, initiant la stéatose hépatique ; ou encore 

le stress oxydant, le stress du RE, l’inflammation, la mort cellulaire ou encore la fibrose, favorisant 

la progression pathologique des NAFLD vers les stades avancés. Les différents mécanismes 

d’actions par lesquels ces molécules ont entrainé le développement des NAFLD sur le poisson-

zèbre ont été répertoriés dans le Tableau S3 fourni en Annexe. 
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Ainsi, le modèle embryonnaire de poisson-zèbre est devenu un outil majeur pour l’étude du 
développement des maladies humaines, en particulier des NAFLD, ainsi qu’un modèle alternatif 

prometteur en toxicologie et spécifiquement comme outil d’évaluation de la toxicité des polluants 
environnementaux et des PE. A cet égard, un test utilisant le modèle de poisson-zèbre a été 

développé permettant de cribler et d’identifier les molécules dont les PE capables d’induire 
l’obésité. Ce test obésogène (Zebrafish Obesogenic Test – ZOT) a pu mettre en évidence que la 

tributyline (TBT), un polluant des océans, était capable d’augmenter l’adiposité générale du 
poisson-zèbre juvénile (Lyssimachou et al., 2015; Zhang et al., 2016). L’utilisation de ce test 
permettra d’identifier d’autres molécules obésogènes environnementales, arrivant sur le marché. 
Le développement d’autres tests devraient permettent de cribler et d’identifier les nouvelles 
molécules pouvant avoir un impact sur le développement des maladies métaboliques, autres que 

l’obésité, comme les NAFLD. 
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PARTIE 2 : CADRE ET OBJECTIFS 

Ces dernières années, les NAFLD, dont la prévalence est en constante augmentation, sont 

devenues les pathologies hépatiques chroniques les plus fréquentes. Si le premier stade de la 

maladie, la stéatose hépatique, caractérisé par une accumulation excessive de lipides dans les 

hépatocytes (sous la forme de gouttelettes lipidiques), est bénin ; cet état sensibilise le foie en le 

rendant plus vulnérable aux agressions secondaires irréversibles. Ainsi, la stéatose peut progresser 

vers un stade pathologique et inflammatoire, appelé steatohépatite, qui prédispose à des stades 

avancés tels que la cirrhose ou le CHC. De nombreux facteurs sont connus pour participer à 

l’initiation et au développement des NAFLD ; parmis lesquels, l’exposition aux contaminants 

environnementaux a récemment été considérée comme nouveau facteur impliqué dans la 

pathogénèse. Parmi ces toxiques environnementaux, les perturbateurs endocriniens (PE) sont 

depuis de nombreuses décennies décrits pour leurs effets néfastes sur l’environnement et la santé 
humaine. Ils ont notamment été associés au développement de certains cancers, de troubles 

neurologiques et de troubles de la reproduction. Cependant, l’exposition aux PE est également 
décrite pour favoriser le développement des maladies métaboliques telles que l’obésité, le diabète 
ou encore les maladies hépatiques comme les NAFLD (Foulds et al., 2017; Heindel et al., 2017). Ils 

peuvent induire des effets délétères sur les fonctions hépatiques, même à faibles doses et en 

particulier lorsqu'ils se trouvent en mélange. Du fait de leur présence ubiquitaire dans notre 

environnement (alimentation, eau, revêtements, textiles, cosmétiques, pollution atmosphérique, 

etc.), ils sont particulièrement préoccupants.  

Conformément au cadre réglementaire mis en place au sein de l'Union européenne pour réduire 

l'utilisation de certains PE et protéger les consommateurs, de nouvelles méthodes plus efficaces 

permettant de prédire correctement les effets de PE sont nécessaires, et en particulier pour 

évaluer leurs effets sur les maladies métaboliques. Dans ce contexte, le projet européen Oberon 

a été initié pour fournir une batterie de tests standardisés permettant d’identifier et de 

caractériser les effets des PE sur les maladies métaboliques telles que l’obésité, le diabète et les 
NAFLD (Audouze et al., 2020). Cette approche multidisciplinaire combine des tests expérimentaux 

sur modèles in vitro (cellules 2D, 3D) et in vivo (poisson-zèbre) ; des technologies omiques à haut 

débit ; de l’épidémiologie et des études de biosurveillance humaine ; et des modèles 

informatiques avancés (in silico) (Figure 31). Après un processus de développement et de 

validation de ces différents tests, l’objectif d’Oberon est par la suite, de proposer ces tests à 

l’OCDE, dans le but de mieux prédire et caractériser les effets métaboliques de l’exposition aux 
PE. Ainsi l’étude de ces effets métaboliques, qui ne sont pas couverts par les tests actuels proposés 

par l’OCDE (www.oecd.org), permettraient aux autorités réglementaires de procéder à 

l’évaluation des risques et de prendre les décisions pertinentes quant à la réglementation des PE. 
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Figure 31: Projet Oberon. Etude intégrative visant à développer une batterie de tests pour l’étude des effets de 
PEs dans les maladies métaboliques, regroupant des études épidémiologiques et de biosurveillance humaine ; 

des modèles informatiques avancés (in silico) et des tests expérimentaux sur modèles in vitro et in vivo.  

La NAFLD est une pathologie complexe faisant intervenir non seulement le foie, mais également 

d’autres organes comme le tissu adipeux (adipogénèse), le pancréas (insulino-résistance), et 

l’intestin (dysbiose du microbiote intestinal), tous décrits pour avoir un impact sur le 

développement et la progression des NAFLD. De ce fait, l’utilisation d’un modèle in vivo, se révèle 

nécessaire pour prendre en compte tous les aspects de la pathogénèse des NAFLD et se 

rapprocher au plus près de la pathologie humaine. Dans ce contexte, la larve de poisson-zèbre 

qualifiée de modèle « alternatif », a été choisie pour les études in vivo au sein du projet OBEREON 

et en cohérence avec la règlementation REACH (3Rs). L’une des forces de ce modèle réside dans 

ses grandes similarités avec les mammifères au niveau génétique et de sa physiologie hépatique. 

Il possède également de nombreux avantages techniques, au niveau de sa taille, de sa vitesse de 

développement ex vivo, de la transparence de son corps, qui le rendent compatible avec des 

techniques d’imageries haut débit. Ce modèle larvaire a précédemment été validé par notre 

équipe comme un modèle fiable pour déterminer les mécanismes hépatotoxiques en réponse à 

une exposition chimique (Podechard et al., 2017), et également pour l’étude des mécanismes de 

progression de la stéatose hépatique vers la steatohépatite (Bucher et al., 2018b). De ce fait, pour 

mes travaux de thèse, l’utilisation de ce modèle de la larve de poisson-zèbre, s’est révélé cohérent 
pour l’étude des NAFLD dans un contexte d’exposition aux PE. 

Dans ce cadre, cette thèse7 a été initiée et avait pour objectifs de développer des tests 

biologiques sur modèle in vivo (la larve de poisson-zèbre) permettant d’évaluer la capacité des 
PE à induire l’initiation des NAFLD (1er test), ainsi que leur progression vers le stade pathologique 

de la NASH (2nd test). Le dernier objectif était de valider au sein de notre laboratoire, un test 

obésogène, préalablement développé par nos partenaires du projet et visant à évaluer la 

capacité des PE à induire l’augmentation d’adiposité de poissons-zèbres à lâge juvénile. 

                                                           
7 Cette thèse a été réalisée à l’IRSET INSERM U1085 de Rennes et a été financée par le programme de l'UE pour 
l'action en matière de recherche et d'innovation (RIA), Horizon 2020 (Projet Oberon, convention de subvention 

n° 825712) et par la région Bretagne (ARED) 
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Pour la mise en place de batteries de tests envisagées dans le projet Oberon, un ensemble de 10 

PE a été sélectionné, par le consortium, en raison de leur pertinence en termes d’exposition 

humaine et de leurs effets sur les maladies métaboliques. Ce panel de PE regroupe le bisphénol 

BPA et ses substituts BPS et BPF ; les phtalates DEHP et DBP ; les composés perfluorés PFOA et 

PFOS ; le DDE, principal métabolite de l’insecticide DTT ; le métal lourd Cadmium ; et enfin le 

conservateur butyl-parabène (Les caractéristiques des 10 PE utilisés dans le projet Oberon sont 

répertoriées dans le Tableau S4 fourni en Annexe). 

La première étape de ce projet a donc été de mettre en place un test biologique sur la larve de 

poisson-zèbre, permettant d’évaluer la capacité des PE à induire l’initiation de la stéatose 
hépatique. Basé sur une technique d’imagerie par fluorescence permettant de quantifier 
l’accumulation de lipides hépatiques, ce test conclut quant à la capacité d’une molécule à induire 
la stéatose à travers le calcul d’un score de stéatose. Ce test, intitulé « Steatosis Assay On 

Zebrafish » (StAZ), a été développé et utilisé pour le criblage des 10 PE du projet afin de déterminer 

leur potentiel stéatogène. Les mécanismes impliqués dans l’initiation de la stéatose ont ensuite 

été analysés avec un intérêt particulier pour les perturbations du métabolisme des lipides. Nous 

nous sommes également intéressés à l’étude du remodelage membranaire dont l’implication dans 

l’hépatotoxicité et la pathogénèse des NAFLD a été démontré par de précédents travaux de notre 

équipe (Podechard et al., 2017 ; Imran and al., 2018). Cette étude a fait l’objet d’une publication, 

actuellement en révision, dans l’édition spéciale « Metabolism Disrupting Chemicals: Screening, 

Testing and Molecular Pathway Identification » du journal « International Journal of Molecular 

Sciences » ; celle-ci s’intitule : « A new in-vivo zebrafish bioassay evaluating liver steatosis 

identifies DDE as a steatogenic endocrine disruptor, partly through SCD1 regulation » (Le Mentec 

et al., 2022). 

Par la suite, l’objectif a été de développer un second test, permettant d’évaluer, cette fois, la 

capacité des PE à induire la transition pathologique de la stéatose vers la steatohépatite, sur ce 

même modèle de larve de poisson-zèbre, mais présentant au préalable une stéatose induite par 

un régime riche en graisse. Dans ce contexte, afin de mettre en évidence la progression 

pathologique de la stéatose hépatique, la mort cellulaire, le stress oxydant et l’inflammation, ont 

été évalués, comme critères caractéristiques de la NASH. Ces caractéristiques ont pu être étudiées 

par des techniques d’imageries par fluorescence, mais également par histologie ou par l’étude de 
l’expression des gènes. 

Enfin, la validation inter-laboratoire du test obésogène « Zebrafish Obesogenic Test », développé 

par nos collaborateurs du projet, a été entrepris. Cette étape est nécessaire au processus de 

validation des tests standardisés et réglementés. 
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I. Développement du « Steatosis Assay on Zebrafish » et étude mécanistique des effets 

pro-stéatogènes du DDE   

 

i. Article  

Un nouveau test biologique in-vivo sur le poisson-zèbre évaluant la stéatose hépatique identifie 

le DDE comme un perturbateur endocrinien stéatogène, en partie via la régulation de SCD1 

Hélène Le Mentec, Emmanuelle Monnier, Antoine Legrand, Céline Monvoisin, Dominique Lagadic-

Gossmann, Normand Podechard 

Les NAFLD sont les pathologies hépatiques chroniques les plus fréquentes, touchant environ 25% 

de la population mondiale. Le premier stade de la maladie, la stéatose hépatique, est caractérisé 

par une accumulation excessive de lipides stockés au sein de gouttelettes lipidiques dans les 

hépatocytes. Si cet état est réversible et bénin, il sensibilise cependant le foie aux agressions 

secondaires et prédispose à la progression vers des stades pathologiques avancés (steatohépatite, 

cirrhose, fibrose, cancer). De nombreux facteurs ont été décrits pour participer au développement 

des NAFLD (alimentation, prédispositions génétiques, dysfonctions métaboliques), mais 

dernièrement, l’exposition aux contaminants environnementaux et plus particulièrement aux PE, 

a été considérée comme un nouveau facteur important jouant un rôle dans la pathogénèse des 

NAFLD. Du fait de leur présence ubiquitaire dans notre environnement (plastiques, revêtements, 

pesticides, cosmétiques, etc.), et de leurs effets sur la santé humaine, ces PE sont particulièrement 

préoccupants.  

Conformément au cadre réglementaire européen pour réduire l'utilisation de certains PE et 

protéger les consommateurs, de nouvelles méthodes permettant de mieux prédire les effets de 

PE sont nécessaires. Dans ce contexte, nous avons cherché à mettre en place un test biologique 

sur modèle in vivo permettant d’évaluer la capacité des PE à induire l’initiation des NAFLD.  

Ainsi, nous avons développé un test, intitulé « Steatosis Assay On Zebrafish » (StAZ), qui permet 

d’identifier les molécules capables d’induire une stéatose. Ce test utilise le modèle alternatif de la 

larve de poisson-zèbre (avant 5 jours post-fertilisation, jpf, hors réglementation), qui présente de 

nombreux avantages techniques (taille, vitesse de développement, transparence), le rendant 

compatible avec le souhait de développer un test d’imagerie haut-débit. Brièvement, le test StAZ 

consiste à exposer des larves de poisson-zèbre à différentes molécules à partir de 3 jpf pendant 

48h. Par la suite, le colorant Nile Red est utilisé pour marquer les lipides neutres hépatiques avant 

acquisition par microscopie confocale d’images de différentes zones du foie pour chaque larve. La 

stéatose est ensuite évaluée grâce à un score de stéatose, calculé par le biais d’analyses 

automatisées que nous avons développées. Celle-ci sont basées sur la quantification de l’intensité 
de fluorescence du Nile Red et du nombre et de la surface occupée par les GL. Ce test a été 

développé dans un premier temps sur une souche sauvage de poisson-zèbre puis adapté et 

optimisé sur une souche transgénique possédant un foie fluorescent bleu (AB-tg(Fab10 :CFP ;cry 

:mRFP). En effet, pour ce modèle, la quantification des lipides marqués en vert dans le foie 

fluorescent bleu a permis d’accroître l’automatisation de notre méthode d’analyse du score de 
stéatose, avec pour objectif la standardisation du test StAZ.  
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Après la mise au point technique du test StAZ, nous avons criblé un ensemble de 10 PE pour leur 

potentiel stéatogène. Cet ensemble de PE, sélectionné en raison de leur pertinence par rapport à 

l’exposition humaine et leurs effets sur les maladies métaboliques, regroupent : le bisphénol BPA 

et ses substituts BPS et BPF ; les phtalates DEHP et DBP ; les composés perfluorés PFOA et PFOS ; 

le DDE, principal métabolite de l’insecticide DTT ; le métal Cadmium ; et enfin le conservateur 

butyl-parabène. Ainsi, après exposition des larves de poisson-zèbre à des concentrations non 

toxiques de chaque PE allant de 1 nM à 10µM, le test StAZ a permis d’identifier le DDE comme 

molécule capable d’induire significativement une augmentation du score de stéatose, témoignant 

ainsi de son potentiel stéatogène.  

Afin d’explorer les mécanismes impliqués dans l’initation de la stéatose induite par le DDE, notre 

première approche a été l’étude de l’expression de gènes impliqués dans :  

- le métabolisme des lipides et la stéatose (LDN ; import, stockage, dégradation et export 

des AG ; métabolisme du cholestérol et des sphingolipides) 

- La régulation des précédents gènes (récepteurs nucléaires) 

- la progression vers la NASH (inflammation, stress oxydant et mort cellulaire) 

- les fonctions mitochondriales en lien avec les NAFLD 

Ainsi les principales perturbations observées nous ont orientés vers un rôle important de la 

désaturase Scd1, dont l’expression est induite par le DDE, et qui peut expliquer une augmentation 

de la lipogenèse initiatrice de la stéatose.  

Des perturbations de l’expression de gènes liés à la mitochondrie ont aussi été observées. Nous 
avons donc conduit une étude de l’activité mitochondriale grâce à la technologie Seahorse qui 

permet d’évaluer les niveaux d’activité de la phosphorylation oxydative. N’ayant pas observé de 
changements significatifs, nous avons pu exclure un rôle majeur des dysfonctions mitochondriales 

dans notre modèle. 

Par ailleurs, la dérégulation de scd1 mais aussi des gènes impliqués dans le métabolisme des 

sphingolipides et du cholestérol, constituants majeurs des membranes plasmiques, nous ont 

amenés à étudier le remodelage membranaire. En effet, ce mécanisme a précédemment été décrit 

par notre équipe comme étant responsable d’une toxicité hépatique pouvant être impliqué dans 

la pathogénèse des NAFLD. Pour cela, le remodelage membranaire a été évalué par l’analyse de 
marquage avec la sonde fluorescente di-4-ANEPPDHQ. Cela nous a permis de conclure que le DDE 

était capable d’induire une diminution de l’ordre membranaire et donc une fluidification des 
membranes au niveau du foie. 

Enfin, le rôle de la désaturase Scd1 a été évalué à la fois dans l’induction de la stéatose et dans le 

remodelage membranaire induits par le DDE. En utilisant un inhibiteur de l’activité Scd1, A939575, 

une diminution du score de stéatose et de la fluidification des membranes hépatiques a été mise 

en évidence démontrant ainsi que : 

 scd1 est impliqué dans l’induction de la stéatose par le DDE 

 l’induction de scd1 participe au remodelage membranaire induit par le DDE et plus 

exactement dans la fluidification des membranes
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Article 1 

A new in-vivo zebrafish bioassay evaluating liver steatosis 2 

identifies DDE as a steatogenic endocrine disruptor, partly 3 

through SCD1 regulation 4 

Hélène Le Mentec1, Emmanuelle Monniez1, Antoine Legrand1, Céline Monvoisin2, Dominique Lagadic- 5 
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Abstract: Non-alcoholic fatty liver disease (NAFLD), which starts with liver steatosis, is a growing 13 

worldwide epidemic, responsible for chronic liver diseases. Among its risk factors, exposure to 14 

environmental contaminants, such as endocrine disrupting compounds (EDC), has been recently 15 

emphasized. Given this important public health concern, regulation agencies need novel simple and 16 

fast biological tests to evaluate chemical risks. In this context, we developed a new in vivo bio-assay 17 

called StAZ (Steatogenic Assay on Zebrafish) using an alternative model to animal experimentation, 18 

the zebrafish larva, to screen EDCs for their steatogenic properties. Taking advantage of the 19 

transparency of zebrafish larvae, we established a method based on fluorescent staining with Nile 20 

Red to estimate liver lipid content. Following testing of known steatogenic molecules, 10 EDCs 21 

suspected to induce metabolic disorders were screened and DDE, the main metabolite of the 22 

insecticide DDT, was identified as a potent inducer of steatosis. To confirm this and optimize the 23 

assay, we used it in a transgenic zebrafish line expressing a blue fluorescent liver protein reporter. 24 

To get insight into DDE’s effect, the expression of several genes related to steatosis was analyzed; 25 

an up-regulation of scd1 expression, probably relying on PXR activation, was found, partly 26 

responsible for both membrane remodeling and steatosis. 27 

Keywords: Zebrafish larvae; bioassay; endocrine disruptor compounds; NAFLD; liver steatosis; 28 

DDE. 29 

 30 

1. Introduction 31 

Non-alcoholic fatty liver disease (NAFLD) is a growing worldwide epidemic, 32 

responsible for an increasing number of chronic liver diseases and consecutive mortality 33 

[1]. The global prevalence of NAFLD is around 25% of the general population worldwide 34 

and could rise to 60-90% in some subpopulations, particularly those exhibiting metabolic 35 

diseases such as type 2 Diabetes mellitus (T2DM) and obesity [1]. NAFLD covers a large 36 

panel of liver diseases, starting with liver steatosis characterized by an excessive 37 

accumulation within hepatocytes of fatty acids (mainly as triglycerides) inside lipid 38 

droplets. Although steatosis is considered as a begnin liver disease, this stage sensitizes 39 

the liver to subsequent harmful aggressions; thus in 20% of cases, steatosis progresses to 40 

an inflammatory pathological state called non-alcoholic steatohepatitis (NASH), thereby 41 

predisposing toward more severe and irreversible complications such as cirrhosis and/or 42 

hepatocellular carcinoma [2–4]. However, the factors inducing the pathological 43 

development and progression and the underlying molecular mechanisms are not yet fully 44 
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understood and remain to be further elucidated in order to better prevent the deleterious 45 

effects of the advanced stages of NAFLD.  46 

 47 

Genetic predisposition, dietary habits and metabolic disorders like obesity and 48 

T2DM are the main risk factors of NAFLD. More recently, it has been acknowledged that 49 

exposure to environmental factors may also promote NAFLD [5], thus leading to the 50 

concepts of TAFLD and TASH (Toxicant-Associated Fatty Liver Diseases and Toxicant- 51 

Associated Steatohepatitis)[6–8]. Among environmental factors, endocrine disrupting 52 

compounds (EDCs), also called metabolism disrupting chemicals (MDCs), have been 53 

described for their ability to disrupt metabolic functions involved in the development of 54 

hepatic steatosis and the progression to steatohepatitis [9–13].  55 

EDCs encompass a heterogeneous group of chemicals (plastics, plasticizers, 56 

pesticides, industrial solvents, heavy metals…) that have been mass produced throughout 57 

the past four decades, driven by their widespread use. Direct measurements of EDC levels 58 

in human blood and urine showed ubiquitous exposure to EDCs, through diet, lifestyle, 59 

air contamination [14]. EDCs can interfere with any aspect of the endocrine system, 60 

including hormone production, release, transport, metabolism, receptor binding and/or 61 

activation. Notably, several EDCs can interact with nuclear receptors such as PPAR, CAR, 62 

PXR, LXR, or AhR, thus altering lipid metabolism and inducing the initiation or 63 

progression of TAFLD [10,15]. Among them, perfluorinated compounds, PCBs, 64 

phthalates (dibutyl phthalate [DBP], di(2)ethylhexyl)phthalate [DEHP]), dioxins (e.g. 65 

TCDD), BPA or also DDE (dichlorodiphenyldichloroethylene), the main metabolite of the 66 

insecticide DDT, have been associated with the development of steatosis in liver [9,16–18]. 67 

Although regulatory measures have been taken by EU to restrict the use of certain EDCs 68 

(like BPA and DDE), some of them have been replaced by substitutes whose safety has 69 

not been demonstrated (e.g. bisphenol S (BPS) and bisphenol F (BPF) as substitutes to 70 

BPA). In addition, due to the large number of new chemicals and to the lack of readily 71 

accessible and validated assays, it is still difficult to fully establish their potential health 72 

impacts notably regarding the liver [19]. Therefore, there is a need to develop toxicological 73 

bioassays/screening methods to identify potential EDCs disturbing liver lipid metabolism, 74 

thus affording support to risk assessment of EDCs in relation to TAFLD. 75 

In this context, the in vivo zebrafish larva model offers numerous advantages : 76 

complexity and variety of cell and organ interactions compared to in vitro models [20–23]; 77 

small size, transparency, rapid development (the liver is functional 3 days post- 78 

fertilization, dpf [22]); liver similarities to human with regard to functions and sensitivity 79 

towards xenobiotics (metabolism, toxicity, cellular & molecular responses) [21,24–29]; 80 

endocrine system similarities to human (nuclear/metabolic receptors mediating EDC 81 

effects and endocrine disruption) [30]. Concerning NAFLD and TAFLD, it has been shown 82 

that zebrafish can, in response to environmental triggers, develop hepatic steatosis [26,31– 83 

34] or transition from steatosis to steatohepatitis [35,36]. Moreover in recent years, the 84 

zebrafish model at the embryonic and larval stages has become one of the most popular 85 

vertebrate models used for high-throughput drug screening and for studying lipid 86 

metabolism disorders and related diseases including NAFLD [34,37–39], notably in 87 

relation with EDCs (e.g. tributyltin [40,41]; perfluorooctane sulfonate [33]). Furthermore, 88 

according to the current European Union Animal Welfare Regulation (EU 2010), zebrafish 89 

younger than 5 days post-fertilization is not regulated by animal welfare legislation [42], 90 

and thus considered as an alternative model to animal experimentation. Based on all those 91 

properties, the zebrafish larva model is therefore an easily accessible, alternative 92 

experimental model for the in vivo screening of EDCs for their potential involvement in 93 

the development of liver steatosis and its transition to steatohepatitis. 94 

In the present study, we developed an in vivo assay based on the quantification of 95 

lipid accumulation by fluorescent image analysis (Steatosis Assay on Zebrafish, StAZ) that 96 

highlights the induction of steatosis by EDCs. Using this bioassay, we investigated the 97 

effects of a panel of 10 selected endocrine disruptors on the induction of NAFLD. This 98 
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panel of ten EDCs (Table 1) was established based on their relevance to human exposure, 99 

potential toxicity and metabolism disrupting properties (including obesity, diabetes and 100 

NAFLD). Most of them are of regulatory interest in Europe (e.g., BPA, DEHP), and some 101 

are well-known EDCs (e.g., heavy metals, DDE] while several substitutes were also 102 

selected due to the lack of knowledge on their health effects (e.g., BPS and BPF). The main 103 

result of our EDC screening demonstrated that DDE is able to induce steatosis. This result 104 

was confirmed using an optimized StAZ test based on the use of a transgenic zebrafish 105 

model expressing a blue fluorescent protein in liver. 106 

In an attempt to decipher the mechanisms involved in the initiation of steatosis 107 

caused by DDE, the mRNA expression of lipid metabolism-related genes was assessed. 108 

Our results suggest an increase of de novo lipogenesis as the main pathway of DDE- 109 

induced steatosis, notably linked to an increase of stearyl-CoA-desaturase 1 (scd1) 110 

expression that was found to be partly responsible for both membrane remodeling and 111 

liver steatosis. 112 

Table 1. List of the EDCs studied in the project and urinary or serum levels detected in the cohort 113 
study ESTEBAN 114 

Category 

(Main sources) 

Chemical Name 

Exposure levels in 

Human [43] 

Metabolic disruption 

Aromatic compounds, 

plasticizers 

(Food containers, sales 

receipt, toys) 

 

Bisphenol A 

(BPA) 

0.01-0.45 µM (urine) 

Bisphenol F 

(BPF) 

0.001-0.17 µM (urine) 

Bisphenol S 

(BPS) 

0.001-1.3 µM (urine) 

 

Obesity:  Increase food intake, body weight and adiposity in vivo [44]; stimulate 

adipocyte differentiation, lipogenesis; decrease adipocyte insulin sensitivity; 

activate the cannabinoid system, increase lipogenic gene expression (PPARγ, 

C/EBPα, LPL, SREBP-1c, FAS, SCD1) in vitro 

Diabetes: Increase glucose intolerance and insulin resistance; disrupt pancreatic β 

cells’ function via mitochondrial disruption and an increase of ROS production 

[45] 

NAFLD: Increase of liver lipid synthesis and accumulation [46,47]; interact with 

metabolic receptors (PPARγ) [47–49] and lipogenic gene targets (SREBP-1c, FASN, 

CD36) [18,47–50]; induce mitochondrial dysfunction [49,51,52] and oxidative 

stress [51,53–55]; induce hepatic inflammation and endoplasmic reticulum stress 

promoting the progression to NASH [48] 

Organic compounds, 

plasticizers 

(Food containers, 

kitchen ustensils, toys, 

cosmetics, perfumes, 

medical tubing, 

adhesives, paints) 

Di(2-ethylhexyl) 

phthalate 

(DEHP) 

45-69 nM (urine) 

Dibutyl phthalate 

(DBP) 

62-71 nM (urine) 

Obesity: Increase food intake, body weight and visceral white adipose tissue in 

vivo; promote adipocyte proliferation; increase insulin resistance and glucose 

intolerance in vitro [56] 

Diabetes: Decrease β-cells’ insulin signalling; induce oxidative stress [57] 

NAFLD: Disrupt liver lipid metabolism through PPARs and/or SREBP1c 

signalling pathway [58], leading to hyperlipidaemia; induce oxidative stress and 

inflammation [59–62] 
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 115 

2. Results 116 

2.1. Development and validation of the Steatogenic Assay on Zebrafish and Screening of EDCs for 117 

their capacity to induce steatosis 118 

To address the need by regulatory instances of fast and reproducible tests to evaluate 119 

chemicals, we developed a test using zebrafish larvae with the aim to screen the potential 120 

of EDCs (or other chemicals) to induce steatosis. This bio-assay, that we called Steatogenic 121 

Assay on Zebrafish (StAZ), is based on the fluorescence imaging of liver lipid droplets 122 

after Nile red staining following exposure of zebrafish larvae between 3 to 5 dpf (see 123 

Figure 1 for the flowchart of the assay). 124 

To demonstrate the sensitivity of the StAZ to detect steatosis induction, reference 125 

molecules known to induce hepatic lipid accumulation such as ethanol, valproate, 126 

amiodarone, and TCDD [24,88–90] were first tested; we also evaluated the impact of a 127 

high fat diet, already known to induce steatosis in zebrafish larvae at 5 dpf after one day 128 

of feeding [35]. Following these treatments, liver lipid accumulation was investigated 129 

using Nile Red (NR) staining. As previously described, NR is a selective fluorescent 130 

Fluorinated tensoactives 

(Stain resistant coating 

in clothing, kitchen 

ustensils, home 

furnishings, food 

packaging, paint) 

Perfluorooctanoic 

acid 

(PFOA) 

3.7-5.0 nM (urine) 

Perfluorooctanesu

lfonic acid 

(PFOS) 

4,4-8.1 nM (urine) 

Obesity: Induce adipocyte differentiation through PPARγ activation; increase 

expression of adipogenic genes in vitro and in vivo 

Diabetes: Increase insulin resistance and glucose intolerance [63] 

NAFLD: Increase triglyceride (TG) levels and hepatic lipid droplet accumulation 

[64]; alter lipid metabolism; activate PPARα signalling [65–67]; decrease β-

oxidation and lipid transport (PFOS) [68–71] and mitochondrial dysfunction 

(PFOA) [72]; induce inflammation [73] 

Insecticide 

(Decomposition product 

of DDT, insecticides and 

repellents (anti-

mosquito), food) 

Dichloro 

diphenyl-dichloro 

ethylene 

(DDE) 

0.32-0.57 nM (serum) 

Obesity: Increases body weight and fat mass, reduces energy expenditure and 

thermogenesis in vivo; increases adipocyte differentiation and proliferation; up-

regulates adipogenesis mediators (C/EBPα, SREBP1, PPARγ); increases fatty acid 

uptake and adipokine release (adiponectin, leptin, resistin) in vitro [74,75]  

NAFLD: Increases liver lipids level [74] and alters their metabolism [76]; induces 

liver mitochondrial dysfunction [77–79] and oxidative stress in vivo [80]. 

Heavy metal 

(by-products of waste 

treatment, food industry, 

fertilizers, electrical 

equipments, pigments 

for paints) 

Cadmium 

(CdCl2) 

2.5-13.6 nM (urine) 

Obesity: Increases adiposity [81]  

Diabetes: Impairs glucose metabolism leading to insulin resistance, ROS 

production, mitochondrial dysfunction and apoptosis of β-cells [82]. 

NAFLD: Increases lipid accumulation through hepatic lipogenesis [81,83]; 

promotes oxidative stress [83,84]; causes mitochondrial dysfunction [84]; 

decreases β-oxidation [85]; dysregulates autophagy [84,86]; increases 

inflammation [81,83]  

Anti-microbial 

conservator 

(Preservatives in foods, 

personal care products 

and cosmetics) 

Butyl-paraben 

(BtP) 

2.6 nM (urine) 

Obesity: Promotes adipogenesis in vitro, increases body weight and adipocyte size 

in vivo [87]  
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lipophilic dye that exhibits green fluorescence (λex 488 nm; λem 530 nm) when bound to 131 

neutral lipids, which enables intracellular lipid droplet detection and quantification of 132 

hepatic lipids by high resolution confocal microscopy imaging [91–93]. To normalize the 133 

measurement of NR green-fluorescence intensity, specific of lipid, we used the blue (λex 134 

405 nm; λem 488 nm) auto-fluorescence signal. A steatosis score was calculated for each 135 

molecule as described in Material and Methods. 136 

 137 

Figure 1: Experimental design of the StAZ bioassay (a) Steatogenic Assay on Zebrafish (StAZ) 138 
protocol. Zebrafish larvae at 3 days post-fertilization (dpf) were exposed to the selected compounds 139 
at non-toxic concentrations, to the positive control (HFD) or to vehicle alone (DMSO 0.1%), during 140 
48h. Following exposure, larvae were euthanized, fixed and hepatic lipid accumulation was 141 
measured using Nile Red staining and fluorescence signal quantification. (b) Fluorescent signal 142 
quantification workflow. After image acquisition of stained zebrafish larvae with confocal 143 
fluorescence microscopy, two types of images were obtained: a first one with a green signal - 144 
characteristic of neutral lipid fluorescence – and a second one with a blue signal for normalization 145 
– insensitive to neutral lipids- (image A and B, respectively). Using Fiji imaging processing software 146 
and home-made macros, three parameters were calculated: (1) the ratio of fluorescence intensity of 147 
image A to image B per liver area (F green/ F blue), (2) the amount of lipid droplets per liver area, 148 
and (3) the surface occupied by lipid droplets per liver area. Based on these three parameters, a 149 
steatosis score was calculated. Each parameter was pondered by a specific coefficient determined 150 
empirically. 151 

Among the reference treatments tested, only the HFD-fed larvae showed a 152 

significant increase in the steatosis score calculated by our test (Figure 2), indicative of 153 

lipid accumulation in the liver. For ethanol exposed larvae, despite the large induction of 154 

the steatosis score, this was not significant. However, this therefore was in line with 155 

steatosis initiation following HFD-feeding or ethanol consumption, as previously 156 

reported in literature [35,88,94,95]. The other steatogenic molecules failed to induce a 157 

significant steatosis with the StAZ, but they showed a trend towards an increase, notably 158 

for amiodarone and valproate. These results will be discussed below, and could indicate 159 

a low sensitivity of the StAZ test. 160 

 161 
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 162 
Figure 2: Screening of the steatogenic molecules with the StAZ bio-assay. Zebrafish larvae at 3 dpf 163 
were exposed to selected steatogenic controls: high fat diet (HFD), Ethanol 1% v/v (EtOH 1%), 164 
Amiodarone (1 µM), Valproate (10 / 60 µM) or TCDD (1 / 3 nM). Following exposure, larvae were 165 
euthanized, fixed and steatosis score (cf. Figure 1b) was calculated based on Nile Red staining and 166 
image-based automated analysis after confocal microscopy acquisition. Values are mean +/- SEM, 167 
with the number of batches and larvae indicated in the table underneath the graph. *** P < 0.001, by 168 
comparison with control group using Kruskal-Wallis test. 169 

 170 

Subsequently, the StAZ bio-assay was used to screen 10 EDCs belonging to different 171 

classes or families of chemicals and chosen for their relevance to human exposure and 172 

potential toxicity (Table 1). 173 

We first investigated the toxicity of these EDCs on mortality and larvae morphology 174 

to determine non-toxic concentrations of each molecule (Table 2 in Materials and 175 

Methods). We then exposed zebrafish larvae to these concentrations ranging from 1 nM 176 

(relevant to human exposures or doses found in the environment) to 10 µM (considered a 177 

high dose). Screening of these EDCs with the StAZ identified DDE as able to significantly 178 

increase the steatosis score at the highest doses of 1 and 10 µM, in a dose-dependent 179 

manner. Regarding the other EDCs, even if a trend for paraben, bisphenols and phthalates 180 

was found, there was no significant change of the steatosis score (Figure 3). 181 
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 182 
 183 

Figure 3: Screening of endocrine disruptors with the Steatogenic Assay on Zebrafish. Zebrafish 184 
larvae at 3 days post-fertilization were exposed to the selected compounds at non-toxic 185 
concentrations: DDE (A), Perfluorinated compounds (B), Cadmium (C), Butyl-Paraben (D), 186 
Bisphenols (E), phthalates (F) or to vehicle alone, during 48h. Following exposure, larvae were 187 
euthanized, fixed and steatosis scores (based on lipid fluorescence intensity, lipid droplet density 188 
and area in the liver) were calculated based on Nile Red staining and image-based automated 189 
analysis after confocal microscopy acquisition. Values are mean +/- SEM; with the number of batches 190 
and larvae indicated in the table underneath the graph. * P < 0.05, ***< 0.001 by comparison with 191 
control group using Kruskal-Wallis test. 192 
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2.2. Optimization and validation of the StAZ bio-assay using a blue fluorescent liver transgenic 193 

zebrafish model 194 

In order to optimize the StAZ and to confirm the steatogenic effect of DDE, we used 195 

a transgenic line of zebrafish (AB-Tg(Fabp10 :CFP ;cry :mRFP). In this zebrafish line, the 196 

gene of the blue fluorescent protein CFP (cyan fluorescent protein) is under the control of 197 

the liver specific promoter of fabp10 (fatty acid binding protein 10, alias liver fabp); thus, 198 

these fishes have a blue fluorescent liver. This model, in addition to the ease of detection 199 

of the liver on fluorescent confocal images, also generates a better signal to normalize the 200 

liver Nile red fluorescence (the fluorescence intensity is stronger than the 201 

autofluorescence used in wild-type animals and the signal is limited to the liver).  202 

 203 

 204 
 205 

Figure 4: Screening of the steatogenic molecules and validation of the steatogenic effect with the 206 
StAZ using the transgenic zebrafish model. Zebrafish transgenic larvae at 3 days post-fertilization 207 
were exposed to positive control steatogenic conditions (HFD, Ethanol, Amiodarone, Valproate, 208 
TCDD) (a), to DDE at concentrations ranging from 0.001 to 10 µM (b), or to vehicle alone (a,b), 209 
during 48h. Following exposure, larvae were euthanized, fixed and steatosis scores (based on lipid 210 
fluorescence intensity, lipid droplet density and area in the liver) were calculated based on Nile Red 211 
(NR) staining and image-based automated analysis after confocal microscopy acquisition. Values 212 
are mean +/- SEM, with the number of batches and larvae indicated in the table underneath the 213 
graph. *P<0.05, **P<0.01, ***P < 0.001, by comparison with control group using Kruskal-Wallis test. 214 
(C): Confocal microscopy images obtained after DDE (1 /10 µM) or vehicle control exposure and 215 
Nile red staining showing lipid droplets stained in green. The liver is delimited by the dotted lines. 216 
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Using this model, 48h-treatments with HFD or TCDD (1 nM) were found to induce a 217 

significant increase in the steatosis score in contrast to ethanol (Figure 4a). Moreover, we 218 

validated the effect of the highest doses of DDE, and observed a significant induction of 219 

steatosis both by the increase of steatosis score (Figure 4b) and by the increase of hepatic 220 

lipid droplets amount observed by microscopy (Figure 4c). Furthermore, the use of this 221 

transgenic zebrafish line appeared to increase the sensitivity of the assay as the scores 222 

obtained for DDE were higher. 223 

2.3. The steatogenic effect of DDE involves perturbation of lipid metabolism 224 

In order to determine how DDE induced excessive hepatic lipid accumulation, we 225 

performed a large scale RT-qPCR gene expression analysis by using the microfluidic 226 

Fluidigm-Biomark technology, which allows to carry out 9216 PCR reactions in parallel 227 

(96 samples × 96 assays) [96]. In addition to genes involved in lipid homeostasis, genes 228 

related to liver toxicity and oxidative stress, and nuclear receptors were investigated 229 

because of their involvement in NAFLD. As seen on the heatmap, most of the changes 230 

induced by DDE occurred at doses of 1 and 10 µM, which was coherent with the effects 231 

observed on steatosis (Figure 5). 232 

 233 
Figure 5: Heatmap showing the impact of DDE on mRNA expression of different genes related to 234 

metabolic pathways. mRNA expression was evaluated by RT-qPCR gene expression analysis 235 

by using the microfluidic Fluidigm-Biomark technology. Zebrafish larvae were exposed to 236 
DDE (from 1 nM to 10 µM) during 48h, from 3 to 5 dpf. mRNA expressions of 90 genes related to 237 
nuclear receptors, lipid homeostasis, liver metabolism, inflammation and oxidative stress were 238 
analysed; results are shown as a heatmap (each raw represents an independent mRNA sample 239 
extracted from a pool of zebrafish larvae). Data are expressed as mean expressions relative to mRNA 240 
levels measured in DMSO control larvae, set at 0 (log 2 fold change) (n≥8). 241 

 242 
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 Expression of genes involved in lipid homeostasis: 243 

In line with an accumulation of FA in lipid droplets, treatment with DDE at 1 and 10 244 

µM considerably induced genes involved in de novo lipogenesis (DNL), scd1 (Stearoyl- 245 

CoA desaturase-1) and me1 (malic enzyme 1), and genes related to FA storage, perilipin 246 

1 and 2 (plin2 and plin3). In addition, expression of genes related to FA uptake were 247 

reduced following DDE exposure (fabp10a, fabp11b and cd36; Figure 6a). We also 248 

observed a non-significant decrease in the expression of cpt1aa and apob, that are markers 249 

of fatty acid β-oxidation in mitochondria and fatty acid export, respectively. In contrast, 250 

expression of dgat1 (diacylglycerol O-acyltransferase 1), known to catalyse the 251 

incorporation of diacylglycerol in triglycerides for their storage in lipid droplets, was 252 

reduced by DDE. 253 

 254 

 Expression of genes related to sphingolipid, phospholipid and cholesterol 255 

metabolism: 256 

To get further insight into the pathways involved in the development of steatosis 257 

induced by DDE, we next investigated the expression of genes involved in the metabolism 258 

of sphingolipid and cholesterol in response to DDE exposure. A decrease of cholesterol 259 

synthesis was suggested with a down-regulation of hmgcra (hmg-coa reductase) and 260 

dhcr7 (7 dehydrocholesterol reductase), involved respectively in the first and the last step 261 

of cholesterol biosynthesis. An increase of sphingolipid synthesis was suggested, with an 262 

up-regulation in the expression of smpd1 (sphingomyelin phosphodiesterase 1) and 263 

smpdl3a (Sphingomyelin Phosphodiesterase Acid Like 3A), coding for sphingomyelinase, 264 

involved in the ceramide synthesis, one of the most common sphingolipids. Our analysis 265 

further revealed significant down-regulation of cerS1 (ceramide synthase S1) expression, 266 

involved in ceramide synthesis (Figure 6b). Overall, these results suggest that DDE can 267 

perturb cholesterol and sphingolipid metabolism.  268 

 269 

 Expression of nuclear receptors and other transcription factors involved in the 270 

regulation of lipid homeostasis :  271 

Most of the effects of EDCs are due to their interactions with nuclear receptors also known 272 

as metabolic receptors. As shown in Figure 6c, the mRNA expression of the nuclear 273 

receptors pxr and ppara (peroxisome proliferator activated receptor α), described to be 274 

involved in hepatic lipogenesis and β-oxidation, were significantly induced upon DDE 275 

exposure. 276 

Concomitantly, we found that DDE reduced the expression of several genes also 277 

involved in the regulation of fatty acid metabolism such as pparg (peroxisome 278 

proliferators activated receptor γ), rxraa (retinoic x receptor α a) and srebf1 (Figure 6c).  279 

 280 

 Expression of gene markers of hepatic toxicity: 281 

Exposure to DDE, at the highest doses of 1 and 10 µM, increased the expression of 282 

toxicity and inflammation genes. As shown in Figure 6d, DDE up-regulated the 283 

expression of il1b (interleukin 1β) and down-regulated that of crp (C-reactive protein), tfa 284 

(transferrin α), and cat (catalase), indicating inflammation and liver damage caused by 285 

DDE exposure. In addition, the highest doses of DDE caused up-regulation of the anti- 286 

oxidant genes hmox1 (heme oxygenase 1) and nqo1 (NAD(P)H Quinone Dehydrogenase 287 

1), reflecting a potential induction of oxidative stress (Figure 6d). 288 

 289 

 Comparison between HFD and DDE effects on gene expression: 290 

Looking to responses between HFD and DDE, there are only 3 genes showing same 291 

kind of variation (me1, plin3 and srebf1); looking at scd1 expression, note that opposite 292 

effects of these two treatments were detected (Figure 6). 293 

 294 



Int. J. Mol. Sci. 2022, 23, x FOR PEER REVIEW 11 of 31 
 

 

 295 
Figure 6: Impact of HFD and DDE on mRNA expression of several genes involved in lipid 296 
metabolism characteristic of steatosis and in toxicity. mRNA expression was evaluated by RT-qPCR 297 
gene expression analysis by using the microfluidic Fluidigm-Biomark technology. Zebrafish larvae 298 
were exposed to HFD or DDE (from 1 nM to 10 µM) during 48h, from 3 to 5 dpf. mRNA expressions 299 
of genes related to fatty acid metabolism (a), sphingolipid and cholesterol metabolism (b), nuclear 300 
receptors (c) and inflammation and oxidative stress (d), are shown. Data are expressed relative to 301 
mRNA levels measured in DMSO control larvae, set at 0 (log 2 fold change). Values are the mean ± 302 
SEM (n≥8). * P < 0.05,** P < 0.01, *** P < 0.001, by comparison with control group using ANOVA and 303 
Dunnett’s test. 304 

 305 
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2.4. Assessment of the mitochondrial dysfunction mediated by DDE exposure in zebrafish larva 306 

Due to the well-recognized role of mitochondrial dysfunction in NAFLD [97] and 307 

based upon our gene expression results suggesting both a decrease of β-oxidation and 308 

potential oxidative stress, we examined the expression of genes implicated in 309 

mitochondria metabolism (Figure 7a). Our results showed only slight changes in 310 

mitochondria-related gene expression (genes related to ATP synthase or respiratory chain 311 

complex). Nevertheless, it could be observed a down-regulation upon DDE 1 µM of 312 

sirtuin genes (sirtuin deacetylase 1 and 3), known to be implicated in the regulation of 313 

mitochondrial activity and cellular redox control.We also found increased expression of 314 

the pparγ coactivator-1α (ppargc1α), an inducible transcriptional coactivator involved in 315 

the regulation of energy metabolism and mitochondrial biogenesis. Finally, a down- 316 

regulation of abcg2a expression (a known mitochondrial transporter of metabolites) was 317 

also detected.  318 

As DDE was found to dysregulate some genes involved in mitochondrial 319 

metabolism, we evaluated mitochondrial respiration in DDE-exposed zebrafish larvae. To 320 

this end, we used a protocol adapted from Raftery et al. [98] based on the Agilent Seahorse 321 

technology, which allows the measurement of oxygen consumption from live zebrafish 322 

larvae. Using these experimental conditions, we observed no significant effect of DDE on 323 

mitochondrial respiration (Figure 7b). Altogether, our data do not indicate an effect of 324 

DDE on oxidative phosphorylation following a 48h-exposure to 0.1, 1, and 10 µM of DDE. 325 

 326 
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 327 
Figure 7: Assessment of potential mitochondrial dysfunction induced by DDE. Zebrafish larvae at 3 328 
dpf were exposed to DDE (from 1 nM to 10 µM) or to control vehicle during 48h. (a) Impact of DDE 329 
on the mRNA expression of several genes involved in mitochondrial metabolism. mRNA expression 330 
was evaluated by RT-qPCR gene expression analysis by using the microfluidic Fluidigm-Biomark 331 
technology. Data are expressed relative to mRNA levels measured in DMSO control larvae, set at 0 332 
(log 2 fold change) (n≥8). (b) Evaluation of respiration after DDE exposure of zebrafish larvae. 333 
Measurements on zebrafish larvae were realized on a Seahorse XFe24 Analyzer of mitochondrial 334 
oxygen consumption. Values are the mean of oxygen consumption rate (OCR, in pmol of O2/min) ± 335 
SEM measured from at least 4 larvae per condition. Values are the mean ± SEM. * P < 0.05,** P < 0.01, 336 
*** P < 0.001, by comparison with control group using ANOVA and Dunnett’s test. 337 
 338 
 339 
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2.5. DDE-induced membrane remodeling in zebrafish larvae 340 

One of the main processes identified through our gene expression analysis was a 341 

perturbation of the metabolism of sphingolipid and cholesterol, main constituents of the 342 

plasma membrane. Biochemical alterations of plasma membrane lipid content is one of 343 

the features of plasma membrane remodeling which is linked to alterations of plasma 344 

membrane fluidity or modifications of lipid raft properties. Moreover, membrane 345 

remodeling has already been shown in the context of steatosis, and our team previously 346 

identified it as a key mechanism in the progression of steatosis towards a steatohepatitis- 347 

like state in zebrafish larvae co-exposed to B[a]P and ethanol [99]. Therefore, we 348 

investigated if DDE could induce such membrane remodeling by analysing membrane 349 

order with the fluorescent hydrophobic probe—di-4-ANEPPDHQ. This allowed us to 350 

calculate a generalized polarization (GP) value representative of the membrane order that 351 

depends on the chemical and physical properties of membranes—lipid composition and 352 

packing, fluidity and lipid bilayer thickness, and local hydration. 353 

After staining whole zebrafish larvae with di-4-ANEPPDHQ, liver images were 354 

acquired by computing the GP value obtained from fluorescence images of lipid bilayers 355 

with low-membrane lipid order—the liquid disordered (Ld) phase—and with high- 356 

membrane lipid order—the liquid ordered (Lo) phase—, allowing us to estimate 357 

membrane order in the liver, as previously described [99]. Exposure of zebrafish larvae to 358 

DDE induced a global dose-dependent decrease of membrane order in liver cells, with a 359 

significant effect being observed at the highest concentration (Figure 8). As the GP factor 360 

depends on the degree of rigidity of the membrane, DDE exposure appears to induce 361 

membrane remodeling, with a fluidization of liver membranes, which is coherent with the 362 

suggested inhibition of cholesterol synthesis and scd1 increase (Figure 6a, 6b). These data 363 

suggest that membrane remodeling is involved in the steatosis induced by DDE in 364 

zebrafish larvae. 365 

 366 
Figure 8: DDE exposure induced membrane remodeling in the liver of zebrafish larvae. Membrane 367 
order characteristic of membrane remodeling was assessed in liver of zebrafish larvae at 3 dpf after 368 
exposure for 48h to DDE (0.1 / 1 / 10 µM) or to control vehicle. Zebrafish larvae were stained with 369 
di-4-ANEPPDHQ—a membrane order-sensitive fluorescent probe—and analyzed by confocal 370 
fluorescence microscopy. Membrane order in membranes of zebrafish liver was measured by 371 
computing the generalized polarization (GP) factor. (a) Representative liver images of control 372 
vehicle (DMSO) and DDE (10 µM) treatment (magnification ×400). The liver is delimited by the 373 
dotted lines. (b) Changes in GP values (ΔGP) were expressed as the difference between individual 374 
larva GP value and the mean GP calculated in control larvae (DMSO). Values are the mean ± 375 
standard error of the mean (SEM) of at least 20 larvae. * P < 0.05 by comparison with the control 376 
group using ANOVA and Dunnett’s test. 377 
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2.6. Involvement of scd1 in the pro-steatogenic and membrane remodeling effects of DDE  378 

Our data indicate that the pro-steatogenic effect of DDE is probably mediated by an 379 

increase of de novo lipogenesis and specifically by scd1 up-regulation. In order to firmly 380 

confirm that scd1 is involved in the initiation of steatosis induced by DDE, zebrafish larvae 381 

exposed to DDE were treated with an inhibitor of SCD1 activity (A939572). As illustrated 382 

in Figure 9, the SCD1 inhibitor at 5 µM significantly reduced DDE-induced lipid droplet 383 

accumulation in the liver of zebrafish even though a significant increase of steatosis score 384 

was still observed with 10 µM DDE in the presence of the inhibitor. 385 

SCD1 catalyses the synthesis of mono-unsaturated fatty acids (MUFA) from saturated 386 

fatty acids (SFA); so it is a major regulator of membrane fluidity by controlling the 387 

MUFA/SFA ratio [100]. Because of the involvement of SCD1 in the initiation of steatosis 388 

and its role in the modification of the MUFA/SFA ratio, we investigated whether SCD1 389 

was involved in DDE-induced membrane remodeling. We found that the SCD1 inhibitor, 390 

A939572 (5 µM), largely reduced DDE-induced membrane fluidization, thus 391 

demonstrating the involvement of SCD1 in DDE-induced membrane remodeling (Figure 392 

9b). 393 

394 
Figure 9: SCD1 inhibition decreases hepatic lipid accumulation and membrane remodeling after 395 
exposure to DDE. Zebrafish transgenic larvae at 3 days post-fertilization were co-exposed to a 396 
specific SCD1 inhibitor (A939572 5 µM) and to DDE (10 µM) during 48h. (a) For the steatosis score 397 
evaluation, larvae were euthanized following exposure, fixed and steatosis scores (based on lipid 398 
fluorescence intensity, lipid droplet density and area in the liver) were calculated based on Nile Red 399 
staining and image-based automated analysis after confocal microscopy acquisition. Values are 400 
mean +/- SEM; with the number of batches and larvae indicated in the table underneath the graph 401 
*** P < 0.001, by comparison with control group using 2-way ANOVA and Bonferroni tests. (b) 402 
Membrane order was assessed in liver cells of zebrafish larvae after staining with di-4- 403 
ANEPPDHQ—a membrane order-sensitive fluorescent probe—and analyzed by confocal 404 
fluorescence microscopy. Membrane order in membranes of zebrafish liver was measured by 405 
computing the generalized polarization (GP) factor. Changes in GP values (ΔGP) were expressed as 406 
the difference between individual larva GP value and the mean GP measured in control larvae 407 
(DMSO). Values are mean +/- SEM for n ≥ 3 batches per conditions. * P < 0.05, ** P < 0.01, by 408 
comparison with all groups using ANOVA and Newman-Keuls test 409 

3. Discussion 410 

The main objectives of this study were to develop an in-vivo bio-assay in zebrafish 411 

larvae to evaluate the capacity of chemicals, especially EDCs, to induce liver steatosis, and 412 

then to use this test to screen a panel of 10 EDCs. This allowed us to identify DDE as a 413 
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highly steatogenic molecule and we further investigated the potential mechanisms 414 

involved. 415 

We chose to develop our assay with the zebrafish larva model as it combines 416 

advantages of in vivo models (integration of cell and organ interactions) while being 417 

considered an alternative to animal experimentation [42]. In order to evaluate lipid 418 

accumulation in the liver, we used an imaging approach based on staining with the 419 

lipophilic fluorescent dye, Nile red. To develop and challenge our assay, we used a set of 420 

chemicals or diet classically described to induce steatosis in rodent or human as well as in 421 

similar zebrafish models. However, in our model some of these chemicals failed to induce 422 

a significant increase of the steatosis score generated by our test (figure 2b). In fact, in our 423 

experimental conditions, amiodarone and valproate were found to be highly toxic in 424 

comparison to what was reported in literature. We were unable to reach concentration 425 

levels reported to cause steatosis (10 µM for amiodarone or from 200 to 600 µM for 426 

valproate) without excessive mortality (Supplementary Figure s5 and Table s6).  427 

Nevertheless steatosis could be induced with a high fat diet, in line with previous 428 

works [35,88,94,95]. In this context, we decided to use our test to screen a panel of 10 429 

selected EDCs (Figure 3). Among these, only one compound, DDE, was found to 430 

significantly increase the steatosis score and its impact was even more pronounced than 431 

that of the HFD. Of the other tested EDCs, none induced significant increases of steatosis 432 

in our assay although they have been linked to the development of steatosis in the 433 

literature. It should be note that these prosteatogenic effects were not all described in 434 

zebrafish larva and not all throw direct assessment of liver lipid content. For example, 435 

BPA was described to increase liver lipid content associated with an up-regulation of 436 

hepatic SREBP and de novo lipogenesis- related genes in rodent and zebrafish adult models 437 

[101,102]. But, in the same experimental conditions, BPA at a concentration of 1 µM failed 438 

to induce significant hepatic lipid accumulation in zebrafish larvae despite a similar trend, 439 

as we observed in our model [49]. Among bisphenols, exposure to BPS has been shown to 440 

induce lipid visceral accumulation; although quantification of hepatic TG is lacking [44]. 441 

To our knowledge, only the long-term effects of BPS on the development of hepatic 442 

steatosis have been performed and only on adult zebrafish [48,103]. DEHP was described 443 

to promote lipid accumulation through PPARα/SREBP1c signalling based on in vitro 444 

studies [104]. Even though low doses of DEHP (5.8 nM) were shown to modulate the 445 

expression of liver genes related to FA metabolism [61], only exposure to the main DEHP 446 

metabolite, MEHP at 200 µg/L, was shown to increase liver lipid accumulation in 447 

zebrafish larvae at 120 hpf [105]. Many studies have also linked PFOS to the induction of 448 

steatosis in adult and larval zebrafish, through a decrease in mitochondrial β-oxidation, 449 

an increase in FA synthesis, or an induction of endoplasmic reticulum stress [33,70,71]. In 450 

addition, previous studies on zebrafish exposed to cadmium have shown an accumulation 451 

of hepatic TG and LD associated with increased lipogenesis and induction of oxidative 452 

stress but only in adult zebrafish and at higher concentrations than the ones tested in this 453 

study [84,106]. Overall, our results are consistent with the observations from the literature 454 

and the discrepancies can be attributed to differences of exposure doses or stages of 455 

zebrafish. This lends support to the reliability of our assay. 456 

A reason that could explain the lack of positive readout in our assay of certain 457 

compounds would be the limited exposure time of 48h; increasing exposure time or 458 

concentrations could then accentuate lipid accumulation. However, our aim was to use 459 

zebrafish larvae as an alternative model to animal experimentation, i.e. before the age of 5 460 

dpf. In addition, as the liver appears to be functional at 3 dpf, it seemed reasonable to keep 461 

an exposure window of 48h (3 to 5 dpf). 462 

Because of the relative low sensitivity of our zebrafish larva assay, we thought to 463 

optimize the test by using a transgenic zebrafish line engineered to have a fluorescent 464 

liver. This model facilitates the acquisition of confocal images, as the liver is easily 465 

detected. In addition, the stronger blue liver fluorescence in the transgenic zebrafish 466 

improved the normalization of the Nile red fluorescence compared to that performed 467 
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based on the autofluorescence blue signal observed in the wild-type zebrafish. We tested 468 

this optimized method with positive control compounds and with DDE (Figure 4) and it 469 

globally gave better results; the steatosis score for DDE was even greater. One criticism 470 

that could be raised is that the liver blue reporter protein is expressed under the control 471 

of the fabp10a gene promoter, and thus, if its expression is decreased, it could give 472 

artefactual increase of the steatosis score. This was actually the case in response to DDE 473 

exposure causing both a decrease of fabp10a mRNA levels (Figure 6a) and of the intensity 474 

of the blue fluorescent signal (data not shown). Hence, this might explain why the 475 

steatosis score was higher for DDE in the Liblue model than in the wild-type zebrafish 476 

model. However, fluorescence of the CFP signal could also be considered as a marker of 477 

hepatotoxicity [88] and thus, it could also indicate that DDE, at 1 and 10 µM, is deleterious 478 

to the liver. In this context, the CFP signal might reflect liver integrity (quantity of 479 

hepatocytes, transcriptional and metabolic functions). Therefore, if a liver with a loss of 480 

integrity (marked by a decrease of CFP intensity) is loaded with a high quantity of lipid 481 

(higher Nile red staining), it seems reasonable to think that the chemical responsible for 482 

these effects could be both hepatotoxic and steatotogenic. Taken together, the use of the 483 

Liblue model facilitates screening and, in the future, a specific analysis of the CFP signal 484 

could be integrated in the analytical processes of our test to evaluate liver toxicity at the 485 

same time as steatogenic chemical properties. 486 

Overall, the screening of the 10 EDCs selected using our test allow us to identify one 487 

of them, DDE, as an inducer of steatosis. However, improvements are still needed to 488 

improve sensitivity. In addition, our test could also be used to screen molecules able to 489 

reduce steatosis, for example, in co-treatment with HFD. Indeed, a quite similar approach 490 

has been recently successfully developed for small-scale screening of protective molecules 491 

towards hepatic liver accumulation on zebrafish larvae between 7 to 8 dpf [104]. 492 

To get insight into the underlying mechanisms of DDE’s steatogenic properties, the 493 

expression of a set of 89 genes (Figure 5 & 6) was analysed upon DDE exposure. In 494 

coherence with results on steatosis, the built heatmap (Figure 5) clearly showed an effect 495 

of DDE exposure at the concentrations of 1 and 10 µM. Focusing on the genes related to 496 

fatty acid metabolism (Figure 6a), the steatogenic effects of DDE were consistent with the 497 

up-regulation of perilipin 1 and 3 that are key structural proteins of lipid droplets [107]. 498 

Regarding the potential mechanisms of the accumulation of fatty acids into lipid droplets, 499 

the strongest positive impact of DDE exposure was on de novo lipogenesis-related genes, 500 

i.e. me1 and scd1 (Figure 6a). Malic enzyme me1 is particularly interesting knowing that 501 

this enzyme is involved in fatty acid and cholesterol biosynthesis by generating a required 502 

co-factor, NADPH [108]. In addition, an association between increased ME1 gene 503 

expression and liver lipid accumulation has already been observed in different steatosis 504 

models, notably following high-fructose diet in mice [108,109]. Thus, we could 505 

hypothesize that the induction of me1 by DDE participates in the liver lipid accumulation. 506 

This remains to be tested. Some genes usually involved in steatosis have been described 507 

to have decreased expression in our study. For example, the expression of genes encoding 508 

FA transporters (fabp10a, fabp11b and cd36) are decreased in our study, which may be 509 

paradoxical but considered as a compensatory mechanism to limit the entry of FA into the 510 

cell and prevent their accumulation. Similarly, the expression of dgat1, known to catalyse 511 

the final step of TG synthesis for storage in lipid droplets, is reduced by DDE. However, 512 

several isoforms of dgats exist and it is worth noting that compensation might exist 513 

between the different isoforms of dgats [110]. 514 

Changes of genes expression induced by HFD and DDE have been shown to 515 

considerably differ (Figure 6). In fact, as molecular pathways differ (increase of lipid 516 

uptake, decrease of lipid export, decrease of lipid oxidation…) depending on the cause of 517 

steatosis, thus, it’s not surprising to observe such different profiles in gene expressions. 518 

Indeed, this is one of the reasons why we developed this test, i.e. to directly measure the 519 

accumulation of lipids that is the physiological characteristic of steatosis, independently 520 
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of the pathways leading to this accumulation, rather than studying this indirectly by one 521 

very specific pathway. 522 

Regarding the up-regulation of scd1, it has previously been shown in other models 523 

that it can lead to NAFLD [111], especially as it is required for the synthesis of hepatic 524 

triglycerides and cholesterol esters [112]. SCD1 is an endoplasmic reticulum-bound 525 

microsomal enzyme that catalyses the formation of monounsaturated fatty acids (MUFA) 526 

from saturated fatty acids (SFA), by incorporating a double bond at the delta-9 position. 527 

Its substrates are palmitic acid (C16:0) and stearic acid (C18:0) and they are converted 528 

respectively by SCD1 to two MUFA, palmitoleic (C16:1) and oleic (C18:1) acids. Both are 529 

major elements for the synthesis of triglycerides and cholesterol esters (principal 530 

components of lipid droplets), and of phospholipids [111,112]. Thus, SCD1, a rate-limiting 531 

enzyme of these processes, is also a major regulator of membrane fluidity by controlling 532 

MUFA/SFA ratios [100]. 533 

In this study, we demonstrated that scd1 is a key enzyme involved in the steatogenic 534 

effect of DDE as the increase in lipid accumulation by DDE was significantlyreduced by 535 

scd1 inhibition (Figure 9a). To our knowledge, this is the first time that such a mechanism 536 

has been observed concerning the steatosis induced by DDE. A large number of 537 

nutritional and hormonal factors finely regulate SCD1 expression through several 538 

transcriptional factors like SREBP-1c, LXR, PPAR-a, C/EBP-a, NF-1, NF-Y, AP-1, Sp1, TR 539 

and PGC1-a [113]. In addition, it has also been shown that PXR can induce SCD1 540 

expression directly or indirectly through LXR and SREBP1 [114,115]. DDE has been 541 

reported to activate PXR [116] and accordingly we found an increase of PXR expression 542 

following DDE exposure (Figure 6c). In this context, we could hypothesize that PXR 543 

activation by DDE would be responsible for scd1 induction in our model.  544 

In the present study, DDE exposure significantly induced zebrafish liver cell 545 

membrane remodeling by decreasing the overall membrane order that reflects increased 546 

membrane fluidity. A link between membrane remodeling and steatosis has already been 547 

demonstrated [117–119], in particular with a spatial redistribution of membrane 548 

phospholipids in the liver. In fact, effects on the composition of phospholipids ultimately 549 

determine membrane fluidity; for this reason, the role of SCD1 is considerable in the 550 

physiology of cell membranes. The degree of fatty acid unsaturation in membrane 551 

phospholipids affects many membrane-associated functions and can be influenced by 552 

altered activities of lipid-metabolizing enzymes such as fatty acid desaturases like SCD1. 553 

Moreover, SCD1 expression affects the fatty acid composition of membrane 554 

phospholipids, triglycerides and cholesterol esters, and inhibition of scd1 activity has 555 

already been shown to increase membrane saturation [112]. Increased desaturation of 556 

newly synthesized fatty acids increases substrate availability for synthesis of unsaturated 557 

phospholipids. Furthermore, the generated fatty acyl chains of polyunsaturated 558 

phospholipids assume a flexible and bent conformation, resulting in decreased membrane 559 

order. This might explain why inhibiting scd1 activation significantly hampered the 560 

membrane fluidization upon DDE, as observed in Figure 8b. Scd1 up-regulation and 561 

potential consequent changes in MUFA/SFA ratios are probably not the only mechanisms 562 

involved. Indeed, reversion of DDE-induced membrane remodeling by scd1 inhibitor was 563 

only partial at 5 µM (Figure 8b) and ineffective at lower concentrations able to reduce 564 

steatosis (data not shown). Inhibition of cholesterol synthesis, suggested by our gene 565 

expression analyses, could also be involved, as well as changes in ceramide and 566 

sphingolipid metabolism (Figure 6b). Further studies should be performed to determine 567 

the effect of DDE exposure on the lipid composition in the liver and particularly in 568 

hepatocyte membranes to better understand to which extent each process is involved. 569 

Finally, as membrane remodeling has been described in the pathogenesis of NAFLD [117– 570 

119], it could be interesting to precisely determine its role in the context of DDE exposure 571 

both following acute (between 3 to 5 dpf) or long-term exposures in steatosis and in its 572 

progression to NASH using known modulator of membrane remodeling. Indeed, we 573 

previously demonstrated that membrane remodeling was involved in the progression of 574 
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steatosis towards steatohepatitis upon BaP/ethanol co-exposure [99]. Still in the context of 575 

metabolic diseases, it could also be interesting to extend investigations on membrane 576 

remodeling upon DDE exposure to others tissues such as pancreas, gut or adipose tissue. 577 

4. Conclusion 578 

Overall, in the present study, we have developed an in vivo bio-assay that might be 579 

useful to screen EDCs potentially implicated in the initiation of steatosis. This steatogenic 580 

bio-assay, StAZ, enabled us to highlight the steatogenic effect of DDE. This process 581 

involves the regulation of lipid metabolism-related genes with an increase in de novo 582 

lipogenesis likely dependent on scd1 activation. In addition, a new mode of action of DDE 583 

was shown with the involvement of scd1 activation-dependent liver membrane 584 

fluidization. 585 

5. Materials and Methods 586 

5.1. Zebrafish Maintenance 587 

Zebrafish (wild-type AB strain and the Liblue transgenic lines (AB-Tg(Fab10 :CFP ;cry 588 

:mRFP), ZeClinics Headquarters, Barcelona)) were handled, treated and killed in 589 

agreement with European Union regulations concerning the use and protection of 590 

experimental animals (Directive 2010/63/EU). Fertilized zebrafish embryos-collected 591 

following natural spawning—were obtained from Biosit (Rennes, France). Embryos and 592 

larvae (sex not yet established at this stage) were maintained in bath water (90 µg/ml 593 

Instant Ocean [Aquarium Systems, Sarrebourg, France], 0.58 mM CaSO4, 416 µg/L 594 

methylene blue, dissolved in reverse-osmosis purified water) at 29°C with an 14L:10D 595 

photoperiod under static conditions. 596 

5.2. Chemicals and larva exposure 597 

Bisphenol A (BPA, Cat No 239658 ), Bisphenol S (BPS, Cat No 103039 ), Bisphenol F (BPF, 598 

Cat No B47006 ), Di(2-ethylhexyl) phtalate (DEHP , Cat No 36735 ), dibutylphtalate (DBP, 599 

524980), Perfluorooctanesulfonic acid, ( PFOS, Cat No 77282), Perfluorooctanoic acid 600 

(PFOA, Cat No 171468), Dichlorodiphenyldichloroethylen (DDE, Cat No 35487) 601 

Cadmium (CdCl2, Cat No 202908 ), butyl-paraben (BtP, Cat No 54680), Valproic acid (Cat 602 

No P6273), Amiodarone hydrochloride (Cat No A8423), SCD1 inhibitor (A939572; 603 

SML2356) were all purchased from Sigma-Aldrich (St.Louis, MO). 2,3,7,8- 604 

Tetrachlorodibenzo-p-dioxin (TCDD;CIL-ED-901) was purchased from LGC Standard. 605 

1000X stock solutions of each compound were prepared in dimethyl sulfoxide (DMSO) 606 

and stored at -20°C; final dilutions of 0.1% v/v were used. 607 

The exposure protocol is shown in Figure 1. Briefly at 3 days post-fertilization (dpf), 608 

zebrafish eleuthero-embryo (simply called larvae hereinafter) were selected for the 609 

absence of morphological defects (edema, spinal curvature, impaired swimming). 610 

Selected larvae were then incubated in glass containers, at a density of 1 larva/ mL of 611 

medium, containing endocrine disruptors (0.001, 0.01, 0.1, 1 or 10 µM) or vehicle alone 612 

(0.1 % DMSO) directly added to the incubation medium. The toxicities of each EDC were 613 

determined upfront and concentrations used generally ranged from levels found in 614 

population (see Table 1, concentration in the nM range) to concentrations below the 615 

threshold inducing larvae mortality (Table 2). Exposures were maintained from 3 to 5 dpf. 616 

At the end of the exposure period, 5 dpf old zebrafish were processed for fluorescence 617 

image analysis to evaluate liver lipid content. 618 

As positive controls, zebrafish were fed daily during 1h before medium renewal with a 619 

high fat diet (HFD) (HFD; dried chicken egg yolk containing around 53% of fat; Sigma- 620 

Aldrich St. Louis, MO, USA). Validation of the protocol to induce liver steatosis has been 621 

previously published [35,36]; of note, lipid accumulation was clearly detected as soon as 622 

1 day of HFD. 623 
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Table 2. Evaluation of EDC toxicity on zebrafish larvae. The toxicity of each compound was 624 
evaluated in terms of mortality and morphological damage: green 0-10%, yellow 10-30%, orange 30- 625 
80%, red 100% of affected larvae.  The dotted lines indicate the concentration ranges of each 626 
compound tested with the StAZ. 627 

 628 

5.3. Neutral Lipid Staining with Nile Red 629 

At 5 dpf, after 48h exposure, zebrafish larvae were washed in phosphate buffered saline 630 

(PBS) and then fixed in 4% paraformaldehyde in PBS at 4 °C. A staining protocol of liver 631 

neutral lipids using Nile red was adapted from previous reports [120,121]. After washing 632 

in PBS, whole larvae were stained for 1 h with Nile red at 5 µg/mL (N3013, Sigma-Aldrich; 633 

stock solution was prepared at 100 µg/mL in acetone). The larvae were then washed twice 634 

in PBS and placed in baths of increasing glycerol concentrations (20% - 50% - 80%), before 635 

been mounted on slides with PBS 20% /glycerol 80%. Images of zebrafish larvae were 636 

acquired as described below. 637 

5.4. Quantitative analysis of hepatic lipid fluorescence signals 638 

To evaluate neutral lipid content, fluorescence images of zebrafish larvae stained with 639 

Nile Red were acquired with a confocal fluorescence microscope LEICA TCS SP8 (Leica 640 

Microsystems, Wetzlar, Germany). A first image—characteristic of neutral lipid 641 

fluorescence—was taken under excitation at 488 nm using an argon ion laser with a 642 

photomultiplier tube (PMT) range of 500–580 nm whereas a second image—insensitive to 643 

neutral lipids—was taken under excitation at 405 nm with a diode laser with a PMT range 644 

of 450–480 nm. Using Fiji imaging processing software (ImageJ) with three developed 645 

macros (Supplementary File s1, s2, s3), liver area is delimited by user for each larva with 646 

the first one, and then, with the two others, three parameters were calculated: 647 

(1) Ratio: this is the value corresponding to fluorescence intensity of image A in liver 648 

area divided by the fluorescence intensity of image B in the liver area (F green/ F blue). 649 

To use it in score calculation, this ratio is corrected and divided by the mean of same 650 

fluorescence ratio determined for the group of larvae exposed to DMSO. 651 

𝑅𝑎𝑡𝑖𝑜𝑥 = ( (𝐹𝑔𝑟𝑒𝑒𝑛𝐹𝑏𝑙𝑢𝑒 )𝑥 − 𝑚𝑒𝑎𝑛 (𝐹𝑔𝑟𝑒𝑒𝑛𝐹𝑏𝑙𝑢𝑒 )𝐷𝑀𝑆𝑂)
𝑚𝑒𝑎𝑛 (𝐹𝑔𝑟𝑒𝑒𝑛𝐹𝑏𝑙𝑢𝑒 )𝐷𝑀𝑆𝑂

 652 

(2) LD_dens: this is the density of lipid droplets, which correspond to the amount of lipid 653 

droplets reported to the surface of the liver. 654 

(3) LD_area: this value is the surface occupied by lipid droplets in liver area. 655 

 656 

Based on these three parameters, a steatosis score was calculated as follows. Each 657 

parameter was pondered by a specific coefficient. These coefficients have been set 658 

empirically in order to give a homogenous weight to each parameter in the score and to 659 

get the highest discrimination with positive and negative control (This is illustrated by the 660 

supplementary Figure S7). 661 
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𝑆𝑡𝑒𝑎𝑡𝑜𝑠𝑖𝑠 𝑠𝑐𝑜𝑟𝑒 = (𝑅𝑎𝑡𝑖𝑜 × 400) + (𝐿𝐷𝑑𝑒𝑛𝑠 × 10000) + (𝐿𝐷_𝑎𝑟𝑒𝑎 × 100) 
 662 

To determine a steatosis score for each larva, images of 3 optical slices have been taken 663 

and analyzed and the mean of these 3 scores has been use as score of this larva. 664 

5.5. Analysis of gene expression by Fluidigm Biomark HD System Technology 665 

Gene expression levels in whole zebrafish larvae exposed to EDCs during 48h (3 to 5 dpf) 666 

were assessed using the Fluidigm BioMark HD system. Briefly, for mRNA extraction, 30 667 

whole zebrafish larvae were pooled and homogenized in 100 μL TRIzol reagent, and total 668 

RNA was extracted according to the manufacturer’s protocol with TRIzol reagent (Gibco, 669 

Carlsbad, CA,USA). RNA samples were then reverse-transcribed and cDNAs were 670 

obtained using the Fluidigm reverse transcription Master Mix, and were then 671 

preamplified for 12 cycles in the presence of the Fluidigm Pre-Amp Master Mix. Gene 672 

expression was then measured with the Biorad EvaGreen SuperMix on a 96.96 Dynamic 673 

Array IFC. After quality control verification, mRNA expression was calculated with the 674 

ΔΔCt method and normalized by using actb2, 18s and gapdh as reference. Sequences of 675 

the tested zebrafish primers and official gene names are provided in Supplementary Table 676 

s4 (information about the primer conditions is available upon request). 677 

 678 

5.6. Membrane Order Determination by Fluorescence Staining 679 

Plasma membrane order in zebrafish liver was assessed by confocal fluorescence 680 

microscopy using the membrane order-sensitive fluorescent probe, di-4-ANEPPDHQ 681 

(Molecular Probes, Life Technologies). This probe displays a fluorescent spectral blue- 682 

shift from 620 nm, when incorporated into lipid bilayers with a low-membrane lipid order 683 

(liquid disordered phase, Ld), to 560 nm, when inserted into lipid bilayers with a high- 684 

membrane lipid order (liquid-ordered phase, Lo). After acquisition using confocal 685 

fluorescence microscopy of both disordered and ordered-phase fluorescence images, a 686 

new image, indicative of membrane lipid order, was obtained by calculating the 687 

generalized polarization (GP) value—a ratiometric measurement of fluorescence 688 

intensities for each pixel which is associated to membrane lipid order [122]. Briefly, after 689 

EDC exposure, larvae were washed in PBS and fixed in 4% paraformaldehyde in PBS at 690 

4 °C. After two washes in PBS, larvae were stained with 10 μM di-4-ANEPPDHQ for 3 691 

hours at 28°C. Larvae were then washed twice in PBS and dipped in several baths of 692 

progressively higher glycerol concentrations. After which they were mounted in 80% 693 

glycerol in PBS for observation with a LEICA TCS SP8 confocal fluorescence microscope 694 

(Leica Microsystems, Wetzlar, Germany). At 488 nm excitation with an argon ion laser, 695 

ordered membrane images were acquired with a photomultiplier tube (PMT) with a range 696 

of 500–580 nm, whereas for disordered membrane images the PMT used had a range of 697 

620–750 nm (magnification ×400). Using Fiji imaging processing software (ImageJ, 698 

National Institutes of Health, Bethesda, USA) and the macro published by Owen et al. 699 

[122]. GP images were generated according to the following calculation: GP = (I500–580 – I620– 700 

750)/ (I500–580 + I620–750). In order to avoid potential variations across different batches of larvae 701 

or different stainings, for each experiment—one batch of zebrafish larvae/one staining 702 

procedure—GP values were expressed as the difference (ΔGP) between individual larva 703 

GP value and the mean GP of control larvae (DMSO) within the same experiment. 704 

5.7. Assessment of mitochondrial oxygen consumption 705 

To evaluate the oxygen consumption rate (OCR) of mitochondria in zebrafish larvae using 706 

the Seahorse XFe24 Analyzer (Agilent Technologies), we used specific exposure 707 

conditions and adapted the protocol from Raftery et al. [98]. Briefly, larvae of 3 dpf were 708 

exposed to toxicants for 48h (3 to 5 dpf). Following treatment, larvae were anesthetized 709 
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with 31.25 mg/L tricaine (MS-222, Sigma-Aldrich) in bath water. Larvae were then placed 710 

in 24 multi-well plate for Seahorse (1 larva/well). Larvae were fixed at the bottom of the 711 

wells with a grid insert, and the volume of bath water was adjusted to 500 µL per well. 712 

Twenty min after anesthesia onset, larvae were placed in the Seahorse XFe24 analyzer for 713 

assessment of OCR (28°C, 1 read per cycle of 4 min) using the following phases and 714 

inhibitors: Phase 1 : 6 cycles (24 min); Phase 2 : addition of 2.5 µM FCCP (carbonyl cyanide- 715 

p-trifluoromethoxyphenylhydrazone), 8 cycles (32 min); Phase 3: addition of 6.25 mM 716 

NaN3 (sodium azide), 20 cycles (80 min). Using Wave software (version 2.6.0, Agilent 717 

Technologies), OCR levels were analyzed in order to obtain basal, maximal, and spare 718 

mitochondrial and non-mitochondrial respiration levels with at least 4 larvae per 719 

condition. 720 

5.8. Statistical analyses 721 

All values were presented as mean ± SEM (standard error of the mean) from at least three 722 

independent experiments except for the StAZ bioassay for which, the number of larvae 723 

and independent batches are detailed in the figure legends. Multiple comparisons among 724 

groups were performed using one-way analysis of variance (ANOVA) followed by a 725 

Dunnett’s post-test/Newman-Keuls post-test, or using a Kruskal-Wallis test followed by 726 

a Dunns post-test using GraphPad Prism8 software (GraphPad Software, San Diego, CA, 727 

USA). Differences were considered significant when p < 0.05 (*), p< 0.01 (**), p< 0.001 (***) 728 

Supplementary Materials: The following supporting information can be downloaded at: 729 
www.mdpi.com/xxx/s1, 730 

- Supplementary File s1: Word file containing the first analysis macro in text format for the 731 
calculation of the steatosis score; 732 

- Supplementary File s2: Word file containing the second analysis macro in text format for the 733 
calculation of the steatosis score; 734 

- Supplementary File s3: Word file containing the third analysis macro in text format for the 735 
calculation of the steatosis score; 736 

- Supplementary Table s4: Excel file containing sequences of the primers used in RT-qPCR; 737 
- Supplementary Figure s5: Drug-induced dose-related zebrafish mortality; 738 
- Supplementary File Table s6: Selected chemical treatment studies in zebrafish. 739 
- Supplementary Figure s7: Comparison of parameters for steatosis score   740 
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Supplementary File Table s4: 
 
Full-name Zebrafish 

Gene Gene ID mRNA 

accession 

number 

Primer sequence 

Forward Reverse 

/ 18s   NR_145818.1 TTACCCCAGGCTCGGAAAAC CGGGAAGGTCTTTGAACCCA 

ATP-binding cassette sub-

family G (WHITE) member 2a 

abcg2a 735312 NM_001042775.1 TTCTGGATGAACCCACGACC CACCAGTTTTCCTCCCACCA 

Acetyl-CoA carboxylase alpha 

(acaca) 

acaca 559403 XM_017356109.2  GGGCACAAAGACCGACAGAT GCTTCCTTAAAGCCTGGCGA 

Acyl-CoA dehydrogenase very 

long chain 

acadvl 573723 NM_212611.1  GGTCTTGTCCAGAGCTTCCC CCTGCATGACTCTCTCGTGG 

Acyl-CoA dehydrogenase long 

chain 

acadl 394156 NM_201181.2  ATCCCATAGCCAAGGCGTTT TTGAAACGTCCAGGCACCAA 

Acyl-CoA dehydrogenase 

medium chain 

acadm 406283 NM_213010.2  AAGGTTTTGAGGGCAGGTGT GGGGAAAGGATATTCGCCAC 

Acyl-CoA dehydrogenase short 

chain 

acads 445288 NM_001003743.1  TTGCCTCTCATCAGGCCATC TTTGGATCTCGCTGGTTCCC 

acyl-CoA oxidase 1, palmitoyl acox1 449662 NM_001005933.2 AGTCAGCACGAGCTCTCTCC GCCCTACAAAGTGAAAGGCA 

aryl hydrocarbon receptor  ahr 30517 NM_131264.1 GGTCAAGAAACGGAAGCC GAGAAGGGTAGAAGGTTGGTCAG 

Apolipoprotein Ba apoB 566465 XM_689735.9  TGAGAATGGGGCTTTGGGTC TATGTCGTGAGGGACGGGAA 

apolipoprotein A-II apoa2 322327 NM_001130586.1 TCATCAAAATCGCTGGTGGTT CAACATAGGGTCTGAAGTAATGGC 

cytochrome P450, family 19, 

subfamily A, polypeptide 1b 

aroB / 

cyp19a1b  

60640 NM_131642.2 TCGGCACGCCGTGCAACTAC CATACCTATGCATTGCAGACC 

ATP synthase inhibitory factor 

subunit 1a 

atp5if1a 100037369 NM_001089521.1 TACTTCAGGCAAAAGGAGCGGG ACCCACACAGAGGAAAGGCA 

ATP synthase F1 subunit alpha atp5fa1 553755 NM_001077355.1  ATCTCTGTGAGGGAGCCCAT CAATGGCGGTTTTGCCAGTC 

ATP synthase F1 subunit beta atp5f1b 554135 NM_001024429.2  AGGCTGGATCAGAGGTGTCT TGAGCAAAGGTGGTAGCAGG 

actin, beta 2 actb2 57934 NM_181601.4 ACGAGAGATCTTCACTCCCCT CCAACCATCACTCCCTGATGT 

caspase 3 apoptosis-related 

cysteine peptidase a 

casp3a 140621 NM_131877.3 TGATGCCAAGCCTCAATCCC GTGATCGTCATGGGCAACTG 

catalase cat 30068 NM_130912.2  CAAGGTCTGGTCCCATAAA TGACTGGTAGTTGGAGGTAA 

caveolin 1 cav1 323695 NM_001024162.1 TCAACCGAGACCCAAAGCAT CACGCAAGGCACCACG 

cd36 molecule (throbospodin 

receptor) 

cd36 436636 NM_001002363.1  GCTGGCAAGGTGAAACATCAG TTCTTGTCCAGGAACGGGTG 

ceramide synthase 1 cerS1 568169 XM_009295953.3  TGAGCCATTTGGACAGTGGT CCCGCTCTTCCAGTCGTAA 

ceramide synthase 2a cerS2a 259251 NM_153671.1  GTTCAGAGAGGCCAGTTGGAG CTGCCCACATCTCCTTCGTA 

ceramide synthase 6 cerS6 567867 XM_688191.8  CCGACTGGTCTTTGAGAGGTTT AACCGCTTCTCATCAGGGTG 

cytochrome C oxidase 

assembly factor 3a 

coa3a 100141351 NM_001114916.2 ACCCGACAAAAGAAGCCCTG AGTCTTCGGTACACGCACTT 

carnitine palmitoyltransferase 

1Aa  

  cpt1aa 558088 XM_005166473.4  ACAGCGTTCCACTCTGTTCT ACGTGCTGTACTGAGTCCCT 

carnitine palmitoyltransferase 

1A2b 

  cpt1a2b 550361 XM_005164059.4 CCTGTATCGCCGAAAGGTCA GTGCTGCAGAACATCAGTCTC 

cytochrome P450, family 1, 

subfamily A 

cyp1a 140634 NM_131879.2 GGTCAAGAAACGGAAGAAGCC GAGAAGGGTAGAAGGTTGGTCAG 

cytochrome P450, family 2, 

subfamily Y, polypeptide 3 

 cyp2y3 368352 NM_001020822.1 TATTCCCATGCTGCACTCTG AGGAGCGTTTACCTGCAGAA 

cytochrome P450, family 3, 

subfamily A, polypeptide 65 

 cyp3a65 553969 NM_001037438.1 GAACCCTCTGTTCCTGTTGATCG CACTCTCTCTTCGTTCGTGTTGTCT 

cytochrome P450, family 4, 

subfamily T, polypeptide 8 

 cyp4t8 387527 NM_199216.2 ACAACAACAGAACCCAAAGATGAC GGAAACCAGGAGTGAGCAGT 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NR_145818.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001005933.2
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001130586.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_131642.2
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_181601.4
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001024162.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001114916.2
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/XM_005164059.4
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_131879.2
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001020822.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001037438.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_199216.2


delta(4)-desaturase, 

sphingolipid 1 

  degs1 327075 NM_212700.1  ACGACGACTACCAATGGTGAAA TCCGACCAGTTTTCGCTTGA 

delta(4)-desaturase, 

sphingolipid 2 

  degs2 402799 NM_001163366.1  GCACACCTTCTCCCTCTCTT CTTGATTTCAGGATACTTAGCCAAT 

Diacylglycerol O-

acyltransferase 1a 

 dgat1a 325875 NM_199730.1  AAATGGCACAGCGGGATACA GTCGGAACCATCCACTGCTG 

7 dehydrocholesterol 

reductase   

  dhcr7 378446 NM_201330.2  CAGGGTGAGAAAGCGGCATA CCAATCCACCTCCCATGCTC 

ELOVL fatty elongase 6   elovl6 317738 NM_199532.1  TGGATGCAGGAGAACTGGAAG ACTGAAGGCGGCAAGTGTTA 

estrogen receptor 1   era 259252 NM_152959.1 CTGGAGATGCTGGACGCTCA GCTGCAGCTCCTCCTCCTGG 

fatty acid binding protein 1b, 

tandem duplicate 1 

  fabp1b 554095 NM_001024651.2  CGAGGAGAACGGAAACCAGT CGAGCGTCAGAGTGTTGACC 

fatty acid binding protein 10a fapb10a 171481 NM_152960.1 TTACGCTCAGGAGAACTACG CTTCCTGATCATGGTGGTTC 

fatty acid synthase  fasn 559001 XM_009306806.3 GAGAAAGCTTGCCAAACAGG GAGGGTCTTGCAGGAGACAG 

flotillin 1a   flot1  561345 NM_130913.1 CATCAGAGTGAGAGGAGAGGC TCTTTGTAGTGCTGGAAGGC 

glyceraldehyde-3-phosphate 

dehydrogenase 

  gapdh 317743 NM_001115114.1 GAGGCTTCTCACAAACGAGGA TGGCCACGATCTCCACTTTC 

Glycerol-3-phosphate 

acyltransferase 4 

 gpat4 678522 NM_001040249.2  GTCTCACGATGCTCCAATATACAA AGCCATTTCTGACATATCTGTTGC 

heme binding protein 2   hebp2  393167 NM_200198.1 AGTTGTGACTGGCATGGAGC ATCTGGGTCAGTGGGTTTGG 

3-hydroxy-3-methylglutarym-

CoA reductase a 

  hmgcra  559054 NM_001079977.2  CACATGACTCACAACAGATCAAAAG AGAAGAAGGGATCGGTTGCG 

3-hydroxy-3-methylglutarym-

CoA reductase b 

  hmgcrb  541479 NM_001014292.2  TGATGGAGAGTCCAGAGCGA GCTCCCAACCACCTTTGAGT 

heme oxygenase 1  hmox1 791518 NM_001127516.1 GCAGCATCCCAAAGTCTGTC TAAACTCCCATGCCAACCGT 

interleukin 1, beta  iL1b 405770 NM_212844.2 GAACAGAATGAAGCACATCAAACC ACGGCACTGAATCCACCAC 

interleukin 6   il6  100885851 NM_001261449.1 TCAACTTCTCCAGCGTGATG TCTTTCCCTCTTTTCCTCCTG 

insulin receptor alpha   insra 245699 NM_001142672.1  AGTCCACGGAGCAAAGAGTG GTGGGCAGCTTCATACCTTTC 

insulin receptor substrate 2b irs2b 572001 XM_695654.9  CACGGCAACAACAGTAAAAGACTA CAGCCGAGGACTGAAGTTGT 

3-ketodihydrosphingosine 

reductase 

kdsr 394114 NM_201139.2  GGCCTTGCAGATGGAAATGAAA CTTGCTCCGGTTGAGAGACA 

low density lipoprotein 

receptor a    

ldlra 387529 NM_001030283.1  GTGTGAGTGTGAGGATGGCT GCGCCCCTGATGCTGTA 

Lipoprotein lipase lpl 30354 NM_131127.1  CCTGGTCAACCCCAATCCAT ACATACCCGTGACCGTCCAT 

lipase, homone sensitive a (hsl 

α) 

  lipea 568368 NM_001316725.1  CAGGTAAGCAAAGGTTGTCCG TTCATGACCCCCAACAGACG 

lipase, homone sensitive b (hsl 

β) 

  lipeb 557893 XM_009292349.2  GAAGAAGTCTGGGAGCGGTG TGCCTTGGTGTCCATCACTATT 

nuclear receptor subfamily 1, 

group H, member 3 

 lxr/ nr1h3 548341 NM_001017545.3  AATCGTCACTCTAGGGGTGC CGCAGAAAGGGTGGACATCT 

nuclear receptor subfamily 1, 

group H, member 3 

 lxra 

(nr1h3) 

548341 NM_001017545.3 ATGTCCACCCTTTCTGCGAC TCTCCTGTTTCACTTCTGCCA 

malic enzyme 1   me1 768196 NM_001310037.1  GTTACACGCAACCCCCATCT GGCCCATTAGAAAGACATACCTGT 

solute carrier family 25 

(mitochondrial iron 

transporter) member 37 

  mitoferin1 

(slc25a37) 

387000 NM_001039971.2  GCACACGCTCTCTATTTCGC CTCCCTGCCACACCGTTAG 

solute carrier family 25 

(mitochondrial iron 

transporter) member 28 

 mitoferin2 

(slc25a28) 

100535877 NM_213119.2  CCTGCCCACGCACTTTACT CATCCGCTGCTTCACCACTTC 

Microsomal triglyceride 

transfer protein 

  mttp 406207 NM_212970.2  GCTTCCAGATGCCAGCCTAT GTGACATCCACGGTTTCTGC 

Nuclear factor kappa B nfkb3 (rela) 415099 NM_001001839.2 GCTTGCCTCGTTCTTGGTGA CCGTGTCGTGATTTGTGCTC 

NAD(P)H dehydrogenase 

quinone 1 

nqo1 322506 NM_205542.3 TCTGACAAAGAAAGGCTACAAAGTC ATACACAAAGTGCTCGGGATT 

nuclear factor erythroid 2-like 

2a 

nrf2 

(nfe2l2a) 

360149 NM_182889.1  TCGGGTTTGTCCCTAGATG AGGTTTGGAGTGTCCGCTA 

neutral sphingomyelinase (N-

SMase) activation associated 

factor 

  nsmaf 550506 XM_003199002.5  CCCGAGACAAACAGGCGAA CCGTTTCTTCTACTGCCGCT 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_152959.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_152960.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/XM_009306806.3
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https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001115114.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_200198.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001127516.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_212844.2
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NM_001261449.1
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Phospholipase A2 group XIIA   pla2g12a 402802 NM_001082799.1  CCGCTGTTTGGGTTTCAGTTTG ACGGCTTACATCCCAAGTGC 

Perilipin 1   plin1 100024436 XM_021467809.1  GATGAGCATGGGCAAGTCAAG AGTCGCCTAGGAATCAGCCC 

Perilipin 2   plin2 794841 NM_001030262.1  ACTTGAAACTGCACAACAGATTTT TGGGTGGTTGTTCTTGGTGT 

Perilipin 3   plin3 335278 XM_021478401.1 ACTCCGCCTAACTTTGCACTT CGGGAGATCACACTCTGTTGTT 

Perilipin 6   plin6 794783 XM_005158066.4  GGCCCATCTGAGCACACTAAA ACACGGTTTAGGACGTTCCC 

peroxisome proliferator-

activated receptor gamma 

 pparg 557037 NM_131467.1 GGTTTCATTACGGCGTTCAC TGGTTCACGTCACTGGAGAA 

peroxisome proliferator-

activated receptor gamma 

coactivator 1 alpha 

ppargc1a 553418 XM_017357140.2 ACCTGTTTGAGATAGATGAGGAAA AACGAAGGCAACCCGTCTT 

peroxisome proliferator-

activated receptor alpha a 

 pparaa 563298 NM_001161333.1 AGCGGGAAAGAGGAACACAAA TGAATGACGAAGGGCGGAGT 

peroxisome proliferator-

activated receptor alpha b 

 pparab 557714 NM_001102567.1 CGTCGTCAGGTGTTTACGGT AGGCACTTCTGGAATCGACA 

Nuclear receptor subfamily 1, 

group I, member 2 

  pxr (nr1i2) 565875 NM_001098617.2  CAGTACGTCAATGTCCCGCTT CGCTTCATCGCACGTCTGAAA 

Retinoid X receptor, alpha a   rxraa 555578 NM_001161551.1  ACCGCTCCTCAGGTAAACAC CCTGGACGGCTTCTCTCTTC 

Retinoid X receptor, alpha b   rxrab 793011 NM_131153.1  AGGAACCCTATCCCTGTCCC ACCCCGTAGTGTTTACCTGA 

Retinoid X receptor, beta a   rxrba 30530 NM_131275.1  CGCGGCCCTAAATAAGCCAT GAAGCAAAACGATCAGCCTCTC 

 retinoid X receptor, beta b   rxrbb 30486 NM_131238.1 ACTCCTCGATGTCGGTGTCT CGCCATAATGCTTCCCCGA 

retinoid x receptor, gamma a  rxrga 30464 NM_131217.4 CAGGACGGCGAAACGAGAC GCAACGAAGAACTGAGATGGAGAT 

stearoyl-CoA desaturase 

(delta-9-desaturase) 

scd1 386661 NM_198815.2 CGACCCTCACAACTCAAACCG CAACGAAGCACATCAACACCA 

succinate dehydrogenase 

complex assembly factor 3 

sdhaf3 449654 NM_001005926.2 CCGATTTCTGCCCATTGACC TTGTAGTTCTGCCATTCCACCA 

succinate dehydrogenase 

complex subunit B iron sulfur 

(Ip) 

sdhb 562149 NM_001098740.1 CCAGACACAGTCGGAGACAAA CATAGCACACGAGCCACAGA 

succinate dehydrogenase 

complex subunit C integral 

membrane protein 

sdhc 445129 NM_001003523.2 CATCTACAAGTGGTCTGTCCCCA GCCCGAAGGTCAAGGAGTGA 

succinate dehydrogenase 

complex, subunit D, integral 

membrane protein b 

sdhdb 445500 NM_001004004.2  AGCCCTCTGTTATTTCGCCC GACCCAGAACCCGCATAGTT 

sirtuin 3 sirt3 558775 NM_001080174.1 TCTTGAGGTGGAGCCCTTTGC ACTACTTGTCTCTGCCAACATTCA 

sphingomyelin 

phosphodiesterase 1 

smpdl1 556700 NM_001326536.1  GGTGGGAAATCACGAGAGCA TAGAAACCACCACGGCGTAT 

sphingomyelin 

phosphodiesterase acid like 3a 

smpdl3 541525 NM_001014338.1  AGAGCCATTTTCAAACAACCCTG TCTGGCAGGACGATGAACTAA 

sterol regulatory element 

binding transcription factor 1 

srebf1 793274 NM_001105129.1  AGCTCGCCTCAGTCAATTCC ATTGGTGAAGCCGACACACT 

transferrin-a tfa 30255 NM_001291499.1 GAAAATCCCAGAGTCAGCCA TTCATCTCCAACAGCCTTCC 

transcription factor A  tfam 571106 NM_001077389.1  GGGAACTACTACGCAGGCAA GTGCTCCTCCCACGATTTGA 

transforming growth factor, 

beta 1a 

tgfb1a 359834 NM_182873.1 GGAAGGCAACACAAGGTGGA GGCTTACTTATCAATCCCGACT 

translocator protein tspo 450011 NM_001006032.2  CTGGACCCCCATCTTCTTCG CTTGGGCTCTGGGTTGTCTC 
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Figure S5: Drug-induced dose-related zebrafish mortality. 3 days post-fertilization zebrafish larvae were 

exposed to the steatogenic molecules Amiodarone, Valproate and TCDD, during 48h. Lethal concentration 50 

(LC50) was determined. 
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Table s6: Selected chemical treatment studies in zebrafish. Comparison of the doses tested 

in the literature and those used for our studies 

 

  Steatogenic molecules concentrations 

described in the literature to induce steatosis 

Concentrations (µM) tested on 

the laboratory 

Amiodarone 10-3.3-1.1 µM 1,2 1-0.1 µM 

Valproïc acid 600-200-67 µM 1, 3 60-10-1-0.1 µM 

TCDD 0.1-10 nM 5 

0-1000 ng/L (0-3 nM) 4 

0.01-100 µM 6 

1-3 nM 

Ethanol 1-1.5-2% 4,7,8 1%  
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Figure S7: Screening of the steatogenic molecules with the StAZ bio-assay. Zebrafish larvae at 3 dpf were 

exposed to selected steatogenic controls: high fat diet (HFD), Ethanol 1% v/v (EtOH 1%), Amiodarone (1 µM), 

Valproate (10 / 60 µM) or TCDD (1 / 3 nM). Following exposure, larvae were euthanized, fixed and steatosis score 

was calculated based on Nile Red staining and image-based automated analysis after confocal microscopy 

acquisition. Means of steatosis score and of each parameters measured, ratio, lipid droplet density and area, are 

presented together (a) or separately (b)(c)(d)(e). Values are mean +/- SEM, (n as [treatment]/number of larvae: 

[DMSO]/ 209; [HFD]/100; [EtOH 1%]/39; [Ami 1µM]/149; [Val 10µM]/61; [Val 60µM]/46; [TCDD 1nM]/18; [TCDD 

1nM]/19). *** P < 0.001, by comparison with control group using Kruskal-Wallis test. 
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ii. Résultats complémentaires et discussions de l’article  
 

a. Mise au point du test StAZ 

Le développement de tests évaluant la toxicité de molécules chimiques sur un organisme in vivo, 

tels qu’ils sont demandés par l’OCDE, nécessite la mise en place de protocoles standardisés et 

reproductibles, pour permettre une robustesse des tests et des résultats. Ainsi, dans un premier 

temps, la mise au point du test stéatogène StAZ a nécessité plusieurs ajustements techniques, que 

ce soit concernant les paramètres d’élevages et d’expositions des larves de poisson-zèbre, les 

doses d’expositions aux différentes molécules ou encore la méthode d’analyse de la stéatose. 

 

1. Elevage, expositions et contraintes 

En laboratoire, l’environnement du poisson-zèbre est très important en particulier lorsque l’on 
cherche à évaluer l’effet de l’exposition à une substance. Et ce d’autant plus lorsque l’on sait que 
certains paramètres comme la température, le pH ou encore la luminosité peuvent impacter 

certaines réponses. C’est pourquoi une mise au point et une gestion minutieuse de ces paramètres 

physico-chimiques (T°C : 29,5°C / composition du milieu d’élevage : Sels Instant Océan [90 µg / 

ml], sulfate de calcium [0,58 mM], bleu de méthylène [416µg/L] / pH : 6,8 à 7,8) a été nécessaire 

pour le développement d’un test standardisé et assurer également un développement optimal 

des larves.  

Dans le développement du test StAZ, la nécessité d’un contrôle positif inducteur de stéatose a été 
indispensable pour pouvoir évaluer et comparer le potentiel stéatogène des différents PE du 

projet. Cependant, les molécules utilisées (amiodarone, acide valproïque, TCDD et éthanol, 

décrites pour induire la stéatose, notamment sur le modèle du poisson-zèbre), n’ont pas induit 

d’augmentation de lipides hépatiques, mais se sont, en plus, révélées hautement toxiques, 
entrainant une forte mortalité des larves de poisson-zèbre à 5 jpf (Supplementary datas de 

l’article : Figure s5 + Table s6). Dans ces circonstances, nous n’avons pas été en mesure d'atteindre 
les niveaux de concentration signalés comme induisant la stéatose (10 µM pour l'amiodarone ou 

600 µM pour le valproate) sans mortalité excessive. Même si ces résultats sont surprenants et 

diffèrent avec ceux décrits dans la littérature, cela peut cependant s’expliquer de plusieurs façons.  

Des différences entre les souches utilisées, notamment au niveau de leur sensibilité, peuvent 

expliquer des différences de réponses à certains composés chimiques. Il a, par exemple, été 

identifié, dans le cadre d’une exposition au solvant DMSO, des effets différents en fonction des 

souches de poisson-zèbre (Christou et al., 2020). De même, il a été mis en évidence, par exemple 

que, des poissons-zèbres adultes de souche TU étaient plus tolérants à l’Ethanol que ceux de 

souche WIK (Pannia et al., 2014). Une autre étude témoigne du fait que cette souche semblerait 

en effet plus résistante, puisque, exposée au TNBS (acide 2,4,6-trinitrobenzènesulfonique, 

inducteur d’inflammation intestinale), elle présente également une meilleure survie comparée à 
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la souche AB. Cette étude souligne ainsi des différences physiologiques importantes dans la façon 

dont les souches répondent à l’inflammation (Padovani et al., 2022). 

Ces différences de réponses toxicologiques selon les souches peuvent s’expliquer par une 
différence de fond génétique et des variations génétiques entre les souches (Barata et al., 2000; 

Coe et al., 2009; Nowak et al., 2007). Notamment de faibles variations génétiques ont été 

corrélées à une tolérance plus faible aux polluants (Nowak et al., 2007). Ainsi, il est important de 

tenir compte des différences entre les souches ou des effets de consanguinité sur les réponses 

aux traitements expérimentaux entre les différentes études, puisque, les résultats des tests de 

toxicité peuvent différer entre les souches et le fond génétique utilisé (Brown et al. 2001). 

Les souches communément utilisées en laboratoire et appelées « souches sauvages » 

comprennent les souches AB, TE, TL, WIK, EK et sont décrites comme ayant des niveaux de 

variabilité génétique faibles. Cependant, il a été démontré qu’une même souche de poissons 
provenant de différentes sources pouvait également présenter des variations génétiques, 

notamment pour la souche AB (Coe et al., 2009), qui est celle utilisée dans nos expérimentations 

et dans les différentes études citées précedemment. Ainsi, il peut être supposé que la souche AB, 

que nous avons utilisé, ait dérivé par rapport à celles utilisées dans les autres études de toxicité 

rapportées dans la littérature et soit donc devenue plus sensible à la toxicité des traitements 

utilisés. Cette hypothèse est soutenue par le fait que le modèle transgénique LiBlue utilisé pour 

l’optimisation du test StAZ, également de souche AB, était plus résistant et présentait moins de 

mortalité aux molécules stéatogènes. Il pourrait être intéressant de comparer les résultats 

obtenus avec les contrôles positifs stéatogènes, avec d’autres souches de poisson-zèbre comme 

la TL ou la WIK , qui présentent un niveau plus faible de variation génétique, ou avec la souche TU 

qui semble plus résistante.    

La période d’exposition peut également paraitre comme critique dans l’exposition aux toxiques. 

En effet, cette fenêtre d’exposition, très restreinte dans notre test (entre 3 jpf et 5 jpf) nous 

permet de rester dans le cadre du modèle alternatif (en dehors du cadre de l’expérimentation 
animale) (Strähle et al., 2012). Cependant, même si le foie a été démontré comme fonctionnel, il 

n’est cependant pas encore totalement mature et continue à se développer après 5 jpf (Cox and 

Goessling, 2015). Ainsi, dans certains cas, un retard de croissance de la larve pourrait expliquer 

l’absence ou la mauvaise métabolisation des composés et une toxicité. Sachant que dans les 
premiers jours de développement, la température influence considérablement la vitesse de 

développement, il est important de bien contrôler ce paramètre. Une température plus élevée 

pourrait permettre un développement plus rapide, et notamment au niveau du foie. Celui-ci 

pourrait être alors plus performant pour métaboliser certains composés mais cela serait donc 

associé avec l’atteinte plus rapide du stade d’entrée dans le champ de l’expérimentation animale 
de la larve, ce qui est incompatible avec la volonté de développer un test sur un modèle alternatif. 

Pour pallier ces problèmes de sensibilité aux molécules stéatogènes et de mortalité conséquente, 

nous avons utilisé comme contrôle positif, l’alimentation à 4 jpf avec un régime riche en graisse 

(HFD, high fat diet). Et même si la prise alimentaire d’une larve de 4 jpf est discutable et 
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hétérogène à ce stade-là, cela a précédemment été décrit et publié dans notre équipe comme 

inducteur de stéatose sur la larve de poisson-zèbre (Bucher et al., 2018b). C’est également avec 

ce procédé que nous avons pu retrouver des niveaux de stéatose importants et reproductibles. 

2. Methodes de coloration et d’analyse 

Le test StAZ est basé sur la mise en évidence de l’accumulation de lipides par coloration et 
visualisation par microscopie. Différents colorants lipophiles permettent de visualiser les lipides 

au sein des cellules hépatiques, par microscopie dans le visible ou à fluorescence : l’ Oil Red O, le 
Sudan Black, le Nile Red, le LipiBlue, le Bodipy 793/503, le Bodipy 505/515, etc. 

La coloration Oil Red O est communément utilisée pour mettre en évidence l’accumulation de 
lipides hépatique chez la larve de poisson-zèbre (Zheng et al., 2015). Même si elle est facile à 

réaliser et à visualiser (car nécessite une simple loupe binoculaire), le manque de distinction des 

délimitations du foie  ne permet pas toujours, à cet âge de 5 jpf, de discriminer les lipides au niveau 

du foie de ceux se trouvant dans la cavité viscérale. De plus, un retard de résorption du sac vitellin 

peut entrainer une accumulation de la coloration Oil Red O dans la zone viscérale et empêcher de 

bien localiser le foie. Ainsi pour le panel A de la Figure 32, nous observons que le DDE à 0,1 1 et 10 

µM entraine une augmentation de coloration au niveau hépatique et une bonne distinction du 

foie par rapport au contrôle iOc (milieu seul). Le panel B de la Figure montre la difficulté 

d’identifier spécifiquement le foie, du fait d’une coloration diffuse au niveau de la cavité viscérale.  

 

Figure 32: Accumulation de lipides dans la cavité viscérale des poissons-zèbres mise en évidence par la coloration 

Oil Red O. Les larves de poisson-zèbre de 3 jpf sont exposées au milieu seul (iOc) ou au DDE (0,1/1/10 µM) 

pendant 48h. Après exposition, les larves ont été euthanasiées, fixées et colorées au Oil Red O et observées grâce 

à une loupe binoculaire (grossissement x2). Les larves de poisson-zèbre du panel A présentaient des contours 

hépatiques identifiables suite à la coloration ORO, alors que celles du panel B présentaient une coloration diffuse 

au niveau de l’abdomen, qui ne permettait pas de distinguer nettement les contours hépatiques.  
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Ainsi, d’autres types de colorations ont été testées pour évaluer l’accumulation de lipides 
hépatiques, et la coloration au Nile Red a été la méthode la plus optimale et la plus sensible pour 

mettre en évidence la stéatose dans notre modèle. En effet, l’utilisation de ce colorant lipophile 
fluorescent spécifique des lipides neutres (TG et esters de cholestérol) permet la détection des GL 

intracellulaires et la quantification des lipides hépatiques par microscopie confocale (Ahmad et 

al., 2019; Fam et al., 2018; Greenspan and Fowler, 1985) (Figure 33). 

 

Figure 33: Accumulation de lipides hépatiques et présence de GL mises en évidence par la coloration Nile Red. 

Les larves de poisson-zèbre de 3 jpf sont exposées au contrôle DMSO (0,1%) et au DDE (0,1/1/10 µM) pendant 

48h. Après exposition, les larves ont été euthanasiées, fixées et colorées au Nile Red. Les images de fluorescence 

verte, spécifiques des lipides, et bleue, non spécifiques des lipides, ont été acquises par microscopie confocale 

(grossissement x63).  

Les méthodes actuelles d'étude des lipides hépatiques et des GL dans ces modèles reposent sur 

l'imagerie statique ou l'utilisation de colorants fluorescents, ce qui limite l'étude de leur 

dynamique in vivo. Pour pallier ce problème et utilisant l’avantage technique de la manipulation 
génétique des poissons-zèbres, il existe dorénavant de nombreuses souches transgéniques 

permettant de suivre en temps réel le trafic et l’accumulation des GL au sein du poisson. C’est le 

cas, par exemple, de la lignée Fus(EGP-plin2) dont la protéine périlipine 2, protéine struturale des 

GL, a été couplée au fluorochrome EGP, permettant l’étude des GL in vivo (Wilson et al., 2021) ; 

ou encore de la lignée tg(-3.5ubb:plin2-tdTomato), dans laquelle la protéine fluorescente 

tdTOMATO est exprimée sous le contrôle du promoteur de la périlipine 2. D’ailleurs, l’utilisation 
de ce transgène dans un poisson–zèbre casper transparent a notamment permis l’imagerie in vivo 
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des dépôts de GL au niveau du tissu adipeux ainsi que le criblage de composés capables de réguler 

les GL dans le poisson-zèbre (Lumaquin et al., 2021). Cependant, à ces modèles transgéniques 

permettant l’étude des lipides hépatiques de manière indirecte (quantification de l’expression 
d’une protéine/ou de son gène présent dans les GL), nous avons préféré un marquage direct des 

lipides hépatiques par coloration Nile Red. En effet, ces lignées transgéniques citées 

précédemment peuvent être sujette à discussion sur la véritable teneur en lipides dans les 

hépatocytes si la régulation de la protéine cible est altérée par les traitements.   

Par la suite, pour pouvoir quantifier l’accumulation de lipides intracellulaires après coloration, 

nous avons mis en place une méthode d’analyse utilisant des macros, développées sur le logiciel 

Image J. Cette méthode d’analyse semi-automatisée a été initiée, avec pour objectif, une 

standardisation/automatisation de notre test stéatogène, et ainsi permettre une meilleure 

reproductibilité. Pour rappel, les 3 macros décrites dans l’article permettent (1) de contourer les 

zones de foies pour chaque larve sur les images acquises en microscopie (macro n°1 : manuelle), 

(2) de quantifier l’accumulation des lipides par le calcul des ratios de fluorescence du signal 
lipidique normalisé (macro n°2 : automatisée), (3) de quantifier la présence de GL hépatiques par 

le calcul de leur densité et de leur surface par aire du foie (macro n°3 : semi automatisée). Ces 

paramètres calculés sont ensuite pondérés par des coefficients multiplicateurs choisis 

empiriquement, mais refletant les observations faites en microscopie, pour pouvoir calculer un 

score de stétose.  𝑆𝑡𝑒𝑎𝑡𝑜𝑠𝑖𝑠 𝑠𝑐𝑜𝑟𝑒 = (𝑅𝑎𝑡𝑖𝑜 × 400) + (𝐿𝐷𝑑𝑒𝑛𝑠 × 10000) + (𝐿𝐷_𝑎𝑟𝑒𝑎 × 100) 

L’objectif final serait d’automatiser au maximum cette méthode d’analyse, pour éliminer le biais 

du manipulateur lors de l’analyse et permettre une meilleure standardisation quant à l’évaluation 
du score de stéatose dans notre test StAZ. Pour ce faire, le développement et l’utilisation de la 
lignée transgénique de poisson-zèbre Liblue (AB-tg(Fab10 :CFP ;cry :mRFP), au foie fluorescent 

bleu, va nous servir pour une meilleure détection des zones hépatiques, sur les images de 

microscopie, avec pour but in fine de rendre automatique les macro n°1 et 3. 

3. Criblage des PE grâce au StAZ 

Ce test StAZ a permis de cribler différents PE dont les effets sur les maladies métaboliques sont 

suspectés (cas du BPS et BPF, par exemple) ou déjà décrits (cas du DDE, par exemple) dans la 

littérature. Suite aux screenings des PE par le test StAZ, outre le cas du DDE, il a été surprenant de 

constater qu’aucun autre des PE testés n’était capable d’induire d’augmentation significative du 
score de stéatose sur le modèle du poisson-zèbre, et ce, malgré des études démontrant leur 

implication dans l’initiation des NAFLD (Tableau S3). Il faut cependant prendre en considération 

les différences de doses d’expositions (doses fortes/doses environmentales) ou de stades de 

poisson-zèbre utilisés (larvaire/juvénile/adulte), qui peuvent expliquer les différences entre les 

études.  
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L’absorption, la bioaccumulation et la distribution des molécules toxiques dépendent du stade de 

développement du poisson zèbre. Au stade larvaire de 3 jpf, l’absorption se fait principalement 
par voie orale et cutanée (van Pomeren et al., 2017). Dans notre test, l’exposition aux molécules 

a été faite selon une méthode statique, avec ajout de la molécule directement dans l’eau sans 
renouvellement de milieu pendant 48h. Cependant, on peut se questionner au sujet de la dose 

réelle d’exposition des larves de poisson-zèbre, pouvant peut-être expliquer les différences 

d’effets stéatogènes des molécules. Des analyses chimiques par HPLC (chromatographie en phase 

liquide haute performance), pourraient permettre de connaitre de manière fiable la dose 

d’exposition, ainsi que la dose retrouvée dans le milieu à la fin des 48h d’exposition, ou encore la 
dose retrouvée directement dans la larve ; ceci devrait ainsi permettre d’établir une corrélation 

entre la dose nominale d’exposition et les effets observés. Bien que ces expérimentations n’aient 
pas été présentées, elles ont été entreprises par des collaborateurs du projet en charge des études 

OMICS haut-débit. 

Il est à noter que, chez la larve de poisson-zèbre avant 5 jpf, et donc à un stade ou la larve ne se 

nourrit pas, la source principale de lipides provient du sac vitellin, réservoir de lipides et de 

nutriments hérités de la mère et nécessaires au développement de l’embryon. Ces lipides sont 

activement métabolisés dans cet organe avant d'être transportés dans l'organisme et transformés 

en lipoprotéines dans l'intestin avant le début de l'alimentation. Le poisson-zèbre puise dans cette 

réserve jusqu’à son épuisement autour de 120hpf, âge auquel la résorption du sac vitellin est 
atteinte, et observable par une diminution de la quantité de lipides dans la zone viscérale (zone 

du sac vitellin) (Miyares et al., 2014).  

Un défaut de résorption de ce sac vitellin, source unique de lipides, implique une rétention des 

lipides au sein de cette réserve et laisse donc suggérer des perturbations du métabolisme et du 

transport des lipides. Ce mécanisme a notamment déjà été mis en évidence sur des larves de 

poisson-zèbre traitées au BPA (Martínez et al., 2020a) et au propyl-parabène (Perugini et al., 2020) 

où l’absorption des lipides à partir de cette réserve vitelline était diminuée (phénomène qualifié 
de syndrome de malabsorption du sac vitellin). Au contraire, l’exposition au PFOS diminue la 
rétention des lipides du sac vitellin suggérant la capacité des larves à utiliser toute l’énergie 
stockée nécessaire à leur croissance (Martínez et al., 2019b).  

Dans certains cas, la rétention des lipides du sac vitellin peut être en partie attribuable à un retard 

de croissance induit par les expositions aux composés toxiques. Par exemple, l’augmentation de 
l’aire relative du sac vitellin chez des embryons exposés à la TBT a été mise en relation avec le fait 

que les larves soient de plus petite taille (Martínez et al., 2019a). Ainsi, dans nos études futures, il 

serait intéressant d’étudier les effets du DDE, mais aussi des autres PE, sur la rétention ou non des 

lipides au niveau du sac vitellin. Cette notion est notamment à considérer dans le déroulé du test 

StAZ, puisque une molécule capable d’interférer avec le métabolisme du sac vitellin peut avoir un 

effet sur la rétention des lipides qui peut se répercuter sur le métabolisme lipidique hépatique.  
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4. Optimisation et perspectives du StAZ 

Le test StAZ mis au point sur une lignée sauvage de poisson-zèbre et optimisé sur la lignée LiBlue 

nous a permis de cribler les 10 PE du projet et d’identifier la molécule DDE comme molécule 

capable d’induire la stéatose.  

Le but d’un développement d’un tel test est de pouvoir proposer à l’OCDE de nouvelles méthodes 

standardisées permettant d’évaluer les effets des PE sur le développement des NAFLD. Si le 

protocole de notre test a été validé en interne dans notre laboratoire et fait actuellement l’objet 
d’une validation inter-laboratoire, il est important de noter que dans l’état actuel des choses, il 

n’est pas encore assez avancé pour être proposé à l’OCDE. En effet en ce qui concerne l’utilisation 
des solvants, l’OCDE recommande une concentration maximale de solvant de 0,1mL/L (0,01%v/v) 

pour les essais aquatiques (OECD, 2019). Or, dans notre cas, le test StAZ utilise le DMSO comme 

solvant à une concentration de 0,1%v/v.  

En outre, la question du DMSO pose problème dans son utilisation en tant que solvant dans les 

tests d’évaluation des toxiques. Premièrement, il a été décrit que l’exposition à un stade 

embryonnaire pendant 48h au DMSO à des concentrations allant jusqu’à 0,1%, affectait 

l’expression des gènes liés au métabolisme et au développement (Turner et al., 2012). Ensuite, 

des effets synergiques, additifs ou antagonistes peuvent apparaitre entre le solvant et la molécule 

chimique testée, sous estimant ou sur estimant la toxicité de la molécule. Des effets synergiques 

ont notamment été montrés sur des embryons de poisson-zèbre exposés au DMSO (0,1%) et au 

métal  vanadium (50ppm), où l’utilisation combinée de ces deux molécules entrainait une plus 

forte toxicité (développement de malformations), alors que les deux molécules seules 

n’induisaient pas de toxicité (Kim and Lee, 2021). Enfin, le DMSO a été décrit comme pouvant avoir 

des propriétés de perturbation endocrinienne. Une étude sur des hépatocytes de saumons 

exposés au DMSO à 0,1% pendant 48h a montré une augmentation de l’expression des récepteurs 
aux œstrogènes et de la vitellogenine (biomarqueur de perturbations oestrogéniques chez le 

poisson) (Mortensen and Arukwe, 2006). Dans ce sens, les récentes lignes directrices de l’OCDE 
pour les tests de perturbation endocrinienne chez les espèces aquatiques indiquent que les 

solvants peuvent être un facteur de confusion dans les tests de toxicité aquatique et déconseillent 

spécifiquement l'utilisation de solvants, à moins que cela ne soit techniquement inévitable. Dans 

notre cas, du fait de la faible solubilité de certains composés dans l’eau, l’utilisation du DMSO 
comme solvant de dilution et comme contrôle négatif dans nos expérimentations nous a semblé 

indispensable mais pourrait être revue à la baisse. L’utilisation d’une concentration moindre en 

DMSO (0,01%v/v), pourrait ainsi permettre au test StAZ d’être proposé comme test OCDE 
permettant d’évaluer les nouvelles molécules arrrivant sur le marché, pour leur capacité à induire 

une stéatose hépatique.  

Enfin, le manque de protocole standardisé sur le poisson-zèbre permettant d’évaluer les effets 

des PE dans les maladies métaboliques, nous encourage à proposer notre test StAZ, une fois 

optimisé et validé, pour évaluer les toxiques pouvant agir comme molécules stéatogènes. De plus, 

couplé à des études haut-débit comme les études OMICS, il pourrait contribuer à une meilleure 

compréhension des mécanismes d’induction de la stéatose.  
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b. Mode d’action et effets du DDE  – Etude de l’expression génique 

 

1. Effet du DDE dans le métabolisme des lipides 

L’accumulation de lipides induite dans le développement de la stéatose est généralement due aux 

déréglements de plusieurs processus biologiques. Afin de comprendre par quels mécanismes le 

DDE était capable d’induire l’accumulation excessive de lipides hépatiques sur la larve de poisson-

zèbre, une étude à moyenne échelle de l’expression des gènes a été menée en utilisant la 

technologie microfluidique Fluidigm-Biomark. Ainsi, de nombreux gènes impliqués dans 

l’homéostasie des lipides ; et notamment ceux intervenant dans l’absorption des AG, la LDN, 
l’export et l’oxydation des AG ; ont pu être analysés. 

Il est à noter que si la plupart des PE sont décrits pour avoir des effets suivant une relation 

dose/réponse non monotone, dans notre étude la majorité des effets observés ont été mis en 

évidence de manière significative aux fortes doses de DDE (1 et 10 µM). 

De manière intéréssante dans notre étude, certains gènes étudiés ont été montrés comme 

réprimés, contredisant ce qui est habituellement décrit dans le cadre de la stéatose. C’est par 
exemple le cas des gènes codant pour les transporteurs Fabp10a, Fabp1 ou encore Cd36, 

responsables du transport intracellulaire ou de l’entrée des AG dans la cellule (Figure 6a de 

l’article). Cela peut être vu comme un mécanisme de compensation permettant de limiter l’entrée 
d’AG et ainsi prévenir leur accumulation. L’expression du gène dgat1, codant pour l’enzyme 
impliquée dans la dernière étape de synthèse des TG est également diminuée dans notre étude, 

et cela, malgré le fait que le DDE induise une augmentation des lipides neutres hépatiques (TG et 

esters de cholestérol), démontrée grâce au test StAZ. Des expériences supplémentaires seraient 

donc nécessaires pour étudier l’expression protéique et l’activité de Dgat afin de pouvoir conclure 

quant à son implication (mise en évidence d’une réelle diminution d’activité). De plus, DGAT existe 

sous deux isoformes et il semblerait que l’isoforme DGAT1 oriente plutôt vers la formation de TG 

empaquetés dans les VLDL, alors que DGAT2 produisent des TG stockés dans les GL (Alves-Bezerra 

and Cohen, 2017; Rui, 2014). Ainsi, cette diminution significative de l’expression de dgat1 serait 

cohérente avec la diminution observée (non significative) de la plupart des gènes liés à l’export 
des TG dans les VLDL (apob, apoa2, mttp) (Figure 34a). Alors que, même si les résultats ne sont 

pas significatifs, une augmentation de dgat2 semble induite par le DDE à 10 µM et pourrait 

expliquer l’augmentation des TG (Figure 34b). 
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Figure 34 : Effets du DDE sur l’expression des ARNm des gènes impliqués dans le métabolisme des lipides 

caractéristiques de la stéatose. Des larves de poisson-zèbre ont été exposées au DDE (0,1 , 1 et 10 µM) pendant 

48h, de 3 à 5 jpf. L’expression de l’ARNm, évaluée par RT-qPCR, des gènes liés au métabolisme des lipoprotéines 

(a) et des AG (b) est présentée. Les données sont exprimées par rapport aux niveaux d'ARNm mesurés dans les 

larves témoins DMSO, fixés à 0 (variation log 2 fois). Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n= 7-9).  

srebf1 (orthologue de SREBP-1c chez l’homme) est l’un des principaux facteurs de transcription 
impliqué dans la synthèse des AG via la LDN. Dans notre étude, la diminution de son expression 

peut expliquer l’absence de régulation de ses gènes cibles impliqués dans la LDN, tels que fasn 

(orthologue de FAS), acaca (orthologue de l’ACC) et elovl6 (Figure 35a). Enfin, si ces dérégulations 

laissent suggérer une action du DDE dans la diminution de la synthèse d’AG, il faut cependant 

rappeler la forte accumulation de TG mis en évidence par le test StAZ. Ainsi, on pourrait plutôt 

suggérer que la diminution des niveaux transcriptionnels de srebf1 puisse constituer un 

mécanisme d’adaptation compensatoire permettant de contrer l’accumulation de lipides induite 
par le DDE, suite à la forte accumulation de TG. 

Si dans notre étude, le DDE diminue significativement l’expression de srebf1, on sait également 

que d’autres facteurs de transcription sont impliqués dans l’activiation de la LDN, comme ChREBP 

et C/EBPα. Par exemple, l’augmentation protéique de C/ebpα et de Pparγ ont été mises en 
évidence chez le poisson-zèbre exposé de 6hpf à 120hpf au BPA (200 µg/L) en lien avec 

l’augmentation de l’expression concomittante des gènes fasn, acc (Sun et al., 2020). Dans ce sens, 

nous avons observé que le DDE à 1 et 10 µM induisait une augmentation significative des gènes 

cebpa et chrebp codant pour ces facteurs de transcriptions, pouvant expliquer l’augmentation de 
la LDN malgré l’inhibition de srebf1 (Figure 35b). L’augmentation des niveaux de ChREBP dans les 

NAFLD a été proposé comme un mécanisme de défense potentiel, qui certes, augmenterait la LDN 

mais protègerait le foie des lésions hépatiques (notamment de l’augmentation des taux de 
cholestérol lipotoxique) et de la progression vers la NASH (Zhang et al., 2017). Ainsi, même si 

SREBP-1 est considéré comme le principal régulateur de la LDN dans les NAFLD, on pourrait 

considérer dans notre cas que l’activation de ChREBP pourrait être moins préjudiciable que celle 
de SREBP-1c. 

Il a également été décrit que l’inhibition de SREBP-1c pouvait induire une augmentation 

compensatoire des niveaux de SREBP-2 (Liang et al., 2002). Dans notre étude, cette activation 

compensatoire de srebf2 n’a pas été mise en évidence sous l’effet DDE (Figure 35b). 
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Figure 35: Effet du DDE sur l’expression des ARNm des gènes impliqués dans le métabolisme des lipides. Des 

larves de poisson-zèbre ont été exposées au DDE (de 1nM à 10 µM) pendant 48h, de 3 à 5 jpf. L’expression de 
l’ARNm, évaluée par RT-qPCR, des gènes liés à la lipogénèse de novo (a) et aux facteurs de transcriptions (b) est 

présentée. Les données sont exprimées par rapport aux niveaux d'ARNm mesurés dans les larves témoins DMSO, 

fixés à 0 (variation log 2 fois). Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n=7-9). * P < 0.05, ** P < 0.01, *** P < 0.001, 

par comparaison avec le groupe témoin en utilisant ANOVA et le test de Dunnett. 

Au total, l’étude par la technologie Fluidigm, de l’expression des gènes impliqués dans le 
métabolisme des lipides, a permis une analyse mécanistique ciblée en se focalisant sur les gènes 

particulièrement décrits dans la littérature pour être dérégulés dans le cadre de la stéatose. Notre 

approche mécanistique s’est limitée à regarder l’expression des principaux facteurs de 

transcription régulant le métabolisme des lipides mais nous n’avons pas concrètement mesuré 
quels étaient leurs niveaux d’activité (expérience avec des gènes rapporteurs ou avec des 
inhibiteurs). Cela doit être envisagé afin de mieux caractériser le mode d’action des PE. 

Dans la littérature, les effets du DDE ont déjà été impliqués dans la dérégulation des lipides 

hépatiques (Olsvik and Søfteland, 2018; Rodríguez-Alcalá et al., 2015), la perturbation de la 

balance redox associée à des dommages oxydatifs (Elmore and La Merrill, 2019; Migliaccio et al., 

2019; Morales-Prieto et al., 2018), des dysfonctions mitochondriales (Liu et al., 2017; Morales-

Prieto et al., 2018) ainsi que la dérégulation de l’adipogénèse (Cano-Sancho et al., 2017; Pestana 

et al., 2017). Dans ce contexte d’induction de la stéatose par le DDE sur des larves de poisson-

zèbre, des études sans a priori seraient nécessaires, comme des analyses transcriptomiques pour 

mettre en évidence la régulation de voies de signalisation permettant d’analyser toutes les voies 
de signalisation et de mettre en évidence de nouveaux mécanismes par lesquels le DDE induirait 

le développement des NAFLD.  

2. Effet du DDE dans l’inflammation 

Lorsque les GL s'accumulent dans le foie, une série de troubles fonctionnels des organites peuvent 

se produire en raison de la lipotoxicité de certains lipides, tels que le dysfonctionnement 

mitochondrial et le stress du RE, favorisant par la suite le stress oxydant et la production de 

métabolites pro-inflammatoires (Deng et al., 2022; Geng et al., 2021; Hughey et al., 2022).  
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Dans la perspective d’étudier l’inflammation pouvant être induite par le DDE et ainsi, initier la 

transition vers les stades NASH, quelques gènes impliqués dans les processus pro-inflammatoires 

ont été analysés. L’exposition au DDE à 1 et 10 µM a significativement induit une forte 

augmentation au niveau transcriptionnel des cytokines pro-inflammatoires IL-1β (Figure 6d de 
l’article), ainsi qu’une légère augmentation de l’IL-6 et du TGF-β  (Figure 36a). De plus, aux fortes 

concentrations de DDE, le facteur de transcription NF-kB est également induit (Figure 36b), 

suggérant que, en plus d’induire l’apparition des NAFLD, le DDE pourrait favoriser le 

développement d’une inflammation hépatique. 

 
Figure 36 : Effet du DDE sur l’expression des ARNm des gènes impliqués dans l’inflammation. Des larves de 

poisson-zèbre ont été exposées au DDE (de 1 nM à 10 µM) pendant 48h, de 3 à 5 jpf. L’expression de l’ARNm, 
évaluée par RT-qPCR, des gènes liés à l’inflammation (a) et du facteur de transcription nfκb (b) est présentée. Les 

données sont exprimées par rapport aux niveaux d'ARNm mesurés dans les larves témoins DMSO, fixés à 0 

(variation log 2 fois). Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n=7-9).* P < 0.05, ** P < 0.01, *** P < 0.001, par 

comparaison avec le groupe témoin en utilisant ANOVA et le test de Dunnett. 

c. Implication de SCD1 dans la stéatose 

Dans notre étude, nous avons montré que la stéatose induite par le DDE sur la larve de poisson-

zèbre pouvait en partie être médiée par la désaturase Scd1. En effet, en inhibant son activité avec 

le A93957, l’accumulation de lipides hépatiques mise en évidence avec le test StAZ était 

significativement réduite (Figure 9 de l’article).  

Présente sous 5 isoformes, la SCD1 est exprimée de manière ubiquitaire, mais fortement induite 

dans le foie et le cœur après une alimentation riche en glucides. Cette enzyme catalyse la synthèse 

d’AGMI (principalement d’acide palmitoléique et d’acide oléique, à savoir les plus abondants des 

AGMI) à partir d’AGS. Par la suite, ces AGMI servent à la synthèse de TG, d’esters de cholestérol 
et de phospholipides. Cette enzyme est notamment co-localisée à la membrane du RE avec 

l’enzyme DGAT qui est également nécessaire à la synthèse de TG. Dans notre étude, la forte 

augmentation d’expression du gène scd1 serait donc en partie responsable de l’augmentation de 
la synthèse de TG hépatiques mise en évidence par coloration Nile Red.    

SCD1 est connue pour être principalement régulée par SREBP-1c ; cependant l’expression de ce 
dernier est fortement diminuée par le DDE dans nos conditions expérimentales. Toutefois, SCD1 

peut également être régulée par les récepteurs nucléaires tels que LXR, PPARα ou encore PXR 

(López-Velázquez et al., 2012). Dans notre étude, l’expression du gène codant pour Pxr est 
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augmentée de manière significative par le DDE, suggérant qu’il pourrait être responsable de 

l’induction de scd1, bien que ceci reste à tester. Il pourrait ainsi être intéressant d’inhiber son 
activité (par l’utilisation d’antagoniste ou d’un KO par exemple) et de voir si cela a un effet sur 

l’activité de Scd1 et sur l’accumulation de lipides hépatiques. De plus, Pxr a déjà été décrit comme 

étant impliqué dans l’augmentation de la synthèse de TG (Zhou et al., 2008) et l’inhibition de ce 

récepteur a dejà été proposée comme potentiel traitement dans les NAFLD (Sookoian et al., 2010).  

Enfin pour appuyer le rôle prépondérant de SCD1 dans la pathogénèse des NAFLD, il est également 

important de rappeler qu’un traitement inhibant spécifiquement son activité a été décrit pour 
améliorer les NAFLD. En effet, des essais de phase 3 sont en cours sur l’ Aramchol™, un conjugué 

d’acide arachidonique et cholique inhibant SCD1 (Lanthier, 2020). Cette molécule a amélioré la 

steatohépatite et la fibrose chez les rongeurs et réduit la stéatose dans un essai clinique précoce 

(Safadi et al., 2014). Les résultats de la phase 2b, publiés en 2021, rapportent une réduction de la 

stéatose hépatique associée à une résolution de la NASH avec amélioration de la fibrose (Ratziu 

et al., 2021). SCD1 étant une enzyme impliquée dans la LDN, il s’agit, dans ce cas, d’une approche 
visant à traiter la NASH en ciblant un des mécanismes pouvant mener à la stéatose. Ce même 

genre d’approche est également réalisé avec le GS-0976 et le PF-05221304, inhibiteurs d’une autre 
enzyme de la LDN, l’acétyl-CoA carboxylase (ACC) (Guirguis et al., 2021; Lanthier, 2020).  

Néanmoins, il a également été décrit que SCD1 pourrait agir comme un facteur de protection en 

retardant l’évolution des NAFLD. En effet, comme mentionné précédemment, la conversion des 

AGS en AGMI par SCD1, semblerait protéger de la lipotoxicité des AGS (Benhamed et al., 2012). 

En accord avec cela, une étude a montré que l’inhibition pharmacologique spécifique de SCD1 

sensibilisait les cellules à l’apoptose, du fait de l’accumulation d’AGS (Li et al., 2009). Ainsi, une 

augmentation de l’activité de SCD1 pourrait, malgré tout, être protectrice dans le cas d’une 
surcharge en AGS lipotoxiques, en favorisant leur conversion en AGMI et leur stockage. De même, 

malgré la prévention de la stéatose, les souris SCD1-KO, atteintes de NASH induite par un régime 

déficient en méthionine et en choline, présentent une augmentation de la fibrose hépatique et de 

l’apoptose des hépatocytes (Ducheix et al., 2016). Le résultat final de l'inhibition de SCD1 pourrait 

donc mener à une aggravation de la NASH due à l'accumulation intracellulaire d'AGS cytotoxiques. 

Ainsi, il est suggéré que SCD1 est augmentée dans un contexte d’initiation de la stéatose pour 
contribuer à l’augmentation de la synthèse d’AG, mais que son activité est par la suite diminuée, 
entrainant une augmentation significative des niveaux d’AGS hépatiques lipotoxiques, favorisant 

ainsi la progression de la stéatose vers la steatohépatite (Li et al., 2009). Il serait intéressant de 

suivre son activité et d’évaluer son rôle dans cette transition pathologique sur le modèle de 

poisson-zèbre exposé au DDE. 

d. Remodelage membranaire 

Le remodelage membranaire peut être caractérisé comme une modification des caractéristiques 

des radeaux lipidiques et/ou l’altération de la fluidité membranaire. Ce phénomène a déjà été 

bien décrit dans notre équipe comme un mécanisme d’hépatotoxicité induit par l’exposition à des 
produits chimiques (B[a]P et éthanol), sur des modèles in vitro et in vivo (Collin et al., 2014; 
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Nourissat et al., 2008; Podechard et al., 2017; Tekpli et al., 2012). De plus, le remodelage 

membranaire a également été récemment proposé comme participant à la pathogénèse des 

NAFLD (Hall et al., 2017; Imran et al., 2018). Cette dernière étude issue de notre laboratoire a ainsi 

démontré sur le modèle de larves de poisson-zèbre stéatosées (induite par une régime HFD), que 

la co-exposition au B[a]P et à l’éthanol altérait de manière significative les propriétés des 

membranes hépatiques, et ce, en augmentant l’ordre membranaire et en altérant la distribution 

spatiale des radeaux lipidiques.  

C’est pourquoi, dans notre étude, nous avons exploré l’implication in vivo du remodelage 

membranaire, et plus particulièrement de la fluidité membranaire dans le développement de la 

stéatose induite par le DDE. En outre, le rôle de SCD1 dans la balance AGS/AGI nous a également 

suggéré un effet du DDE sur le remodelage membranaire. De manière contradictoire avec ce qui 

est décrit dans la littérature dans le cadre des NAFLD8, nous avons démontré que le DDE était 

capable de diminuer l’ordre membranaire au niveau des cellules hépatiques, témoignant d’une 
augmentation de la fluidité membranaire hépatique. Si le rôle de SCD1 dans cet effet a été discuté 

dans l’article, nous cherchons également d’autres voies impliquées dans ce remodelage 
membranaire. 

1. Origine du remodelage membranaire 

Le remodelage membranaire dépend en grande partie de la composition des membranes en 

lipides. Des études métabolomiques pourraient, notamment, nous permettre d’étudier en détail 
cette  composition et nous informer d’un possible enrichissement ou appauvrissement en certains 
lipides spécifiques chez la larve de poisson-zèbre à 5jpf exposée au DDE. Leurs caractérisations 

pourraient nous permettre de confirmer l’augmentation de la fluidité membranaire induite par le 
DDE, à travers les modifications de la balance AGI/AGS liées à SCD1. De plus, la teneur exacte en 

cholestérol ou en céramide, pourrait nous renseigner sur d’autres mécanismes potentiels 
dépendant du remodelage membranaire et impliqués dans le développement et la progression 

des NAFLD.  

Notre équipe a précédemment décrit que la fluidité membranaire pouvait être induite par 

l’inhibition de la synthèse de cholestérol via la diminution de l’activité de l’HMG-CoA réductase 

(Tekpli et al., 2010). En effet, si le cholestérol assure une rigidification des membranes lipidiques, 

la diminution de sa synthèse favorise leur fluidification. Dans notre contexte d’étude, l’exposition 
au DDE des larves de poisson-zèbre induit une inhibition de l’expression de l’hmgcra (Figure 6b de 
l’article) et une augmentation de la fluidité membranaire (Figure 8 de l’article). Cela suggère une 

diminution de la synthèse de cholestérol qui pourrait être responsable de la fluidification des 

membranes par appauvrissement en cholestérol. Il serait intéressant de confirmer cette 

hypothèse en évaluant les niveaux de cholestérol dans les larves, en particulier au niveau 

                                                           
8 L’obésité et les désordres métaboliques sont généralement associés à une diminution de la fluidité 
membranaire avec un enrichissement en AG saturés (Gianfrancesco et al., 2018). 
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membranaire. Si cette inhibition de synthèse est confirmée, il pourrait donc être intéressant 

d’augmenter sa synthèse ou son apport, pour potentiellement contrecarrer la fluidification induite 
par le DDE et également déduire les conséquences de cet effet du DDE sur les membranes. Cette 

altération de synthèse du cholestérol a notamment été décrite comme pouvant être médiée par 

le récepteur AhR et par la production d’ERO dans le cas d’une exposition au xénobiotique B[a]P 

(Tekpli et al., 2012, 2010). L’augmentation des ERO en particulier, induite une augmentation de la 
peroxydation lipidique, participe à l’augmentation de la fluidité membranaire et au regroupement 
des radeaux lipidiques (Aliche-Djoudi et al., 2013; Podechard et al., 2017). La diminution 

d’expression de l’HMG-CoA réductase pourrait également faire intervenir une diminution de 

l’expression de LXR et de SREBP1c (Tekpli et al., 2012, 2010). Afin de déterminer l'origine du 

remodelage membranaire sur le modèle de poisson-zèbre dans nos conditions expérimentales, il 

serait donc intéressant d'étudier à l’avenir l'impact d’AhR, de LXR ou SREBP1c et de la production 
des ERO.  

Par ailleurs, il a été mis en évidence par notre équipe que le remodelage membranaire pouvait 

être induit par une augmentation de la teneur en céramides au sein des membranes et mener à 

l’agrégation des radeaux lipidiques puis à des dommages hépatiques (Rebillard et al., 2007). Dans 
notre cas, le DDE a fortement induit l’expression de deux gènes codant pour l’enzyme 

sphingomyélinase (smpd1 et smpdl3), conduisant à émettre l’hypothèse d’une augmentation de 
la synthèse des céramides et d’une possible agrégation des radeaux lipidiques. Définis par un 
ordre membranaire élevé, la distribution spatiale et l’agrégation des radeaux lipidiques peuvent 

être mises en évidence par l’utilisation de la sonde di-4-ANEPPDHQ et observées par microscopie 

confocale en s’intéressant spécifiquement aux différentes régions de la membrane plasmique. Les 
zones membranaires avec une forte valeur GP reflètent ainsi des niveaux élevés de regroupement 

de ces radeaux lipidiques (Imran et al., 2018). 

2. Conséquences du remodelage membranaire sur la stéatose 

Du fait de la fluidification induite par le DDE au sein des membranes hépatiques, il serait 

intéressant d’étudier le rôle de ce remodelage membranaire dans le développement de la stéatose 

ou dans la progression des NAFLD. L’utilisation de stabilisants membranaires tels que l’acide 

ursodésoxycholique (UDCA) ou le monosialoganglioside GM1, connus pour inhiber la fluidification 

membranaire (Sergent et al., 2005), pourrait nous permettre d’identifier le rôle spécifique du 
remodelage membranaire dans l’induction de la stéatose hépatique par le DDE.  

3. Conséquences du remodelage membranaire sur l’apoptose 

Le remodelage membranaire induit par des toxiques chimiques et impliquant l’agrégation ou la 
déstructuration des radeaux lipidiques, a été décrit comme étant à l’origine de dommages 
hépatiques. Notamment, il a été démontré qu’il pouvait déclencher la mort cellulaire 
apoptotique : par l’activation de NHE-1 via une alcalinisation intracellulaire (Tekpli et al., 2012, 

2010), par le recrutement de récepteurs de mort (Rebillard et al., 2007), par un stress oxydant via 



 

197 

 

l’activation de la phospholipase C et l’accumulation de fer pro-oxydant (Collin et al., 2014; 

Nourissat et al., 2008). Comme la mort des hépatocytes est une caractéristique principale de la 

NASH/TASH (Wahlang et al., 2019, 2013), le remodelage membranaire pourrait donc être proposé 

comme un mécanisme clé impliqué dans la progression de la NAFLD lors de l'exposition aux PE. 

Dans notre contexte d’étude, même si l’induction de la mort cellulaire par le DDE n’a pas été 

étudiée, il serait intéressant de réaliser cette étude, pour pouvoir mettre en lien le remodelage 

membranaire avec la progression pathologique des NAFLD (cette notion sera notamment 

développée dans la seconde partie des résultats portant sur le test ShAZ). 

4. Conséquences du remodelage membranaire sur 

l’inflammation 

Dans notre étude, nous avons mis en évidence une augmentation de l’expression des ARNm de 
plusieurs marqueurs d’inflammation, tels que il1b, il6 et nfkb (Figure 36). Cette induction de 

l’inflammation pourrait être en lien avec un remodelage membranaire. En effet, de nombreuses 

études ont démontré le rôle des radeaux lipidiques dans l'inflammation associée à la 

stéatohépatite (Das et al., 2015; Gianfrancesco et al., 2018). La modification des propriétés 

physicochimiques des membranes hépatiques, notamment l’agrégation des radeaux lipidiques 
peut entrainer le recrutement et l’activation de protéines spécifiques au sein de ces 

microdomaines membranaires ; c’est le cas en particulier des récepteurs de type TLRs (TLR 2, 4 et 

9) qui favorisent le développement de processus inflammatoires. Cette activation induit la voie 

NF-κB, qui se traduit par la production de plusieurs médiateurs inflammatoires comme IL-1β et IL-

6 et TNF-α (Das et al., 2015; Gianfrancesco et al., 2018; Roh et al., 2015; Roh and Seki, 2013). De 

plus, l'activation de TLR-4 associée au remodelage membranaire pourrait également activer 

l'inflammasome NLRP3, qui déclenche alors une réponse inflammatoire et fibrogène. . Il a 

également été décrit, au cours des NAFLD, que le remodelage des phospholipides membranaires 

(par la LPCAT2 et la PLA2) pouvait favoriser le déclenchement de l’inflammation et du stress 
oxydant, par la production de métabolites pro-inflammatoires (acide arachidonique et 

éicosanoïdes) (Hall et al., 2017). Comme prédément, il pourrait être pertinent de moduler le 

remodelage membranaire induit par le DDE et d’en étudier les conséquences sur l’inflammation 
et la progression vers la NASH.  

L’étude de la déstructuration de ces radeaux en bloquant, par exemple, la synthèse des céramides 

(supposée comme étant augmentée dans notre étude de par la surexpression de la 

sphingomyélinase), nous permettrait de mettre en lien la diminution de l’agrégation des radeaux 
lipidiques et leur effet sur l’inflammation. De plus, l’isolement des radeaux lipidiques pourrait nous 
permettre de caractériser spécifiquement les protéines contenues au sein de ces radeaux ; puis 

par des méthodes d’inhibition (utilisation de siRNA, par exemple) d’observer les modifications 

susceptibles d’être impliquées dans la pathogénèse des NAFLD. 
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II.  Développement du test ShAZ (« Steatohepatitis Assay on Zebrafish »)  

En plus de participer au développement des NAFLD, les PE seraient également impliqués dans la 

progression pathologique favorisant la transition de la stéatose vers la stéatohépatite (Joshi-Barve 

et al., 2015; Wahlang et al., 2019). En effet, de nombreuses molécules, dont les PE,  ont 

précédemment été décrites pour induire des dysfonctions mitochondriales responsables d’un 

stress oxydant (Cano et al., 2021; Simões et al., 2018). Les PE sont également capables d’induire 
la mort cellulaire par apoptose en favorisant la synthèse d’AG lipotoxiques, ainsi que de 

promouvoir un contexte inflammatoire via l’infiltration de cellules inflammatoires et 

l’augmentation des cytokines pro-inflammatoires (Cano et al., 2021; Chen et al., 2016; Li et al., 

2021; Weng et al., 2020; Xu et al., 2013). 

Ainsi, toujours dans une optique de proposer de nouvelles stratégies de tests permettant 

d’identifier et de caractériser les effets des PE dans le développement des NAFLD ; le deuxième 

objectif de ma thèse était de développer un second test biologique, sur le modèle du poisson-

zèbre, permettant d’évaluer, cette fois-ci, la capacité des PE à induire la transition pathologique 

de la stéatose vers la stéatohépatite. Pour cela, nous avons cherché à mettre en évidence 3 

critères caractéristiques de la NASH : le stress oxydant, la mort cellulaire et l’inflammation, avec 

le développement d’un test standardisé, similaire au test StAZ. 

Il convient de noter que pour la plupart des PE faisant l’objet du projet Oberon, à défaut d’avoir 
observé leurs effets stéatogènes grâce au test StAZ, nous avons toutefois cherché à examiner leurs 

rôles dans la transition pathologique. 

i. Description du test ShAZ 

Pour le développement de ce second test biologique intitulé « Steatohepatits Assay on Zebrafish » 

(ShAZ), le modèle du poisson-zèbre a été à nouveau utilisé mais, cette fois-ci, dans un cadre 

d’expérimentation animale (stade > 5 jpf).  

Figure 37 : Design expérimental du protocole ShAZ 

La Figure 37 décrit le protocole mis en place pour la réalisation du test ShAZ. Le poisson-zèbre est 

dans un premier temps nourri avec un régime riche en gras (HFD) à partir de 5 jpf et jusqu’à 7 jpf, 

dans le but d’induire le développement d’une stéatose hépatique. La larve est ensuite exposée à 

7 jpf aux différents PE durant 96h. Dans ce contexte, afin de mettre en évidence la progression 

pathologique de la stéatose hépatique, la mort cellulaire, le stress oxydant et l’inflammation, ont 

cherché à être évalués comme critères caractéristiques de la NASH.  
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ii. Mise au point du test 

Préalablement à l’exposition aux PE, la stéatose hépatique a été évaluée chez les larves de 

poisson-zèbre à 7 jpf après 48h d’alimentation HFD. Ce régime, composé à 50% d’une alimentation 
dite « standard » et de 50% de jaune d’œuf déshydraté (Sigma-Aldrich, 53% de graisse), a permis 

d’induire une stéatose sur la larve de poisson-zèbre mise en évidence par une augmentation des 

lipides hépatiques après coloration des larves au Nile Red (Figure 38).  

 

Figure 38: Induction de la stéatose hépatique chez les larves de poisson-zèbre âgées de 7 jpf après 48h 

d’alimentation avec un régime riche en graisse. (a) Composition exacte des deux régimes dits « standard » (SD) 

et « riche en graisse » (HFD). Ce dernier est composé de 50% d’alimentation standard (Zebrafeed) et de 50% de 
jaune d’œuf déshydraté (Sigma-Aldrich) ; (b) Après exposition les larves euthanasiées, fixées, colorées au Nile 

Red avant acquisition des images par microscopie à fluorescence ; (c) quantification de l’augmenation de 
fluorescence témoignant de l’accumulation de lipides hépatiques. Les valeurs sont des moyennes +/- SEM (n=25 

larves). *P<0,05, par comparaison avec le groupe témoin en utilisant le t-test de Student. 

Après confirmation de la stéatose hépatique induite par le régime HFD, la toxicité des différents 

PE a été évaluée permettant de définir les concentrations non toxiques qui seront utilisées au 

cours du test ShAZ. Suite à l’exposition des larves stéatosées aux PE (BPA, BPS, BPF, DEHP, DBP, 

PFOA, PFOS, DDE), à partir de 7 jpf et durant 96h, les différentes concentrations non-toxiques ont 

pu être définies. Ainsi, dans le but d’utiliser des doses sub-toxiques pour chaque PE tout en restant 

à des concentrations pertinentes d’une exposition humaine, il a été choisi des doses allant de 1 
nM à 10 µM en fonction des molécules (Figure 39). 
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Figure 39 : Evaluation de la toxicité des PE sur les larves de poisson-zèbre stéatosées à 11 jpf. (a) Effet dose-

réponse des PE sur la survie des larves de poisson-zèbre après 96h de traitement. Les larves de poisson-zèbre 

sont nourries à partir de 5 jpf avec un régime riche en graisse et ont été exposées pendant 96h du 7ème au 11ème 

jpf aux différents PE: BPA (0,001 ; 0,01 ; 0,1 ; 1 ; 10 ; 30 ; 50 µM) , BPS (0,001 ; 0,1 ; 10 µM) , BPF (0,001 ; 0,1 ; 10 

µM), DDE (0,001 ; 0,01 ; 0,1 ; 1 ; 10 µM), PFOA (0,001 ; 0,01 ; 0,1 ; 1 ; 10 µM), PFOS (0,001 ; 0,1 ; 1 ; 10 µM), DEHP 

(0,001 ; 0,1 ; 0,025 ; 0,1 ; 1 ; 10 ; 100 ; 1000 µM) et DBP (0,001 ; 0,1 ; 1 ; 10 µM). Les données présentées sont la 

moyenne +/- SEM (n=2-10 batch de 30 larves/conditions). (b) Tableau résumant la toxicité de chaque composé 

en terme de mortalité : vert 0-10%, jaune 10-30%, orange 30-80%, rouge 100% des larves atteintes. Les lignes en 

pointillés indiquent les intervales de concentrations pour chaque composé qui seront testées avec le ShAZ. 
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Une fois les doses définies, nous avons cherché à évaluer la capacité de ces PE à induire la 

transition pathologique de la stéatose vers la stéatohépatite en étudiant le stress oxydant, la mort 

cellulaire et l’inflammation. Pour cela, différentes techniques ont été envisagées et seront décrites 

par la suite, comme, les études d’expressions géniques, les études histologiques, des techniques 

biochimiques de dosage, ou encore les techniques d’imagerie par fluorescence. L’objectif final 

étant de développer un test standardisé utilisant l’imagerie à fluorescence et permettant 

d’évaluer ces trois critères à la fois, de manière semblable au test StAZ. De la même manière, un 

« score de stéatohépatite » pourra être établi en prenant en compte ces trois paramètres et 

permettra de conclure quant à la capacité d’un PE à induire la NASH. 

Ainsi, des études préliminaires ont été entreprises, avec notamment l’étude des effets de 

certaines molécules comme le BPA, le DEHP, ou encore le DDE. Leurs effet dans l’induction de la 
NASH, ont pu être comparés à ceux de trois contrôles positifs: l’amiodarone à 10 µM et la 

thioacétamide (TAA) à 50 mM en condition d’exposition aiguë (4h d’exposition à 11 jpf) ; et la 

TCDD, à 0,3 nM dans les mêmes conditions d’exposition que les PE (96h à partir de 7 jpf). Ces trois 

molécules sont en effet connues pour être des inducteurs de stéatose et de stéatohépatite chez 

l’Homme et/ou dans les modèles in vivo (Amali et al., 2006; Verstraelen et al., 2016). 

iii. Mise en évidence des dommages hépatiques  

Dans un premier temps, la capacité des PE à induire des dommages hépatiques, a pu être évaluée 

en étudiant, par qRT-PCR, l’expression de gènes reflétant une hépatotoxicité ou, par analyses 

histologiques, les altérations cellulaires du foie. Même si le critère « hépatotoxique » ne sera pris 

en compte dans l’évaluation du score de stéatohépatite calculé grâce au ShAZ, ce type d’analyses,  
permettant d’évaluer le caractère hépatotoxique des PE, nous parait pertinent dans un premier 
temps pour confirmer la NASH sur notre modèle de poisson-zèbre, notamment avec le contrôle 

positif TCDD, et par la suite pouvoir mettre au point notre test. 

Les niveaux d’expression de gènes décrits pour refléter une hépatotoxicité tels que zgc163022, tfa 

(tous deux liés au métabolisme du fer impliqué dans les lésions hépatiques) ou crp (marqueur de 

la phase aigüe d’atteinte hépatique) ont pu être observés chez des larves stéatosées, exposées 

durant 96h à différentes concentrations de BPA ou de DEHP (Figure 40). Si le contrôle positif TCDD 

a induit une augmentation des deux gènes d’hépatotoxicité (zgc163022 et tfa), aucun des deux PE 

n’a été capable d’induire ces marqueurs ; à l’exception du BPA, pour lequel le gène tfa, codant 

pour la Transferrine α (protéine de transport ferrique), a été significativement surexprimé à toutes 

les concentrations testées. Il est à noter que la même tendance, bien que non significative, a été 

observée pour les différentes concentrations de DEHP testées (Figure 40).  
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Figure 40 : Effets du BPA et du DEHP sur l’expression des gènes reflétant une hépatotoxicité sur les larves de 

poisson-zèbre à 11 jpf. Des larves de poisson-zèbre ont été nourries à partir de 5 jpf au régime HFD dans le but 

d’induire une stéatose, puis ont été exposées à la TCDD (0,3 nM), au BPA (0,01 à 10 µM), au DEHP (0,01 à 10 µM) 

pendant 96h, de 7 à 11 jpf. L’expression de l’ARNm, évaluée par RT-qPCR, des gènes liés à l’hépatotoxicité est 

présentée. Les données sont exprimées par rapport aux niveaux d'ARNm mesurés dans les larves témoins DMSO, 

fixés à 0 (variation log 2 fois). Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n=3-15 larves). * P < 0,05, ** P < 0,01, *** P < 

0,001, par comparaison avec le groupe témoin en utilisant l’ANOVA et le test de Dunnett. 

Dans un second temps, toujours dans le but d’étudier les atteintes hépatiques induites par le BPA 
et le DEHP, nous avons cherché à évaluer les altérations cellulaires du foie après exposition à ces 

molécules. Pour cela, après exposition des larves de poisson-zèbre stéatosées aux PE et aux 

contrôles positifs amiodarone, TAA et TCDD, les larves ont été euthanasiées, fixées au PFA 4%, 

déshydratées, puis incluses en paraffine, d’après les protocoles standards de la plateforme 
HistoPathology High Precision (H2P2, Rennes, France). Les atteintes hépatiques ont ensuite été 

évaluées par coloration des coupes histologiques de poisson-zèbre à l’hématoxyline, éosine et 
safranine (HES) permettant de marquer respectivement les noyaux en violet, le cytoplasme en 

rose et le collagène en jaune orangé, avant d’être imagées au scanner de lame Nanozoomer NDP 
(Hamamatsu Photonics K.K., Japan). L’analyse quantitative a été réalisée par comptage des cellules 

hépatiques altérées pour chacune des conditions. Le terme d’altérations recouvre un ensemble 

de critères morphologiques tels que la présence de vacuoles, le ballonnement des hépatocytes ou 

bien encore la présence de lacunes cellulaires (ces critères morphologiques d’altérations 

hépatiques sont illustrés en Figure 41a).  
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L’analyse des coupes histologiques a montré que globalement, le BPA et le DEHP entrainaient une 

augmentation du nombre de cellules altérées dans le foie (d’environ 20-30%) de manière 

semblable aux contrôles positifs amiodarone, TAA et TCDD (Figure 41b). 

 

Figure 41 : Quantification des atteintes hépatiques par analyse histologique en coloration HES après exposition 

des poissons-zèbres aux BPA et au DEHP à 11 jpf. Des larves de poisson-zèbre ont été nourries à partir de 5 jpf 

au régime HFD dans le but d’induire une stéatose, puis ont été exposées à la TCDD (0,3 nM), au BPA (0,01 à 10 

µM) ou au DEHP (0,01 à 10 µM) pendant 96h, de 7 à 11 jpf. Des larves ont également été exposées en aigüe (4h 

d’exposition), à l’amiodarone (Am) 10 µM et à la TAA 5 mM. Les altérations morphologiques des cellules telles 

que la présence de vacuoles, de ballonnement ou de lacunes cellulaires, ont été évaluées (a) et quantifiées (b) 

après marquage HES. Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n=2 à 4). * P < 0,05, ** P < 0,01, par comparaison 

avec le groupe témoin  en utilisant l’ANOVA suivi du test non-paramétrique de Kruskal-Wallis. 

Dans l’ensemble, bien que ces expériences doivent être reproduites (du fait d’un très petit n, 
notamment pour les études histologiques), ces résultats semblent suggérer une toxicité hépatique 

du BPA et du DEHP. Ce type d’estimation histologique des dommages cellulaires est pertinente 

pour évaluer  l’hépatotoxicité, mais pourrait être complétée par le dosage des ASAT/ALAT, 

marqueurs de souffrances hépatiques pouvant être induites par les PE (Wolf and Wheeler, 2018). 

Le recours à la microscopie électronique pourrait, de même, nous informer quant aux dommages 

induits au niveau de la structure membranaire et des organites (absence de crêtes 

mitochondriales, fusion/fission mitochondriales, présence d’un RE élargi/gonflé, présence 

d’autophagosomes).  

iv. Evaluation du stress oxydant  

Par la suite, pour caractériser l’apparition d’un stress oxydant, caractéristique de la NASH, chez les 
larves de poisson-zèbre exposées aux PE, différentes techniques ont été envisagées, permettant 
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l’analyse des capacités antioxydantes, de la production des ERO ou des dommages oxydatifs, 

notamment la peroxydation lipidique. Notre objectif a été, comme précédemment, de valider 

notre modèle de steatohépatite (induite par la TCDD ou la TAA), en utilisant notamment les études 

d’expression de gènes, pour pouvoir ensuite développer un test d’imagerie standardisé et 

adaptable au criblage pour tester les PE d’intérêt.  

Evaluation des capacités antioxydantes (par analyse d’expression de gènes ou par dosage 

enzymatique de protéines) 

La NASH est caractérisée par un déséquilibre de la balance redox, résultant d’une production 
excessive d’ERO et d’un dépassement des capacités des systèmes antioxydants.  

La diminution des capacités antioxydantes peut être évaluée en étudiant la régulation de 

différents gènes impliqués dans cette réponse tels que NRF2, HMOX, NQO1, SOD, CAT et GPX. A 

titre d’exemple, dans notre étude, la régulation des gènes nrf2 (un des principaux facteurs de 

transcription participant à  la réponse antioxydante) et de hmox (impliqué dans la réponse au 

stress, notamment médiée par les ERO), a pu être évaluée sur des larves de poisson-zèbre 

exposées à la TCDD, au BPA et au DEHP. Les résultats, bien qu’encore préliminaires, ont montré 

que ces PE, dans nos conditions expérimentales, n’induisaient pas de dérégulations significatives 

de ces deux gènes, comparés au contrôle positif TCDD (Figure 42). Néanmoins, d’autres gènes 

régulant la réponse au stress, comme ceux cités précédemment, mériteraient d’être étudiés plus 
en détail. 

A l’avenir, les altérations des capacités anti-oxydantes pourraient également être étudiées par la 

mesure directe de l’activité des enzymes anti-oxydantes. Ainsi le dosage d’enzymes comme la 
superoxyde dismutase (SOD) et la glutathion S-transférase (GST), ainsi que le dosage des 

molécules anti-oxydantes non enzymatiques comme le glutathion (GSH), sont couramment 

utilisées pour témoigner de la dérégulation de la balance redox (Han et al., 2022).   
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Figure 42 : Effets du BPA et du DEHP sur l’expression des gènes impliqués dans la réponse antioxydante sur les 

larves de poisson-zèbre à 11 jpf. Des larves de poisson-zèbre ont été nourries à partir de 5 jpf au régime HFD 

dans le but d’induire une stéatose, puis ont été exposées à la TCDD (0,3 nM), au BPA (0,01 à 10 µM) ou au DEHP 

(0,01 à 10 µM) pendant 96h, de 7 à 11 jpf. L’expression de l’ARNm, évaluée par RT-qPCR, des gènes liés à la 

réponse antioxydante sont présentées. Les données sont exprimées par rapport aux niveaux d'ARNm mesurés 

dans les larves témoins DMSO, fixés à 0 (variation log 2 fois). Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n=3-15 larves). 

** P < 0,01, par comparaison avec le groupe témoin en utilisant l’ANOVA et le test de Dunnett. 

Evaluation du stress oxydant par des techniques de microscopie à fluorescence, pour la mise en 

évidence des espèces réactives de l’oxygène (ERO)  

Parmi les facteurs pro-oxydants, les ERO produits par la mitochondrie ou par le RE, représentent 

les principales espèces responsables des dommages oxydatifs. Ces radicaux libres peuvent être 

mis en évidence par l’utilisation de plusieurs sondes (ci-dessous et Tableau 9). Leur principe 

général est basé sur le fait qu’elles deviennent fluorescentes lorsqu’elles sont oxydées.  

- La sonde CM-H2DCFDA (chloromethyl 2′,7′-dichlorodihydrofluorescein diacetate), est 

clivée par les estérases intracellulaires au niveau des groupements acétates. Par la suite, 

la sonde peut être oxydée par les ERO présentes dans la cellule ; le produit qui en résulte 

forme un complexe fluorescent piégé à l’intérieur des cellules. 
- La sonde DHE (dihydroéthidium) peut être spécifiquement oxydée par différents radicaux 

libres (l’anion superoxyde, le peroxyde d’hydrogène, l’anion peroxynitrite ou encore le 

Fe(II)) en éthidum fluorescent. 

- La sonde CellRox Deep Red, pénètre dans les cellules et est oxydée par les ERO, bien que 

sa formule ne soit pas divulgée, cette molécule semble plus sensible que les précédentes 

(en particulier sa version CellROX® Deep Red qui est celle que nous avons utilisé) 
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Tableau 9 : Liste non exhaustive des sondes fluorescentes pouvant être utilisées pour étudier le stress oxydant 

(mise en évidence des ERO ou de la peroxydation lipidique) 

Sonde 

 
 

Structure non 

connue 

 

CM-H2DCFDA 

λex : 485 nm 

λem : 530 nm 

DHE 

λex : 518 nm 

λem : 605 nm 

CellRox Deep Red 

λex : 640 nm 

λem : 665 nm 

C11-Bodipy581/591 

λex : 485 nm  / λem : 535 nm 

λex : 595 nm  / λem : 635 nm 

Détection ERO ERO ERO Peroxydation lipidique 

Etudes chez 

le poisson-

zèbre 

(Tsedensodnom et al., 

2013) 

(Huang et al., 2020; Li et 

al., 2022) 

(Kulkarni et al., 2022) (Imran et al., 2022; Podechard 

et al., 2017) 

 

Evaluation du stress oxydant par des techniques de microscopie à fluorescence, pour la mise en 

évidence des dommages oxydatifs, notamment de la peroxydation lipidique 

Les produits formés au cours de peroxydation lipidique sont classiquement utilisés pour mettre 

en évidence les dommages oxydatifs. Ces produits, comme le MDA ou le 4-HNE, résultant de 

l’oxydation des lipides insaturés par les ERO, peuvent s’accumuler au niveau du foie et être 

analysés par dosage, ou par immunohistochimie (via l’utilisation d’anticorps spécifiques, 
permettant de quantifier leur accumulation), et nous renseigner sur la présence de stress oxydant.  

Enfin, les dommages oxydatifs, notamment la peroxydation lipidique, peuvent également être mis 

en évidence par des techniques de microscopie à fluorescence, comme par exemple, à l’aide de la 
sonde C11-Bodipy581/591. Cette sonde s’incorpore dans les membranes et réagit de manière 
similaire que les AGPI à la peroxydation lipidique grâce à ses deux doubles liaisons (Tableau 9). La 

longueur d’onde d’émission de fluorescence de cette molécule passe du rouge au vert en fonction 

de son degré d’oxydation. Ainsi, après incubation, des larves de poisson-zèbre exposées aux PE, 

avec cette sonde, la fluorescence peut être mesurée par microscopie confocale, et ce, à deux 

longueurs d’onde, correspondant à celle de la sonde réduite (λex :595nm - λem : 635 nm, en rouge) 

et à celle de la sonde oxydée (λex : 485 nm - λem : 535 nm, en vert). La peroxydation lipidique est 

évaluée par le ratio entre ces deux états de la sonde (forme oxydée/forme réduite). 

Un test préliminaire a notamment été réalisé sur des larves de poisson-zèbre stéatosées, exposées 

à partir de 7 jpf pendant 96h à différentes concentrations de DDE et de DEHP. Après coloration au 

C11-Bodipy et analyse par microscopie confocale, ces expériences n’ont pas permis de mettre en 
évidence la présence de peroxydation lipidique induite par ces PE. De manière étonnante, des 

résultats similaires ont été obtenus pour les contrôles positifs testés (TAA, TCDD), malgré le fait 

qu’ils soient largement décrits dans la littérature pour induire un stress oxydant (Figure 43).  
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Figure 43 : Mise en évidence de la peroxydation lipidique dans le foie de poisson-zèbre exposé au DDE et au 

DEHP. Des larves de poisson-zèbre ont été nourries à partir de 5 pf au régime HFD dans le but d’induire une 

stéatose, puis ont été exposées à la TCDD (0,3 nM), au DDE (0,001 à 1 µM) ou au DEHP (0,001 à 10 µM) pendant 

96h, de 7 à 11 jpf. Des larves ont également été exposées en conditions aigües à la TAA (5mM) pendant 4h. Après 

exposition, les larves ont été euthanasiées, fixées, et colorées au C11-Bodipy avant acquisition des images par 

microscopie à fluorescence. La quantification de la peroxydation lipidique est calculée sur la base des ratios de 

fluorescence de la forme oxydée/forme réduite de la sonde. Les valeurs sont des moyennes +/- SEM (n=5-24 

larves). 

Avec l’objectif de développer un test d’imagerie permettant l’analyse du stress oxydant (que ce 
soit pour mettre en évidence la production d’ERO ou la peroxydation lipidique), les différents 

types de sondes précédemment citées, pourraient être testées sur le modèle du poisson-zèbre, 

dans nos conditions expérimentales d’expositions aux PE. Si pour, nos résultats ne nous 

permettent pas de trancher pour l’une ou l’autre et de nouvelles expériences seront à réalisées 

pour aller plus en avant sur l’évaluation du stress oxydant par imagerie. 

v. Evaluation de la mort cellulaire 

La mort cellulaire par apoptose, peut être mesurée de différentes manières sur la larve de poisson-

zèbre : par la détection de cellules à chromatine condensée et fragmentée ou par le dosage de 

l’activité des caspases effectrices 3/7 entre autres. Si, encore une fois, les techniques d’analyse 
d’expression de gènes ou histologiques, sont informatives pour la détection des caspases actives 

et seront utilisées pour valider notre modèle de steatohépatite (induite par la TCDD ou la TAA), 

l’utilisation de tests d’imageries adaptables au criblage sera préféré pour caractériser l’effet des 
PE. 

Evaluation de l’apoptose par la mise en évidence de cellules à chromatine condensée et 

fragmentée  

La condensation et la fragmentation de la chromatine peuvent être mises en évidence par 

microscopie à fluorescence après marquage des noyaux à l’aide de la sonde fluorescente Hoescht 

33342 (2’-[4-ethoxyphenyl]-5-[4-methyl-1-piperazinyl]-2,5’bi-1H-benzimidazole trihydrochloride 
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trihydrate) (Ibarra et al., 2017). Ce colorant de l’ADN, est capable d’entrer dans toutes les cellules 

et de marquer les noyaux pour rendre compte de leur état de fragmentation. Excité dans l’UV, il 

émet dans le bleu (λem 460-490nm), avec une intensité dépendante de l’état de condensation de 
la chromatine. D’autres colorants fluorescents capables de se lier aux acides nucléiques, comme 

l’acridine orange peuvent également être utilisé (Monaco et al., 2017; Tucker and Lardelli, 2007) 

(Yabu et al., 2001). Une autre méthode permettant de détecter les cellules apoptotiques, 

couramment utilisée sur le poisson-zèbre, est la méthode TUNEL utilisant le TdT 

(désoxynucléotidyl transférase terminale) pour mettre en évidence la fragmentation d’ADN 
(Stoddard et al., 2019).  

Evaluation de l’apoptose par l’analyse des caspases effectrices 

La mort cellulaire par apoptose peut également être caractérisée en mettant en évidence la 

caspase 3 clivée, résultant de l’activation de la voie apoptotique9. De ce fait, elle peut être 

identifiée par immunohistochimie (via l’utilisation d’anticorps dirigés contre la caspase 3 clivée) 

pour identifier, par comptage, les cellules en apoptose dans le foie. L’expression du gène CASP3A, 

codant pour la caspase 3 effectrice, peut également, être étudiée pour suggérer l’induction des 
voies apoptotiques et mettre en évidence la mort cellulaire. A titre d’exemple, des études 
préliminaires, ont été réalisées sur la régulation de casp3a induite par le BPA et le DEHP. Cette 

étude a permis de confirmer l’effet de la TCDD sur l’induction du gène de la caspase 3, mais n’a 
pas suggéré de possible induction de l’apoptose par ces PE sur nos larves de poisson-zèbre (Figure 

44).  

 

Figure 44 : Effets du BPA et du DEHP sur l’expression du gène casp3a impliqué dans la mort cellulaire par 
apoptose sur les larves de poisson-zèbre à 11 jpf. Des larves de poisson-zèbre ont été nourries à partir de 5 jpf 

au régime HFD dans le but d’induire une stéatose, puis ont été exposées à la TCDD (0,3 nM), au BPA (0,01 à 10 

µM) ou au DEHP (0,01 à 10 µM) pendant 96h, de 7 à 11 jpf. L’expression de l’ARNm, évaluée par RT-qPCR, du 

gène lié à l’apoptose est présentée. Les données sont exprimées par rapport aux niveaux d'ARNm mesurés dans 

les larves témoins DMSO, fixés à 0 (variation log 2 fois). Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n=3-15 larves). ** P 

< 0,01, par comparaison avec le groupe témoin en utilisant l’ANOVA et le test de Dunnett. 

                                                           
9 Il est à noter que cette caractérisation n’est possible que si la voie voie apoptotique est dépendante des 
caspases, l’apotose caspase-indépendante ne pouvant être évaluée de cette façon. 
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Enfin, comme pour le stress oxydant, l’utilisation de sondes fluorescentes pourrait permettre de 

mettre en évidence sur larves entières in vivo la présence de cellules en apoptose ou de caspases 

activées. Les cellules en apoptose subissent une série de changements morphologiques comme la 

formation de pores dans la membrane, un rétrécissement cellulaire et une condensation suivie 

d’une fragmentation nucléaire. L’induction de l’apoptose in vivo peut être évaluée grâce à la sonde 

DEDV-AMC (acétyl–Asp–Glu–Val–Asp-7-amino-4-méthylcoumarine), qui est clivée en AMC (7-

amino-4-méthylcoumarine) fluorescent en présence des caspases (Yabu et al., 2001). En parallèle, 

l’utilisation du SYTOX Green peut également permettre de mettre en évidence les cellules en 

nécrose, type de mort cellulaire également décrite dans le cadre des NAFLD (Stoddard et al., 2019). 

Des tests préliminaires utilisant la sonde fluorescente CaspACE™ FITC-VAD-FMK qui se lie de 

manière spécifique aux caspases actives n’a pas donné de résultats satisfaisants sur les larves de 

poisson-zèbre exposées aux contrôles positifs, ainsi qu’aux PE, DEHP et BPA.  

Enfin, tirant avantage des nombreuses manipulations génétiques possibles chez le poisson-zèbre, 

l’utilisation de lignées transgéniques est répandue pour mettre en évidence l’apoptose. Par 

exemple, il est décrit dans la littérature une lignée de poisson-zèbre génétiquement modifiée par 

l’ajout d’une construction génique codant pour une forme sécrétée de l’annexine V (A5) et 
couplée à une protéine fluorescente. Cette lignée permet de marquer les cellules en apoptose 

sans coloration/marquage « externe », les cellules du poisson produisant elle-même le marqueur. 

En effet, au cours de l’apoptose, la phosphatidylsérine (PS) est exposée sur le feuillet externe de 

la bicouche lipidique des membranes plasmiques, sur laquelle l’A5 va venir se fixer 
spécifiquement. Ce marqueur A5, couplé au fluorochrome YFP et rattaché à un peptide signal de 

sécrétion (secA5-YFP), a montré de bons résultats pour mettre en évidence les cellules en 

apoptose, comparé à des méthodes traditionnelles (TUNEL, DAPI). Ainsi, l’identification des 
cellules marquées secA5-YFP+ par microscopie à fluorescence, permet de quantifier l’apoptose au 
sein de la  larve de poisson-zèbre (van Ham et al., 2010). 

Une autre souche transgénique de poisson-zèbre permettant d’évaluer spécifiquement l’activité 

de la caspase 3 hépatique en utilisant l'imagerie par fluorescence in vivo a été récemment 

développée (Higuchi et al., 2021). Cette lignée exprime la construction « Casper3GR » dans le foie, 

sous le contrôle du promoteur du gène pck1 (phosphoénolpyruvate carboxykinase 1). Ce 

transgène code pour un système de fluorochrome pour le FRET (transfert d'énergie par résonance 

Förster). Celui-ci est constitué de deux parties fluorescentes : deux protéines fluorescentes (tag-

GFP relié à un tag-RFP), reliées par un peptide de séquence DEVD, la séquence substrat de la 

caspace 3. Lorsque le système est complet et excité, un maximum d’énergie est transféré du tag-

GPF au tag-RFP et une émission importante de fluorescence sera observée dans le rouge. A 

l’inverse, quand le système est séparé, par le clivage spécifique de la séquence DEVD par la caspase 
3, il y aura un minimum de transfert d’énergie entre les 2 tags et donc un maximum d’émission de 
fluorescence verte. 

Ainsi, avec l’objectif de développer un test d’imagerie permettant l’analyse de l’apoptose, de 
nouvelles sondes fluorescentes devront être testées sur le modèle du poisson-zèbre, dans nos 

conditions expérimentales d’expositions aux PE. Il pourrait également être envisageable d’utiliser 

les souches transgéniques, listées ci-dessus, pour tester l’effet des PE sur l’induction de l’apoptose. 
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vi. Evaluation de l’inflammation 

L’inflammation induite par les PE est le dernier critère d’évaluation de la NASH que nous cherchons 
à caractériser. Cette caractéristique peut également être détectée via différentes techniques. 

Evaluation des marqueurs pro-inflammatoires :  

Différents gènes caractéristiques de l’inflammation peuvent être analysés, comme ceux ciblant 

l’activation des voies de signalisation pro-inflammatoire (NF-κB, JNK) ; ou ceux codant pour les 

médiateurs pro-inflammatoires sécrétés, tels que les cytokines et chimiokines, et favorisant le 

recrutement d’autres cellules de l’inflammation. Une étude a été menée sur des larves exposées 

au DEHP et au BPA à 11 jpf sur quelques gènes-clés de l’inflammation ; cependant celle-ci n’a 
montré aucune régulation significative induite par ces PE. Néanmoins, le contrôle positif TCDD 

induisait de manière significative l’augmentation de l’expression de tgfb, d’il1b, et une tendance 

à l’augmentation pour l’expression de nf-κb, chez les larves de poisson-zèbre à 11 jpf (Figure 45). 

Figure 45 : Effets du BPA et du DEHP sur l’expression des gènes impliqués dans l’inflammation sur les larves de 
poisson-zèbre à 11 jpf. Des larves de poisson-zèbre ont été nourries à partir de 5 jpf au régime HFD dans le but 

d’induire une stéatose, puis ont été exposées à la TCDD (0,3 nM), au BPA (0,01 à 10 µM) ou au DEHP (0,01 à 10 

µM) pendant 96h, de 7 à 11 jpf. L’expression de l’ARNm, évaluée par RT-qPCR, des gènes liés à l’inflammation 
est présentée. Les données sont exprimées par rapport aux niveaux d'ARNm mesurés dans les larves témoins 

DMSO, fixés à 0 (variation log 2 fois). Les valeurs sont la moyenne ± SEM (n=3-15 larves). ** P < 0,01, par 

comparaison avec le groupe témoin en utilisant l’ANOVA et le test de Dunnett. 

Evaluation de l’infiltrat de cellules immunitaires :  

Au cours de la NASH, l’inflammation est marquée par le recrutement de cellules immunitaires, 
telles que les neutrophiles, monocytes, macrophages et lymphocytes au niveau hépatique. Ainsi 

l’inflammation peut être mise en évidence par histologie en observant les infiltrats de cellules 
immunitaires par coloration au Rouge Neutre, ou par l’utilisation d’anticorps spécifiques dirigés 

contre les protéines MPEG ou MPX, marqueurs des macrophages (Shwartz et al., 2019)   
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Dans la littérature, quelques modèles de poisson-zèbre ont été développés et pourraient être 

utilisés pour étudier l’inflammation dans la pathogénèse des NAFLD. Notamment, il est décrit des 

lignées transgéniques exprimant des gènes rapporteurs spécifiques des macrophages et/ou des 

neutrophiles (transgènes codant pour des protéines fluorescentes sous la dépendance de 

promoteurs de gènes spécifiques à un type cellulaire). L’utilisation d’un marqueur spécifique des 
macrophages, MPEG, a permis de développer différentes souches transgéniques, comme la lignée 

transgénique tg(mpeg:GFP). Celle-ci pourrait notamment permettre de mettre en évidence in vivo 

la dynamique des macrophages par microscopie confocale, lors d’une exposition aux PE sur les 

larves de poisson-zèbre, dans un contexte de NAFLD (Ellett et al., 2011). La lignée transgénique 

tg(mpeg1:mCherryF/tnfa:eGFP-F), avec ses doubles marquages, pourrait également être utilisée 

et donner des informations quant au développement de l’inflammation dans le contexte de la 

NASH. Celle-ci présente des macrophages fluorescents mais également le tgfb marqué, cytokine 

principalement synthétisée par les macrophages activés de type M1. Cette lignée a permis, à la 

fois, de suivre la dynamique et l’activation des macrophages, ainsi que, leur passage en phénotype 

de type M2, au cours de la résolution de l’inflammation (Nguyen-Chi et al., 2015). Enfin, la lignée 

transgénique tg(CETI-PIC3/fabp10:cre), combine la capacité d’induire l’expression de cytokines 
pro-inflammatoires quantifiables, telles que il1β, tnfα et ifnγ, et la présence d’un foie fluorescent 
(Ibrahim et al., 2020; Kulkarni et al., 2022). 

Pour conclure sur la mise au point du test ShAZ, celle-ci n’a pas permis d’obtenir un test 
opérationnel. Toutefois, des études préliminaires utilisant l’analyse d’expression de gène ou 
l’analyse histologique, ont été réalisées. Celles-ci ont permis d’observer les effets des contrôles 

positifs (TCDD et TAA) ainsi que de quelques PE dans  l’induction du stress oxydant, de la mort 
cellulaire et de l’inflammation. Si nos études, notamment par RT-qPCR, ont souligné le rôle de la 

TCDD dans l’induction de la stéatohépatite (surexpression des gènes impliqués dans la réponse 

anti-oxydante, dans l’apoptose caspase-dépendante, dans la réponse inflammatoire), validant 

ainsi notre modèle de NASH ; ces mêmes études n’ont pas permis pour le moment de confirmer 
l’implication des PE dans la progression de cette pathologie. Il est à noter que le temps 

d’exposition (96h), n’est peut-être pas suffisant pour induire la progression de la NASH, sur notre 

modèle. Ainsi, cette fenêtre d’exposition pourrait être allongée, au-delà de 11 jpf, pour exposer 

plus longuement les larves de poisson-zèbre et appuyer le caractère chronique des expositions.  

Cependant, si l’étude des régulations d’expressions géniques, les dosages biochimiques ou encore 
les caractéristiques histologiques sont des techniques informatives, elles ne sont cependant pas 

compatibles avec la notion de haut-débit que nous recherchons dans le développement du test 

ShAZ. Ainsi, dans le but de développer un test ShAZ rapide et standardisé, l’utilisation de la 
microscopie à fluorescence (plus rapide, directe et facilitée par la transparence du modèle), sera 

préférée avec pour but de pouvoir évaluer les 3 paramètres de la stéatohépatite en même temps 

(i.e. stress oxydant, mort cellulaire, inflammation). Cela nous semble envisageable par l’utilisation 
de sondes fluorescentes couplée à l’utilisation de lignées transgéniques. Ainsi, en employant les 

mêmes techniques d’imageries que celles développées pour le test StAZ, nous pourrions envisager 

le développement d’une méthode d’analyse automatisée pour obtenir in fine un test rapide, haut 

débit et standardisé permettant d’évaluer la progression des NAFLD sous l’effet des PE. 
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III. Validation inter-laboratoire du test obésogène : « Zebrafish Obesogenic Test » 

Comme précisé précédemment, le projet Européen Oberon vise à construire une approche 

intégrée pour détecter les maladies métaboliques liées à une exposition aux PE. Ainsi il a pour but 

de développer, d’améliorer et de valider des batteries de test sur modèles in vitro, in vivo et in 

silico, et ainsi permettre de fournir de nouvelles méthodes standardisées pour évaluer l’effet des 

PE sur le développement des maladies métaboliques. (Audouze et al., 2020).   

Au sein de notre laboratoire, nous nous sommes intéressés au développement de tests 

permettant d’évaluer les effets de PE dans l’initiation (StAZ) et la progression des NAFLD (ShAZ). 

Ces tests, développés sur le modèle de la larve de poisson-zèbre, permettent de se rapprocher au 

plus près des mécanismes intervenant dans la pathologie humaine. Notre premier test développé, 

le test STAZ, a été optimisé et standardisé en vue d’une validation intra- et inter-laboratoire, qui 

est actuellement en cours au sein des différents partenaires du projet. Notre second test, le test 

ShAZ est toujours en cours de développement. 

Au sein de ce consortium Oberon, l’équipe du Professeur Babin au laboratoire MRGM de 
Bordeaux, s’est intéressé aux effets des PE dans le développement d’une autre maladie 
métabolique, l’obésité. Ainsi, ils ont développé, en 2011, un test biologique d’obésogènécité, 

intitulé « Zebrafish Obesogenic Test » (ZOT), qui vise à évaluer les propriétés obésogènes des PE 

en étudiant leur capacité à induire une augmentation d’adiposité dans le poisson-zèbre au stade 

juvénile (Tingaud-Sequeira et al., 2011). Depuis 2011, le test ZOT a continué d’être optimisé afin 
d’atteindre un meilleur degré de standardisation et de reproductibilité. Celui-ci a fait l’objet d’une 
validation inter-laboratoire au sein de notre institut. 

 

i. Contexte 

Depuis 2007, le terme de molécule « obésogène » est utilisé pour décrire les toxiques de 

l’environnement capables de stimuler l’adipogénèse en augmentant la différenciation ainsi que le 
nombre et la taille des adipocytes, favorisant ainsi le stockage des lipides au sein du tissu adipeux 

et conduisant au développement de l’obésité (Bernal et al., 2022; Grün and Blumberg, 2007; 

Heindel et al., 2015). Un certain nombre de produits chimiques obésogènes ont depuis été 

identifiés, parmi lesquels la plupart sont des PE : le BPA et son substitut le BPS, la TBT ou encore 

le DEHP, les composés perfluorés PFOA et PFOS et les parabènes (Bernal et al., 2022; Foulds et al., 

2017; Griffin et al., 2020; Heindel et al., 2022, 2015; Lustig et al., 2022).  

Tout comme pour l’étude des NAFLD, des tests réglementaires standardisés utilisant des 

organismes entiers sont nécessaire pour détecter les substances agissant comme des obésogènes 

potentiels. Dans la plupart des tests permettant d’évaluer les propriétés obésogènes des 

composés, les critères d’évaluation portent sur l’étude de la prolifération des adipocytes. Ces 

critères ont notamment déjà été évalués sur des modèles in vivo, notamment sur le poisson-zèbre 

(Maradonna and Carnevali, 2018; Riu et al., 2011). Sur ce modèle, il est à noter que, si la 

différenciation des premiers adipocytes intervient autour de 14 jpf dans la région pancréatique, le 

tissu adipeux n’est complètement développé que lorsque le poisson atteint une taille comprise 
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entre 8,8 et 9,5mm, taille normalement atteinte entre 6 et 8 semaines après fécondation (le 

développement du tissu adipeux étant dépendant de la taille et non pas de l’âge du poisson-zèbre) 

(Imrie and Sadler, 2010). Les stades juvéniles du poisson-zèbre, stades auxquels le poisson est 

encore semi-transparent, sont communément utilisés pour les études de la dynamique du tissu 

adipeux. Ainsi pour les travaux qui suivent, c’est donc ce stade du poisson-zèbre qui a été utilisé 

pour étudier les effets des PE sur l'adiposité de l'organisme. 

Dans ce contexte, le test obésogène, appelé « Zebrafish Obesogenic Test » (ZOT), a été développé 

par nos partenaires du projet Oberon (Tingaud-Sequeira et al., 2011). Le ZOT consiste à évaluer 

l’effet induit par une molécule chimique seule, ou en combinaison avec le régime alimentaire, sur 
la dynamique du tissu adipeux chez le poisson-zèbre à un stade juvénile. Pour cela, des mesures 

quantitatives d’adiposités sont effectuées avant et après exposition, permettant de statuer sur le 

caractère obésogène de la molécule. Le ZOT s'est avéré très utile pour caractériser les substances 

obésogènes ou anti-obésogènes, dont les PE (Lutfi et al., 2017), et leur mécanisme d'action 

(Ouadah-Boussouf and Babin, 2016). Ce test ZOT a fait l’objet de publications en 2011 et en 2016, 

mettant en évidence que l’exposition à la TBT, un obésogène reconnu, à des doses supérieures ou 

égales à 0,05 nM pendant 24h, augmentait l’adiposité des poissons-zèbres juvéniles en 

comparaison à un contrôle DMSO (Ouadah-Boussouf and Babin, 2016; Tingaud-Sequeira et al., 

2011).  

Notre objectif a été de reproduire ce test dans le but de valider ces résultats obtenus avec la TBT. 

Cette étape de validation inter-laboratoire, est nécessaire avant d’envisager une proposition de 
ce test obésogène à l’OCDE, pour ainsi assurer un meilleure suivi et une identification plus rapide 

des molécules potentiellement obésogènes.   

ii. Mise en place du Zebrafish Obesogenic Test 

Le protocole du test ZOT a été mis en place au sein de notre laboratoire et le déroulé du test est 

présenté en Figure 46. Brièvement, après élevage des larves dans des conditions standardisées, 

seuls les poissons-zèbres juvéniles d’une longueur standard comprise entre 8,8 et 9,5mm (de la 

bouche jusqu’à la base de la nageoire) sont sélectionnés pour les expérimentations. Ceux-ci sont 

ensuite placés individuellement dans des contenants en verre, puis sont nourris une dernière fois ; 

cette première étape marque le jour 0 du test (J0). Le lendemain (J1), un jour de jeûne est appliqué 

afin de vider le tractus digestif des aliments, dont la présence pourrait interférer avec le signal de 

fluorescence du tissu adipeux péri-viscéral. Une première mesure d’adiposité est effectuée sur le 

poisson-zèbre à jeûn avant exposition à la TBT (J2). Pour cela, chaque poisson est exposé au Nile 

Red (0,1 µg/ml, 0,25% acétone), anesthésié au 2-phénoxyéthanol (1/2000), puis observé par 

microscopie à fluorescence. Par la suite, l’intensité de fluorescence verte témoignant de 
l’adiposité générale du poisson est mesurée, grâce au logiciel ImageJ. Suite à cette première 

mesure d’adiposité, le poisson-zèbre est exposé au solvant DMSO (0,1%) ou à la TBT (0,5 ou 50 

nM) durant 24h à l’obscurité. Après exposition, une deuxième mesure d’adiposité par microscopie 

à fluorescence est effectuée (J3). Enfin, le pourcentage de variation d’adiposité induite par les 
molécules (DMSO/TBT) entre J2 et J3 est calculé grâce aux mesures d’intensité de fluorescence 
globale réalisée à ces temps pour chaque poisson. 
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Figure 46 : Schéma présentant le déroulé temporel du test obésogène (ZOT) comportant :  l’élevage des poissons-

zèbres jusqu’à 6-8 semaines ; l’inclusion dans le test des poissons de taille standard optimale ; l’étape 
d’alimentation suivie de la mise a jeûn ; et la phase de coloration au Nile Red permettant de mettre en évidence 

la quantité de lipides au sein des adipocytes par microscopie à fluorescence (Image A). Le caractère obésogène 

de la TBT est montré sur la Figure B, après analyse quantitative de la fluorescence Nile Red totale des poissons-

zèbres exposés au DMSO (0,1%) ou à  la TBT 0,05 µM en combinaison avec un régime SD ou HFD. La TBT induit 

une augmentation d’adiposité quelque soit le régime alimentaire (Issu de Tingaud-Sequeira et al., 2011)  

 

iii. Résultats 

Comme pour notre test StAZ, ce test repose sur l’utilisation du colorant Nile Red permettant de 

mettre en évidence les lipides, mais cette fois-ci dans l’ensemble du corps des poissons-zèbres, y 

compris dans les adipocytes, pour évaluer l’obésité. Ainsi, en microscopie à fluorescence, suite à 

l’acquisition d’images de larves entières, l’adiposité générale a été estimée en mesurant l’intensité 
de fluorescence. Pour chaque condition d’exposition, nous avons évalué la variation d’adiposité 
induite par 24h de traitement au DMSO ou à la TBT, en prenant une image de chaque larve à jeun 

pré- et post-traitement et en calculant le pourcentage de variation d’intensité de fluorescence 
entre les deux. 

Nous avons ainsi vérifié si une exposition pendant 24h à la TBT, utilisée à deux doses différentes, 

induisait une accumulation de lipides dans le tissu adipeux chez les poissons-zèbres juvéniles. Au 

cours du test ZOT, nous avons observé que les juvéniles en condition contrôle (DMSO 0,1%) 

avaient perdu en moyenne 13,23% d’adiposité en 24h de traitement. Les juvéniles traités à la TBT 

à 0,5 nM avaient perdu en moyenne 14,22% d’adiposité, et ceux traités à la TBT à 50 nM, 

seulement 4,01% d’adiposité en 24h de traitement (Tableau 10). Ainsi, nous avons pu observer 

que seule l’exposition à la TBT à 50nM entrainait une perte d’adiposité significativement moins 
important par rapport à celle du DMSO (Figure 47). Au final, ces expériences nous ont permis de 

reproduire le test ZOT et de retrouver en partie les effets attendus et précédemment décrits d’une 
exposition à la TBT 50 nM (Ouadah-Boussouf and Babin, 2016). 
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Tableau 10 : Statistiques descriptives sur la variation d’adiposité mesurée dans le cadre du test ZOT des poissons-

zèbres juvéniles exposés pendant 24h au solvant DMSO (0,1%) ou à la TBT (0,5 et 50 nM). Le nombre total de 

larves exposées et le nombre de pontes utilisées (nombre d’expériences indépendantes d’exposition) sont 
indiquées. 

 
 

 

Figure 47 : Pourcentage de variation d’adiposité mesurée grâce au test ZOT chez les poissons-zèbres juvéniles 

exposés pendant 24h au solvant DMSO (0,1%) ou à la TBT (0,5 et 50 nM) (A, B). Les valeurs sont la moyenne ± 

SEM (n=16-46 larves) * P < 0.05, par comparaison avec le groupe témoin en utilisant un t.test de Student 

iv. Discussion 

En reproduisant le test  ZOT, nous avons trouvé qu’une exposition à la TBT à 50 nM pendant 24h 
à jeûn, limitait la perte d’adiposité normalement observée en condition contrôle chez le poisson-

zèbre juvénile. Cependant, nous n’avons pas observé l’augmentation de l’adiposité générale des 

poissons-zèbres que l’équipe du Pr. Babin avait mise en évidence dans leurs études (Figure 46) 

(Ouadah-Boussouf and Babin, 2016; Tingaud-Sequeira et al., 2011). En effet, l’exposition à la TBT 
à 50 nM pendant 24h, avait été décrite pour augmenter l’adiposité de +2% chez les poissons-

zèbres juvéniles. Concernant les groupes contrôles exposés au DMSO, nous avons obtenu des 

résultats du même ordre de grandeur puisqu’ils avaient observé une perte d’adiposité de -20% et 

-10%, respectivement pour les individus en régime standard (régime qui a été utilisé dans nos 

expérimentations) et les individus en régime riche en lipides (Ouadah-Boussouf and Babin, 2016; 

Tingaud-Sequeira et al., 2011). Ainsi, ces premiers résultats encourageants semblent indiquer la 

possibilité de pouvoir transposer ce test dans un autre laboratoire, malgré de potentielles 

différences expérimentales affectant la reproductibilité des résultats (comme par exemple, la 

souche de poisson-zèbre utilisée, la composition de l’alimentation standard, l’appareillage 

d’acquisition d’images…).   
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Plusieurs perspectives à ces premiers essais sont envisageables. La première est de tester les 

autres PE du projet Oberon, connus pour être des obésogènes avérés et pour lesquels il a été 

observé un effet obésogène par l’équipe de Bordeaux, afin de confirmer ou non ces observations. 

Ainsi, toujours dans un but de validation inter-laboratoire, l’objectif serait d’amener ce test le plus 
loin possible dans le processus de validation avant de pouvoir le proposer à l’OCDE. Cependant, 

comme discuté précédemment pour le test StAZ, l’utilisation du solvant DMSO à 0,1% est 

supérieure à la concentration maximale de solvant recommandée par l’OCDE pour les essais 
aquatiques (OECD, 2019). De nouveaux essais sont actuellement en cours dans le laboratoire 

d’origine du test, pour reproduire le ZOT avec une concentration moindre en DMSO et évaluer les 

effets des PE sur l’adiposité des poissons-zèbres juvéniles. 

D’autre part, il a été observé au cours du test et de l’acquisition d’images en microscopie à 
fluorescence, que certaines zones d’adipocytes semblaient plus dynamiques que d’autres et 
reflétaient les variations d’adiposité. En effet, au niveau des adipocytes sous-cutanés à la base de 

la nageoire anale ou de la queue (mis en évidence dans le carré rouge sur la Figure 48 et 49), il est 

fréquent d’observer une diminution de taille, voire une disparition totale des adipocytes, chez les 
poissons contrôles (DMSO) (Figure 48), comparés aux poissons exposés à la TBT (Figure 49). Il 

serait donc intéressant, par la suite, de cibler l’analyse de ces groupes d’adipocytes isolés. De plus, 
il est à noter que la mesure d’intensité de fluorescence, qui nous renseigne sur l’adiposité générale 
du poisson, est très sensible à différents paramètres extrinsèques au test, tels que les réglages lors 

de l’acquisition d’images en microscopie ou le bruit de fond, et est, de ce fait, moins représentative 

de l’état global du tissu adipeux. Ainsi, il pourrait être envisagé de mesurer les variations de taille 

ou d’intensité de fluorescence de ces adipocytes isolés, au cours du test, plutôt que de mesurer la 

variation d’adiposité totale prise sur larve entière. 

Figure 48 : Images obtenues au microscope à fluorescence au cours du test ZOT sur un poisson-zèbre juvénile 

avant (A) et après (B) exposition au DMSO (0,1%, condition contrôle) pendant 24h à jeûn. Les encadrés rouges 

représentent les zooms sur les adipocytes sous-cutanés à la base de la nageoire anale (A1 et B1) et les adipocytes 

sous-cutanés au niveau de la queue (A2 et B2).  
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Figure 49 : Images obtenues au microscope à fluorescence au cours du test ZOT sur un poisson-zèbre juvénile 

avant (A) et après (B) exposition à la TBT (50 nM) pendant 24h à jeûn. Les encadrés rouges représentent les 

zooms sur les adipocytes sous-cutanés à la base de la nageoire anale (A1 et B1) et les adipocytes sous-cutanés 

au niveau de la queue (A2 et B2).  
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PARTIE 4 : DISCUSSION GENERALE ET 

CONCLUSION 

 

I. Perspectives concernant l’utilisation des tests StAZ et ShAZ 

Au cours de cette thèse, il a été entrepris de développer deux tests biologiques sur modèle in vivo 

(la larve de poisson-zèbre) permettant d’évaluer la capacité des PE à induire l’initiation des NAFLD 
(1er test), ainsi que leur progression vers le stade pathologique de la NASH (2nd test).  

Le premier test, StAZ, est actuellement standardisé et optimisé pour être reproduit dans d’autres 
laboratoires du consortium Oberon, pour permettre d’évaluer les PE agissant comme stéatogènes. 

Après ajustement de quelques paramètres (notamment de la concentration en solvant DMSO), le 

test StAZ pourrait donc être suffisamment robuste pour envisager de pouvoir le proposer à l’OCDE, 
comme test réglementaire pour l’évaluation des PE dans le développement des NAFLD. A l’heure 
actuelle, ce test a pu  être validé en interne au sein de notre laboratoire et est en cours de 

validation par d’autres laboratoires du consortium Oberon.  

De plus, il pourrait être envisagé d’utiliser le StAZ pour évaluer le potentiel stéatogène d’autres PE 
ou, plus généralement, d’autres toxiques de l’environnement, dont les effets sur les NAFLD ne 

sont pas encore connus. Il pourrait également être envisagé de tester l’exposition aux PE en 
combinaison avec le régime HFD, pour observer un éventuel effet potentialisateur dans l’induction 
de la stéatose. Enfin, pour se rapprocher au plus près d’une exposition humaine, il serait 

intéressant de tester des mélanges de PE dans l’induction de la stéatose, bien que les analyses 
mécanistiques soient plus difficilement interprétables concernant ces effets « cocktails ». 

Le second test développé, le ShAZ, vise à mettre en évidence les 3 caractéristiques de la NASH 

(i.e. stress oxydant, mort cellulaire et inflammation). Si celui-ci, beaucoup moins avancé que le 

premier, est toujours en cours de développement, différentes perspectives sont envisagées. En 

effet, différentes sondes fluorescentes pourront être utilisées afin de mettre en évidence le stress 

oxydant (CM-H2DCFDA, DHE, CellRox, C11-Bodipy), la mort cellulaire par apoptose (Hoechst 

33342, DEVD-AMC, CaspACE™ FITC-VAD-FMK) ou l’inflammation. Pour le moment, les quelques 

études préliminaires réalisées n’ont pas été concluantes ; mais cependant, il est possible 

d’envisager de coupler l’utilisation de sondes fluorescentes avec l’utilisation de lignée 
transgénique, et ce, pour analyser au sein d’un même test, les 3 critères d’identification de la 
NASH, ou à défaut au moins 2 de ces caractéristiques. Ainsi, il pourrait être envisagé l’utilisation 
d’une souche tg(mpeg:GFP), colorée au CellRox Deep red, permettant de caractériser, 

respectivement, le recrutement de macrophages et la production d’ERO, chez la larve de poisson-

zèbre exposée aux PE. Après acquisition de la souche tg(mpeg:GFP), un croisement pourrait être 

fait avec notre lignée Liblue, favorisant une détection de la zone hépatique (foie fluorescent bleu) 

et l’identification des macrophages (fluorescents verts) plus aisée, par microscopie confocale. En 

réalisant d’autres croisements, une combinaison plus complexe pourrait être envisagée, avec : 
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notre lignée LiBlue, la lignée tg(mpeg1:mCherryF), la lignée (secA5-YFP) et une coloration au Cell 

rox deep red (selon le tableau ci-dessous) ; ce qui permettrait une analyse complète, au niveau du 

foie, de l’inflammation, de l’apoptose et du stress oxydant sur une même larve. 

Tableau 11 : Proposition de combinaison entre souches transgéniques et marquages pour un test ShAZ intégrant 

l’évaluation simultanée des 3 caractéristiques de la stéatohépatite.  
Lignée / Sonde fluorescente Fluorescence λémission 

LiBlue tg(Fab10 :CFP ;cry :mRFP) Foie fluorescent bleu 450/480 nm 

tg(mpeg1:mCherryF) Macrophages fluorescents rouges 587/610 nm 

tg (secA5-YFP) Cellules apoptotiques fluorescentes jaunes 512/610 nm 

Cell rox deep red   ERO fluorescentes rouges (lointain) 644/665 nm 

De plus, en utilisant les mêmes approches techniques et analytiques que le premier test, le but 

serait de développer un test ShAZ simple, rapide et standardisé, permettant de caractériser la 

présence de NASH après exposition aux PE. Ainsi, nous souhaiterions développer le même type 

d’analyse automatisée que celui mis en place pour le StAZ. Dans ce sens, des techniques d’analyses 
automatisées existent pour quantifier les mesures de fluorescence dans le modèle du poisson-

zèbre. C’est le cas, notamment, du logiciel Zirmi, développé sur la plateforme MATLAB (plateforme 

de calcul numérique et de programmation pour l’analyse de données) et qui permet l’analyse 

d’images basées sur la cinétique in vivo de production des ERO et de recrutement des 

macrophages chez le poisson-zèbre, analysant donc à la fois le stress oxydant et l’inflammation. 
Cette analyse automatisée a notamment été développée dans une étude utilisant des poissons-

zèbres transgéniques tg(mpeg:dendra2) colorés au DHE, et a permis d’évaluer de manière précise 
le stress oxydant et le recrutement de macrophages sur le site de l’inflammation causée par une 
plaie (Paredes et al., 2018). Puisque le but d’une analyse automatisée est de permettre une 
reproductibilité et une standardisation de l’analyse, ce type de méthode pourrait être envisagée 
et adaptée aux trois caractéristiques à mettre en évidence sur le ShAZ. 

II. Le projet Oberon : développer des approches intégrées des tests et de l'évaluation 

(IATA) 

Le but final de ce projet de thèse a été de développer des tests sur modèle in vivo, et ainsi pouvoir 

proposer à l’OCDE de nouvelles méthodes standardisées permettant d’évaluer l’effet des PE sur 

le développement des maladies métaboliques, et, dans notre cas, des NAFLD.  

Comme précisé précédemment, le projet Européen Oberon est un projet multidisciplinaire qui 

combine de l’épidémiologie, des études in vitro, in vivo et in silico, ainsi que des technologies 

omiques à haut débit. Ainsi, nos tests seront utilisés au sein du consortium pour établir une 

stratégie de tests intégrée (Integrated Approach for Testing and assessment, IATA), telle que 

demandée par l’OCDE et permettant de détecter les PE liés aux maladies métaboliques, ainsi  que 

d’en appréhender les modes d’action (Audouze et al., 2020). Dans ce cadre, une attention 

particulière est portée sur les dérégulations classiquement liées au PE, c’est-à-dire leur capacité à 

interférer avec les récepteurs nucléaires. Ainsi, différentes approches au sein du projet Oberon 
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s’intéresse à caractériser ces interactions à l’initiation de toute une cascade de signalisation. Par 
exemple, les études basées sur les modèles bio-informatiques, tels que la modélisation QSAR 

(Quantitative Structure Activity Relationship), ont comme objectif de pouvoir prédire les effets 

d’une variation au niveau moléculaire sur l’activité biologique. Ou encore, les études in vitro, 

utilisant des lignées cellulaires de poisson-zèbre transfectées avec des sous-types de PPARs, 

couplés à la luciférase, sont utilisées pour quantifier l’activité biologique des PE vis-à-vis des sous-

types de récepteurs PPARs.  

En combinant ces données in silico et in vitro, ainsi que celles de nos tests in vivo, et l’ensemble 
des données des différentes approches menées au sein Oberon, il semble possible de développer 

et d’identifier de nouvelles voies par lesquels les PE conduisent aux maladies métaboliques. Ces 
voies conduisant à des effets indésirables, aussi appelées AOP (Adverse Outcome Pathways), sont 

une représentation structurée des événements biologiques entrainant des effets indésirables. Les 

AOP utilisent les informations mécanistiques disponibles concernant une réponse toxicologique ; 

ces voies décrivent les liens causaux ou mécanistiques entre un événement d'initiation (le plus 

souvent au niveau moléculaire, comme par exemple la liaison d’une molécule à un récepteur), une 

série d'événements clés intermédiaires (au niveau cellulaire) et l’effet néfaste (au niveau de 

l’organe, de l’organisme ou d’une population) (Figure 50). Grâce à cela, la caractérisation de ces 

AOP permettrait d’identifier certains mécanismes d’action classiquement décrits pour les PE 
(régulation via les récepteurs nucléaires), mais également d’identifier de nouveaux mécanismes 
d’action en lien avec les PE et le développement de maladies métaboliques (comme par exemple, 
l’implication du fer et des vésicules extracellulaires développées plus bas). La compréhension de 

nouveaux modes d’actions par lesquels les PE sont capables de favoriser le développement des 
maladies métaboliques, permettront  in fine une meilleure évaluation des risques pour les effets 

sur la santé humaine. 

 

Figure 50 : Représentation des évènements biologiques menant à la construction d’une AOP (Adverse Outcome 
Pathways). Liens causaux ou mécanistiques entre un événement d’initiation, au niveau moléculaire, et la série 
d’événements cellulaire, tissulaire et au niveau de l’organe, menant au développement d’un effet indésirable. 
L’exemple d’un toxique activant le récepteur PPARγ et entrainant une cascade d’évènements menant au 
développement de la stéatose hépatique est donné.  
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III. Etude de nouveaux biomarqueurs dans la pathogénèse des NAFLD 

Comprendre les mécanismes d’action de toxiques, comme les PE, au niveau moléculaire et 
cellulaire, est essentiel pour déterminer des biomarqueurs d'exposition ou d'effet, ainsi que de 

nouvelles cibles thérapeutiques. Ainsi, dans le contexte des NAFLD, la recherche de biomarqueurs 

pourrait permettre une meilleure évaluation des risques pour la santé humaine, le diagnostic 

clinique ou pour la surveillance de populations sensibles. Dans ce sens, le fer libre et les vésicules 

extracellulaires, dont le sujet n’a pas encore été abordé au cours de cette thèse, pourraient servir 
de biomarqueurs dans la pathogénèse des NAFLD. 

i. Le fer libre 

Une notion qui n’a pas été abordé au cours de cette thèse, est l’implication du fer dans le stress 
oxydant (Bresgen and Eckl, 2015). En effet, il joue un rôle important dans la production d’ERO, 
notamment dans la génération de radicaux hydroxyles. Le fer se trouve sous plusieurs formes dans 

la cellule, mais seul le fer libre, c’est-à-dire non lié à des protéines comme la ferritine ou la 

transferrine, peut participer à de telles réactions redox (Kruszewski, 2003). Il est appelé fer de bas 

poids moléculaire (BPM) car il se complexe à des molécules de bas poids moléculaires comme le 

glutathion, le citrate, l’ATP/AMP ou le pyrophosphate (Galaris and Pantopoulos, 2008).  

Une perturbation de l’homéostasie du fer a notamment été mise en évidence lors de la transition 
de la stéatose vers la steatohépatite induite par la co-exposition B[a]P/éthanol sur le modèle de 

poisson-zèbre (Imran et al., 2022). Cette étude rapportait l’augmentation du métabolisme de 
l’hème (accumulation de l’hème et de sa forme oxydée, l’hémine ; ainsi que la surexpression des 

gènes responsables de la biosynthèse de l’hème), comme pouvant être impliqué dans le stress 

oxydant et dans la progression des NAFLD. De plus, la même étude, démontrait une accumulation 

de fer libre mitochondrial dans les hépatocytes des larves de poisson-zèbre. Il a été suggéré que 

cette accumulation de fer mitochondrial serait dépendante d’AhR et serait également associée à 
un dysfonctionnement mitochondrial, conduisant, de ce fait, à la progression de la stéatose vers 

la NASH. Comme de nombreuses études ont établi un lien entre le rôle du fer dans l’hépatotoxicité 

et l’exposition aux toxiques environnementaux (Fader and Zacharewski, 2017), il pourrait être 

intéressant d’évaluer l’implication du fer, comme marqueur du stress oxydant, dans notre 

contexte d’exposition aux PE. Notamment, la mesure du fer BPM, qui agit comme un agent pro-

oxydant, pourrait être envisagé par résonance paramagnétique électronique (RPE) (Sergent et al., 

1997); ou encore des dosages de l’hème, de l’hémine ou encore de la bilirubine (produit 
catabolique de l’hème), témoignant de perturbations de l’homéostasie du fer, pourraient être 
réalisés pour expliquer de nouvelles voies mécanistiques impliquées dans la pathogénèse des 

NAFLD, dans le cadre d’une exposition aux PE. 

De plus, notre équipe a précédemment constaté une augmentation de l'absorption du fer, due à 

la fluidisation de la membrane dans les cellules épithéliales hépatiques lors d'une exposition au 

B[a]P (Gorria et al., 2006). Il a également été rapporté, sur un modèle primaire d'hépatocytes de 

rat, que le remodelage membranaire en réponse à la co-exposition au B[a]P/éthanol entraînait 

une perméabilisation lysosomale responsable d’une augmentation intracellulaire de la teneur en 
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fer. Ainsi, bien que ces travaux portent sur l’exposition aux HAP, il serait intéressant dans nos 

conditions expérimentales, pour lesquelles nous observons également un remodelage 

membranaire induit par le DDE, de mettre en lien une augmentation possible d’absorption du fer 
hépatique et l’induction du remodelage membranaire. Ce mécanisme pourrait être appréhendé 

par l’étude de la régulation des transporteurs de fer (comme la mitoferrine, impliquée dans 

l’entrée du fer au niveau des mitochondries), ou encore par l’étude des gènes contrôlant la 
biosynthèse de l'hème (notamment la ferrochélatase, protéine responsable de l'incorporation du 

fer). Enfin, du fait que la ferroptose (mort cellulaire principalement dépendante du fer et du stress 

oxydant) soit également un mécanisme de mort cellulaire décrit depuis peu dans la NASH (Qi et 

al., 2020), ces études pourraient permettre d’identifier de nouveaux mécanismes impliqués dans 
la pathogénèse des NAFLD induite par les PE.  

Il est à noter que l’implication du fer dans la toxicité induite par les PE a été peu décrite dans la 
littérature. Une étude a ainsi décrit chez le poisson Médaka, que l’exposition au DEHP entrainait 

une mort cellulaire dépendante du fer, associée à une surcharge en fer, une augmentation de la 

teneur en MDA et une diminution des niveaux de glutathion (Yin et al., 2021). Une analyse 

transcriptomique a également révélé que l’exposition à un mélange de PFAS entrainait un stress 
oxydant lié à la ferroptose (Dale et al., 2022). Récemment, le cadmium a également été associé à 

l’accumulation de fer et à la ferroptose des cellules β pancréatiques, contribuant à l’inflammation 
chronique induite par ce PE (Hong et al., 2022). Enfin, et de manière intéressante, l’exposition au 
DDE a mis en évidence l’augmentation des niveaux de coproporphyrines urinaires, suggérant que 
l’effet toxique du DDE pourrait être médié par une perturbation de la voie de synthèse de l’hème 

(Sunyer et al., 2008). Ainsi, une étude plus approfondie des perturbations de l’homéostasie du fer, 
après exposition aux PE, serait particulièrement intéressante pour décrire de nouvelles voies 

mécanistiques menant au développement de NAFLD. 

ii. Les vésicules extracellulaires  

Un autre mécanisme contribuant à la pathogénèse des NAFLD est celui associé aux vésicules 

extracellulaires (VE) (Eguchi and Feldstein, 2018). Notre équipe s’intéresse depuis quelques 

années, aux VE comme biomarqueurs d’expositions et d’effets des toxiques environnementaux et 

a participé à l’essor de cette récente thématique. Les VE sont des nanostructures subcellulaires 

libérées par les cellules dans le milieu extracellulaire, et reconnues comme acteurs à part entière 

de la communication intercellulaire et inter-organes. Elles permettent, en effet, l’échange entre 

les cellules de lipides, protéines et acides nucléiques qu’elles soient voisines ou distantes.  

Les VE sont reconnues pour participer au développement des troubles métaboliques. Notamment, 

les VE libérées par les hépatocytes en condition physiologique10, voient leur production 

augmentée et leur contenu modifié en conditions pathologiques (particulièrement en condition 

de stress oxydant, de stress du RE, de mort cellulaire ou d’inflammation) ; c’est le cas notamment 

                                                           
10 En conditions physiologiques, les VE produites par le foie participent à l’homéostasie hépatique. En effet,  les 

VE issues des hépatocytes peuvent stimuler la prolifération des hépatocytes (Nojima et al., 2016), participer à la 

détoxification (de par leur contenu riche en enzymes de détoxification) (Conde-Vancells et al., 2008), ou encore 

à la tolérance immunitaire du foie (Holman et al., 2019). 
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dans les NAFLD (Hirsova et al., 2016b;Lee et al., 2017). Ainsi, de par un enrichissement des VE en 

molécules potentiellement impliquées dans des processus pathologiques; celles-ci ont été 

décrites comme pouvant participer au déclenchement ou à la progression des NAFLD (Eguchi and 

Feldstein, 2018; Latifkar et al., 2019). Par exemple, l’exposition d’hépatocytes aux AG (mimant une 

condition de stéatose), peut entrainer la libération de VE par ces cellules, qui sont ensuite 

impliquées dans l’inflammation et favorisent le recrutement de monocytes (Guo et al., 2019), 

l’activation (Hirsova et al., 2016b) et la migration des macrophages (Ibrahim et al., 2016; Liao et 

al., 2018). 

Enfin, l’exposition à certains toxiques de l’environnement (particules fines, HAP, métaux, 

composés perfluorés) entraine également une augmentation de la libération de VE, dont le 

contenu en protéines et en miR peut être modifié (Pavanello et al., 2016; van Meteren et al., 

2019). De plus, récemment, l’implication des récepteurs CAR et AhR, a également été décrite 

comme augmentant la production de VE induite par les HAP (van Meteren et al., 2019). Il convient 

également de noter que, dans un contexte d’exposition aux HAP, la modification de la fluidité 
membranaire induite sur des cellules hépatiques in vitro (déplétion en cholestérol, fluidification), 

était également impliquée dans l’augmentation de la production de VE hépatiques, ainsi que dans 
la mort cellulaire (van Meteren et al., 2019).  

Enfin, du fait que ces VE soient présentes dans les fluides biologiques et dû à la diversité de leurs 

contenus (acides nucléiques, lipides, protéines), elles peuvent refléter l’état physiologique ou 

pathologique des tissus. Ainsi, elles pourraient servir de potentiels biomarqueurs non invasifs de 

diagnostic ou de pronostic dans les NAFLD de par leur quantité mais aussi, et surtout, de par leur 

qualité, c’est-à-dire leur composition (Thietart and Rautou, 2020).  

Si notre équipe s’est intéressée au rôle des VE, dans le cadre d’une exposition au HAP, il est à noter 
que l’exposition au PE pourrait également être mise en relation avec les VE. En effet, comme 
précédemment décrit, les PE sont capables d’induire des modifications épigénétiques, notamment 

via la dérégulation des miR, pouvant par la suite, prédisposer au développement de NAFLD. Ces 

miR peuvent notamment être transportés par les VE à travers les fluides biologiques. Ainsi il est  

possible d’imaginer que les PE pourraient via ces VE favoriser le développement de NAFLD. Dans 

ce sens, il a été rapporté que le BPA était capable de modifié le contenu en miRNA dans les VE 

mais dans un cadre pathologique différent (Rodosthenous et al., 2019). Récemment, des 

techniques ont été développées pour visualiser les VE dans le corps des larves de poisson-zèbre 

(Verweij et al., 2019). Il serait donc intéressant dans notre étude d’explorer le rôle des VE dans la 
pathogénèse des NAFLD lors d’une exposition aux PE et plus particulièrement, au moment de la 

transition pathologique vers la stéatohépatite. 
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IV. Conclusion générale 

En conclusion, face à la nécessité de développer de nouvelles méthodes permettant de mieux 

caractériser les effets des PE sur les maladies métaboliques, dont font partie les NAFLD ; nous 

avons développé un test stéatogène : le « Steatosis Assay On Zebrafish », StAZ. Celui-ci permet 

d’évaluer la capacité d’une molécule chimique à induire la stéatose hépatique. Ce test a été 

développé sur le modèle in vivo de la larve de poisson-zèbre avant 5 jpf ; il est basé sur une 

technique d’imagerie par fluorescence, permettant de quantifier l’accumulation de lipides 
hépatiques, grâce à la sonde Nile Red. L’analyse semi-automatisée que nous avons développée, 

permet le calcul d’un score de stéatose, prenant en compte à la fois, la quantification de l’intensité 
de fluorescence du Nile Red, ainsi que, le nombre et de la surface occupée par les GL. Grâce au 

StAZ, un ensemble de 10 PE a été criblé, à des doses sub-toxiques et relevantes de 

l’environnement ; et le toxique DDE, principal métabolite de l’insecticide DDT, a été identifié 
comme molécule capable d’induire significativement une augmentation du score de stéatose, 
témoignant ainsi de son potentiel stéatogène. Le StAZ, a été initialement développé sur un modèle 

sauvage de poisson-zèbre, puis transposé et optimisé sur la lignée Liblue AB-tg(Fab10 :CFP ;cry 

:mRFP). 

Par la suite, d’un point de vue mécanistique, cette étude a mis en évidence que le DDE était 

capable de perturber l’expression de gènes impliqués dans le métabolisme des lipides (LDN ; 
import, stockage, dégradation et export des AG; métabolisme du cholestérol et des 

sphingolipides), avec un rôle important de la désaturase scd1, dont l’expression est induite par le 
DDE, et qui peut expliquer une augmentation de la lipogenèse initiatrice de la stéatose. Par 

ailleurs, la dérégulation de scd1 mais aussi des gènes impliqués dans le métabolisme des 

sphingolipides et du cholestérol, constituants majeurs des membranes plasmiques, nous ont 

amenés à étudier le remodelage membranaire, démontré par notre équipe comme pouvant être 

impliqué dans la pathogénèse des NAFLD. Nous avons ainsi démontré que le DDE était capable 

d’induire une diminution de l’ordre membranaire et donc une fluidification des membranes au 
niveau du foie. Par l’utilisation d’un inhibiteur de l’activité de scd1, nous avons mis en évidence 
une diminution du score de stéatose et de la fluidification des membranes hépatiques démontrant 

que scd1 est, à la fois, impliquée dans l’induction de la stéatose par le DDE, et , participe participe 

au remodelage membranaire induit par le DDE et plus exactement dans la fluidification des 

membranes. 

Le deuxième objectif a été de développer un second test biologique, sur le modèle du poisson-

zèbre, permettant d’évaluer la capacité des toxiques à induire la transition pathologique de la 
stéatose vers la steatohépatite ; et ce, en mettant en évidence le stress oxydant, la mort cellulaire 

et l’inflammation. Ce test, intitulé « Steatohepatits Assay on Zebrafish » utilise une larve de 

poisson-zèbre plus âgée, de 7 jpf, présentant au préalable une stéatose induite par un régime HFD. 

Pour le moment, dans les études préliminaires menées, les techniques utilisées, comme les 

analyses histologiques ou les études de la régulation génique, nous ont permis de confirmer la 

présence d’une steatohépatite avec les contrôles positifs (TAA ou TCDD), validant notre modèle 
NASH. Par la suite, des expériences de marquage avec des sondes fluorescentes ont été 

entreprises pour envisager la mise en place d’un test d’imagerie par microscopie à fluorescence. 
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Cependant celles-ci n’ont pour le moment pas donné de résultats satisfaisants, en ne permettant 
pas de mettre en évidence les 3 critères d’évaluation de la NASH, cités précédemment. Ainsi, si ce 
test ShAZ est toujours en cours de développement, il est à noter que les méthodes de microscopie 

à fluorescence seront utilisées, nous permettant de rendre ce test compatible avec la notion de 

haut débit, notion recherchée dans le développement d’un test standardisé.  

Enfin, nous avons reproduit et validé le test obésogène « Zebrafish Obesogenic Test », qui a été 

développé par nos collaborateurs du projet Oberon. Celui-ci vise à évaluer la capacité des 

molécules à induire une augmentation d’adiposité sur le poisson-zèbre. En reproduisant le test  

ZOT, nous avons trouvé qu’une exposition à la TBT à 50 nM pendant 24h à jeûn, inhibait la perte 
d’adiposité normalement observée en condition contrôle chez le poisson-zèbre juvénile, 

confirmant ainsi, ses propriétés obésogènes. Cette étape de validation inter-laboratoire, amène 

le test ZOT à une étape supérieure dans le processus de proposition de test à l’OCDE. 

Dans l’ensemble, ces résultats mettent en avant le développement de tests in vivo standardisés 

permettant d’identifier et de caractériser les effets des PE dans le développement des maladies 

métaboliques. Dans la stratégie d’étude de l’impact des PE, ces tests pourront être utilisés ou 

adaptés pour étudier les effets de ces molécules en mélange, si possible en restant à des faibles 

doses (au plus proche de ce qui est retrouvé chz l’Homme) et également avec différentes 
cinétiques afin d’appréhender l’aspect chronique de l’exposition à ces molécules. 

Par la suite, ces tests, ainsi que le test ZOT, pourraient être complétés par des études OMICS 

(lipidomique, transcriptomique, protéomique, métabolomique) afin de mieux caractériser les 

modes d’actions des PE dans ce contexte. Cette stratégie est notamment envisagée dans le projet 

Oberon où, pour les modèles que nous avons développés, des échantillons ont été collectés pour 

ce type d’analyse. De plus, les nouvelles technologies associant microscopie et spectrométrie 

pourraient également être utilisées sur nos modèles et permettre d’étudier plus précisément au 
niveau du foie, ou d’un autre tissu d’intérêt, les changements occasionnés par les PE. Par exemple, 
la technologie d’imagerie RAMAN et d’analyse moléculaire 3D a pu être réalisée en parallèle 

d’analyse transcriptomique sur des foies de larves de poisson-zèbre nourries avec un régime 

enrichi en cholestérol. Ces analyses ont permis de visualiser simultanément au niveau hépatique 

les changements d’expression génique et du métabolisme des lipides pour mettre en évidence 

l’impact du régime sur la régulation des voies PPARs, l’accumulation des lipides hépatiques et sur 
leur composition (Chen et al., 2020). De plus, cette technologie est suffisamment résolutive pour 

permettre d’aller rechercher la composition des membranes biologiques (cellules ou VE) et ainsi 

obtenir plus d’information sur un possible remodelage membranaire (Pilarczyk et al., 2014). 

Depuis des décennies, la production de nombreuses substances chimiques et leur utilisation ne 

cesse d’augmenter. Leur évaluation des risques sur la santé humaine n’est pas toujours aisée, du 
fait d’un très grand nombre de substances chimiques à évaluer, ou du manque de méthodes 

efficaces pour caractériser leurs effets sur la santé. Conformément au cadre réglementaire mis en 

place par l’UE, pour réduire l'utilisation de certains PE et protéger les consommateurs, il est 
devenu primordial de développer des méthodes de tests efficaces et rapides permettant de 
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prédire correctement les effets de PE, et dans notre cas, leurs effets sur les maladies 

métaboliques, dont le lien est plus que suspecté. Dans ce sens, le projet multidisciplinaire Oberon 

vise à développer des batteries de tests permettant d’identifier les PE capables d’induire l’obésité, 
le diabète ou les NAFLD. Ainsi, nos tests biologiques s’inscrivent dans cet objectif, visant à une 
meilleure évaluation des risques et à une meilleure règlementation des PE. Ils pourraient être 

proposés dans le cadre de l’OCDE ou encore aux agences de réglementation (ECHA et EFSA) 

permettant ainsi de tester les effets de molécules chimiques seules ou en mélange, avant leur 

mise sur le marché. A travers ces tests évaluant l’effet des PE sur la santé humaine, nous cherchons 
une meilleure régulation des produits chimiques, dont certains effets nocifs sont trop souvent 

détectés de nombreuses années après leur mise sur le marché.  
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ANNEXE 

Tableau S1 : Modèles NAFLD de poisson-zèbre induits par l’alimentation 

Suralimentation/régime 

hypercalorique  

(150 calories/jour) 

(Oka et al., 2010; Tainaka et al., 

2011) 

Augmentation d’IMC, hypertriglycéridémie, stéatose, dérégulation des 

gènes impliqués dans le métabolisme lipidique tels que  SREBP1c, PPARα/γ, 
LXRα et leptine. 
A long terme, mise en évidence que les femelles en âge de reproduction sont 

protégées du développement de la fibrose induite par ce régime, comparées 

aux femelles âgées et aux mâles (Turola et al., 2015). De manière comparable 

aux observations chez l’homme, le statut reproducteur et le taux 

d’œstrogènes sont associés à un niveau d’inflammation plus faible. 
Régime HFD   

(59% matière grasse à base de 

jaune d’œuf) 
(Dai et al., 2015; Imran et al., 

2018; Landgraf et al., 2017) 

Accumulation des TG hépatiques et du cholestérol, dérégulation du 

métabolisme des lipides associée à la lipolyse, à l’inflammation et au stress 

du RE. 

Régime riche en cholestérol 

(Régime normal + 2,5/5% de 

cholestérol)  

(Dai et al., 2015; Ma et al., 2019) 

 

 

Accumulation de TG hépatiques et de cholestérol, stéatose macro-

vésiculaire associée à l’augmentation des gènes de la LDN (srebf1, fasn). 
Progression vers des stades NASH de par l’induction d’un stress oxydant 
(production d’ERO, diminution de l’activité de SOD et augmentation du 
MDA), d’un stress du RE, d’une inflammation (expressions élevées des 

cytokines tnfα, il1-β, il6) et du déclenchement de la fibrose 

 

Régime riche en AGS (palmitate)  

(Régime normal + 8% de palmitate 

 33% matière grasse) 

(Park et al., 2019b) 

Stéatose hépatique associée à l’activation du stress du RE et du stress 

oxydant 

Régime riche en AGPI ω6 / faible 
en AGPI ω3 

(Riche en acide arachidonique)  

(Adam et al., 2019, 2017) 

Stéatose hépatique induite par des modifications épigénétiques 

(méthylation de l’ADN) chez les parents et la descendance, dérégulation des 

gènes du métabolisme lipidique chez la progéniture, induction de stress 

oxydant et de peroxydation lipidique  

Régime riche en Fructose (régime 

normal + 2/4% de fructose)  

(Ferrari et al., 2018; Sapp et al., 

2014) 

Stéatose hépatique associée au développement de l’inflammation, du stress 
du RE, de perturbations mitochondriales, médié par l’activation de la voie 
mTOR 
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Tableau S2 : Modèles mutants et transgéniques développés pour l’étude des NAFLD  

Modèles mutants 

Nom Gène muté et fonction Phénotype Mécanismes Reférences 

Mutant foie 

gras  

Mutation trapc11 - 

Impliqué dans le trafic 

vésiculaire entre le RE et 

l’appareil de Golgi 

Stéatose 

hépatique 

Stress du RE 

Mutant présentant des hépatocytes 

hypertrophiés et une dégénérescence 

nucléaire des hépatocytes et qui 

développe une stéatose et une 

hépatomégalie.  

L’utilisation de ce mutant foigr a permis 
de mettre en évidence un stress du RE en 

raison d’une réponse UPR sur-activée 

impliquée dans la pathogénèse des 

NAFLD 

Les poissons foigr présentent la plupart 

des caractéristiques de la NASH des 

mammifères, à l'exception de 

l'inflammation.  

 

(Cinaroglu et 

al., 2011; 

Howarth et 

al., 2014; 

Sadler et al., 

2005; Vacaru 

et al., 2014) 

Mutant gonzo  Mutation mbtps1 

(membrane bound 

transcription factor 

protease 1) – impliqué 

dans le clivage et 

l’activation de SREBP au 
niveau de l’appareil de 

Golgi 

Stéatose 

hépatique 

Stress du RE 

Mutant résistant à la stéatose.  

L’utilisation de ce mutant a permis 
d’identifier que l‘activation SREBP et 
l’induction du stress du RE étaient des 
mécanismes impliqués dans le 

développement de la stéatose  

(Passeri et 

al., 2009) 

Mutant hi559 Mutation cditp (CDP-

diacylglycerol-inositol 3-

phosphatidyltransferase) 

– Impliqué dans la 

synthèse du 

phosphatidylinositol 

Stéatose 

hépatique 

Stress du RE 

Mort cellulaire 

L’utilisation de ce mutant a permis de 
faire le lien entre le défaut de synthèse 

de phospholipide (phosphatidylinositol) 

et le stress du RE dans la promotion de la 

stéatose. 

Les mutants hi559 présentent une 

stéatose macrovésiculaire, un 

ballonnement des hépatocytes et une 

nécroapoptose. La morphologie des 

mitochondries apparait anormale 

(Thakur et 

al., 2011) 

Mutant red 

moon (rmn)  

Mutation slc16a6a – 

Transporteur nécessaire 

à la sécrétion du β-

hydroxybutyrate (corps 

cétonique) pendant le 

jeûne 

Stéatose 

hépatique 

induite par le 

jeûne 

Cette mutation entraine une 

augmentation des TG hépatiques, mais 

pas du cholestérol. 

 L’utilisation de ce modèle a été utile 
pour identifier les AGPI comme 

potentiels inhibiteurs de l’HMG-CoA 

réductase, étape limitante de la 

biosynthèse de cholestérol 

(Hugo et al., 

2012; 

Karanth et 

al., 2013) 

Mutant 

slc7a3a 

Mutation scl7a3a – 

Transporteur d’arginine 
impliqué dans la 

Stéatose 

hépatique 

Cette mutation induit une stéatose par 

diminution de la synthèse d’oxide 

nitrique et diminution de la voie de 

(Gu et al., 

2014) 
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synthèse de monoxyde 

d’azote et la biogénèse 

mitochondriale 

induite par le 

jeûne 

signalisation AMPK-PPARα régulant 
l’oxydation mitochondriale des AG 

Mutant gmps Mutation gmps 

(guanosine 

monophosphate 

synthase) – Impliqué 

dans la synthèse de GTP 

et GDP et l’activité de 
Rac1 (régulateur des 

NADPH oxidases) 

Stéatose 

hépatique 

Diminution des 

ERO 

Mutation gmps entraine une diminution 

des ROS via l’inhibition de l’activité de 

Rac1 et l’accumulation de GL hépatiques. 
L’identification de ce mutant a mis en 
évidence que l’augmentation de la 
production d’ERO entrainait une 
protection contre la stéatose.  

 

(Nussbaum 

et al., 2013) 

Mutants 

ducttrip   

Mutation ahcy (S-

adénosylhomocystéine 

hydrolase) – impliqué 

dans le métabolisme de 

la méthionine  

Stéatose 

hépatique 

Inflammation 

Cette mutation induit une stéatose 

hépatique associée à un 

dysfonctionnement mitochondrial. 

Le mutant induit une expression 

augmentée des gènes TNFα et PPARγ via 
un mécanisme épigénétique (défaut de 

méthylation) 

(Matthews 

et al., 2009) 

Mutants cnr1 / 

cnr2  

Mutation cnr1/cnr2 – 

récepteurs des 

cannabinoïdes impliqués 

dans la régulation de 

l’appétit et le 

métabolisme des lipides  

Stéatose 

hépatique 

Ces mutants ont permis d’identifier des 
rôles distincts des cnr dans la 

pathogénèse des NAFLD (mutants cnr2 

sensibles à la stéatose / mutants cnr1 

protégés de la stéatose).  

L’utilisation de ces mutants a permis 

d’identifier que la dérégulation de la 
signalisation endocanninoïde entraine 

des altérations du métabolisme de la 

méthionine et du métabolisme des 

lipides responsables de la stéatose.  

(Liu et al., 

2016) 

Mutant kdsr  Mutation kdsr (3-

ketodihydrosphingosine 

reductase) – Enzyme clé 

de la synthèse de novo 

des sphingolipides  

Stéatose 

Stress du RE 

Stress oxydant  

La mutation kdsr entraine un stress du RE 

et un stress oxydant médiés par 

l’accumulation de sphingolipides (S1P) 

induit par la surexpression 

compensatoire de la sphingosine kinase 2 

(sphk2). Cette étude a été l’une des 
premières à mettre en évidence le 

métabolisme des sphingolipides et le 

développement de dommages 

hépatiques 

(Park et al., 

2019a) 

Modèles transgéniques 
 

Transgène Lignée transgénique Phénotype Mécanisme  

gankyrin  tg(fabp10a:GFP-gank) 

Protéine gankyrin 

hépatique (impliquée 

dans la proliferation et la 

tumorigénèse du CHC), 

couplée au fluorochrome 

GFP 

Stéatose 

Apoptose 

Stress oxydant  

La protéine gankyrine induit une stéatose 

hépatique caractérisée par 

l’augmentation d’expression des gènes 

lipogénique (srebp-1c, pparγ et c/ebpα), 
l’augmentation de la synthèse d’AGL 
ainsi que l’initiation de l’apoptose et du 
stress oxydant (peroxydation lipidique, 

(Her et al., 

2011) 
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 production d’ERO). Les mécanismes 
révèlent l’augmentation de l’expression 
de miRs hépatiques impliqués dans le 

métabolisme des lipides (miR-16, miR-

27b, miR122 et miR126) 

miR27b  

 

tg(-2.8fabp10a:mCherry-

miR-27b-SP) 

miR27b hépatique, 

couplé au fluorochrome 

mCherry 

Stéatose La déplétion en miR27b l’accumulation 
de lipides hépatiques via l’augmentation 
des gènes lipogéniques (pparg, srebp-1c)  

(Hsu et al., 

2017) 

HBx  tg(-

2.8fabp10a:HBV.HBx- 

GFP)  

Protéine hépatique du 

virus de l’hépatite B, 
couplée au fluorochrome 

GFP 

Stéatose 

Inflammation 

 

L’expression de la protéine HBx induit 
l’accumulation de lipides hépatiques en 

augmentant la LDN (via l’augmentation 
de C/EBP-α, SREBP1 et ChREBP) ainsi 
qu’une inflammation lobulaire  

(Shieh et al., 

2010) 

Yin yang 1 

(YY1)  

tg(fabp10a:EGFP-YY1) 

Facteur de transcription 

à doigt de zinc hépatique, 

couplé au fluorochrome 

GFP 

Stéatose 

Stress oxydant 

La surexpression de YY1 induit 

l’accumulation de lipides hépatiques par 
l’augmentation d’expression des gènes 

lipogénique (C/EBP-α, PPARγ, SREBP-1c) 

et l’inhibition de CHOP-10, dérégulant la 

différenciation des adipocytes 

Augmentation du stress oxydant et de la 

lipotoxicité hépatique 

(Her et al., 

2013) 

LXR  tg(actb2:EGFP-nr1h3) 

Récepteur LXR, couplé au 

fluorochrome GFP 

Stéatose La surexpression globale de lxr induit la 

stéatose, mais la surexpression de lxr 

intestinal supprime la stéatose causée 

par un régime HFD en perturbant le 

transport des lipides vers le foie 

(Cruz-Garcia 

and Schlegel, 

2014) 

FGFR  tg(lfabp:dnfgfr1-egfp) 

Récepteur du facteur de 

croissance des 

fibroblastes hépatique, 

couplé au fluorochrome 

GFP 

 

Stéatose 

Cholestase 

La répression du récepteur de fgf 

entraine un gonflement des hépatocytes 

au stade larvaire et une stéatose 

hépatique et cholestase au stade adulte. 

Cette étude confirme l’importance de la 
signalisation de fgf dans l'homéostasie 

hépatique  

(Tsai et al., 

2013) 

CBR1  tg(-2.8fabp10a:Tet off-

CB1R:2A:eGFP)  

Récepteur des 

cannabinoïdes 1 

hépatique, couplé au 

fluorochrome GFP 

Stéatose La régulation positive du récepteur 

cannabinoïde spécifique du foie (cbr1) 

induit l’accumulation de lipides 
hépatiques par l’induction de la LDN via 

la régulation de srebp-1c  

(Pai et al., 

2013) 

bHLH  

 

tg(hand2:GFP) 

Facteur de transcription 

bHLH (Hand2) marqueur 

des cellules étoilées, 

couplé au fluorochrome 

GFP 

Fibrose Mise en évidence que les cellules étoilées 

hépatiques s’activent et sécrètent de la 
matrice extracellulaire à l’origine du 
développement de la fibrose dans la 

NAFLD 

(Howarth et 

al., 2013; Yin 

et al., 2012) 
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Tableau S3 : Etudes de l’impact des PE dans les NAFLD portant sur le modèle du poisson-zèbre.  

PE Stade du 

poisson-zèbre 

Concentration 

Durée d’exposition 

Phénotype Accumulation 

de GL/TG 

Mécanisme d’action dans la 
NAFLD 

Références 

TBT 
 

Adulte 10-50ng/L 
20jpf-9mpf 

Stéatose x ↗ adipogénèse (pparγ) ; ↗ 
lipogenèse hépatique (srebp-1c, 
acc, fasn) 

(Lyssimachou et 
al., 2015) 

Larve 1nM 
9-14jpf 

Stéatose x Perturbation métabolisme 
lipidique via une altération du 
rythme circadien 

(Kopp et al., 
2017) 

PFOS 
 

Adulte 0.5µM 
8hpf-150jpf 

Stéatose Oui 
(histologie) 

dysfonctions mitochondriales (↘ 
taux ATP hépatique) ; ↘ puis ↗ 
β-oxydation (mécanisme 
compensatoire) ; ↘ export des 
AG via les VLDL 
Mécanismes médiés par 
l’activation des récepteurs 
nucléaires (lxr, rara, rxrgb, nr1/2) 

(Cheng et al., 
2016) 

Adulte 0.5µM 
8hpf-180jpf 

Stéatose Oui  
(dosage) 

Altération du métabolisme 
lipidique chez le mâle et la 
descendance (↗ LXR, insr, lepa ; 
↘ dgat1b, apoA1) 

(Cui et al., 
2017) 

Adulte 1µM  
Pendant 21 jours 

Stéatose Oui 
(histologie) 

↘ export, effets médiés par 
inhibition de PPARγ ; altération 
du microbiote intestinal 
 

(Wang et al., 
2022) 

Adulte 500µg/L 
90jpf-100jpf 

CHC x Progression tumorale hépatique  (Zhu et al., 
2021) 

Embryon/Larve 500µg/L 
4hpf-120hpf 

Stéatose x Perturbation métabolisme 
lipidique 

(Dong et al., 
2021) 

Embryon/Larve 16-64µM 
3hpf-168hpf 

Diabète x Dysfonctions pancréatiques (Sant et al., 
2017) 

Larve 0.5mg/L 
4hpf-192hpf 

Stéatose x Altération protéines de transport 
des lipides 

(Shi et al., 2009) 

Larve 0.5µg/L  
0hpf – 6jpf 

NASH Oui 
(coloration) 

Inflammation ; fibrose ; cirrhose ; 
médié par stress du RE  
 

(Fai Tse et al., 
2016) 

Larve 1µM 
6hpf- 7jpf 

Stéatose Oui 
(histologie+ 
dosage 

↗ synthèse (acc) ; ↗ β-oxydation 
(acox1, acadm) ; mécanismes via 
activation PPARα 
 

(Yi et al., 2019) 

Larve/juvénile 250µg/L 
14jpf-84jpf 

Stéatose Oui 
(histologie) 

 
(Du et al., 2009) 
 

Larve 1mg/L 
48hpf-120hpf 

Stéatose x Perturbation métabolisme 
lipidique et du système 
immunitaire 

(Martínez et al., 
2019b) 

PFOA Adulte 0.1-1mg/L 
28 jours 

 x Dysfonctions mitochondriales (↗ 
perméabilité de la membrane 
mitochondriale, ↘ OXPHOS, ↘ 
taux ATP hépatique, ↗ 
production ERO) 

(Hagenaars et 
al., 2013) 

BPA Embryon/larve 0.1-4mg/L 
2-5jpf 

Obésité 
Stéatose 
 

X Perturbation métabolisme des 
lipides/du glucose 
 

(Martínez et al., 
2020b) 

Embryon 4-8mg/L 
2-6jpf 

Stéatose x Rétention du sac vitellin (Martínez et al., 
2020a) 

Embryon/Larve 0.1-100µg/L 
4hpf-168hpf 

NASH x Stress oxydant (↗ production 
ERO, peroxydation lipidique) ; ↘ 
enzymes antioxydantes  

(Wu et al., 
2011) 

Larve 200µg/L (876nM) 
6-120hpf 

Stéatose 
NASH 

Oui 
(coloration + 
dosage) 

↗ PPARg et CEBPα ; ↗ 
lipogenèse ; ↗ transport des 
lipides ; ↘ β-oxydation 

(Sun et al., 
2020) 
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Inflammation et stress du RE  
Adulte 100µg/L = 438.6nM 

6 mois pendant 48h 
Stéatose Oui 

(histologie) 
↗ synthèse lipides hépatiques via 
perturbation du système 
endocannabinoïde  
 

(Martella et al., 
2016) 

Adulte 100nM- 
Pendant 3 semaines 

Stéatose x Dysfonctions mitochondriales ; 
Modification épigénétique via 
dérégulation des miR 
 

(Renaud et al., 
2017) 

Adulte  200µg/L 
120hpf-90jpf 

Obésité 
Stéatose 

Oui 
(histologie + 
dosage) 

 
(Sun et al., 
2020) 

Adulte 100µg/L-2000µg/L Stéatose 
NASH 

Oui 
(histologie + 
dosage) 

↗ lipogenèse (fas, srebp1c, 
dgat2, fatp1, cd36, fabp1a); 
inflammation  (il1, il6, nfkb) ; 
stress oxydant (↘ SOD, ↗ MDA, 
↗ peroxydation lipidique) 

(Sun et al., 
2019) 

Adulte 5-20µg/L 
Pendant 21 jours 

Stéatose x Faibles doses : stockage des TG et 
favorise la synthèse d’AG (↗ 
srebp1c, acat2, cebpa, fabp11a, 
↘ pparaa et dgat2, ↘synthèse 
de TG) 
Fortes doses : ↗ la LDN et la 
synthèse de cholestérol (↗ asn, 
srebf2,apoA4b, ApoA1, fabp11a, 
↘srebf1, acat2, cebpa, dgat2) 

(Santangeli et 
al., 2018) 

Lignée cellulaire 

hépatique de 

poisson-zèbre 

20-500µM pendant 
24h 

Stéatose 
NASH 

Oui  
(dosage) 

Stress oxydant (↗ production 
ERO) ; ↗ AGS lipotoxique, ↘AGI  
 

(Marqueño et 
al., 2021) 
 

Adulte 20µg/L 
Pendant 21 jours 

Stéatose 
 

Oui 
(histologie) 

Perturbation du système 
endocannabinoïde  

(Forner-Piquer 
et al., 2018) 

Adulte 20-500µg/L 
Pendant 28 jours 

Obésité 
Stéatose 

Oui 
(histologie et 
dosage) 

Perturbation du système 
endocannabinoïde (activation 
cb1) 

(Tian et al., 
2021) 

Adulte 1-10µM 
Pendant 30jours 

NASH x ↘ tolérance au glucose ; stress 
oxydant ; inflammation (il1β, 
tnfα, il6, lepa, fgf21) 

(Beler et al., 
2022) 

BPS Larve 1-100µg/L 
2hpf-15jpf 

Obésité 
Stéatose 

Oui 
(coloration + 
dosage) 

Activation PPARg/RXRα ; ↗ LDN 
hépatique (acc, fasn, agpat4) ; ↘ 
export des AG 

(Wang et al., 
2018) 

Embryon/Larve 1-100µg/L 
Pendant 5hpf-15jpf 

Athero-
sclerose 

x Inflammation (recrutement des 
macrophages) ; ↗oxLDL 
(lipoprotéines oxydés) ; 
Activation des PPARs  

(Wang et al., 
2022) 

Larve mais effet 

à l’âge adulte 

1-1000µg/L 
2hpf-120jpf 

Stéatose Oui 
(histologie + 
dosage) 

↘ srebp1 et pparα ; ↘ synthèse 
AG ; ↘β-oxydation ; ↗synthèse 
TG (agpat4, dgat2) 

(Wang et al., 

2019) 

Larve mais effet 

à l’âge adulte 

1-100µg/L 
2hpf-120jpf 

Stéatose 
NASH 
Fibrose 

Oui 
(histologie + 
dosage) 

↗ lipogénèse hépatique ; 
activation réponse UPR, stress du 
RE ; inflammation ; apoptose ; 
fibrose  

(Qin et al., 

2020) 

BPF Embryon/ 

Juvénile 

0.5µg/L 
2hpf- 60jpf 

Stéatose Oui 
(histologie + 
dosage) 

Perturbation du métabolisme 
intestinal (inflammation, 
activation transport des lipides et 
absorption, réponse immunitaire) 

(Mu et al., 
2022) 

Larve 10, 100µg/L 
96hpf-144hpf 

Insullino-
résistance 
Hyper-
glycémie 

x  (Zhao et al., 
2018) 

DBP Embryon/Larve 5-500µg/L 
4hpf-96hpf 

NASH x Stress oxydant (↗ production 
ERO, peroxydation lipidique) ; 

(Xu et al., 2013) 
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↗réponse immunitaire (infγ, il1β, 
tnfα) 

DEHP Adulte 0.02, 0.2, 2µg/L 
Pendant 7jours 

Stéatose x  ↗  PPARα, SREBP et CB1 (Migliarini et al., 
2011) 

Adulte 5.8nM 
Pendant 21jours 

Stéatose x Perturbations facteurs de 
transcriptions FOXA2, FOXA3, 
métabolisme des acides aminés, 
métabolisme des lipides et 
lipoprotéines, métabolisme des 
AG, TG et corps cétoniques 

(Huff et al., 
2018) 
 

Adulte HFD + DEHP 3g/kg  
pendant 60jours 

Obésité x Activation de pparα (Buerger et al., 
2019) 

MEHP Larve 200µg/L  
6hpf – 96hpf - 
120hpf 

Stéatose Oui 
(histologie+ 
coloration) 

Perturbation de la voie de 
signalisation nrf2 (diminution 
gstp) 

(Sant et al., 
2021b) 

Lignée cellulaire 

hépatique de 

poisson-zèbre 

14.37-125mg/L 
Pendant 24h 

NASH Oui 
(coloration) 

Stress oxydant (↗ production 
ERO, ↗ enzymes antioxydantes : 
SOD, GPx, GST) ; Stress du RE 

(Park et al., 
2020) 

Cd Embryon/ 

Juvénile 

2.5-5µg/L 

1jpf-105jpf 

Stéatose Oui 

(histologie) 

Absence de stress oxydant (Zhu et al., 
2018) 

Embryon 12-24µM 
4hpf – 4 semaines 

Stéatose Oui 
(histologie+ 
dosage) 

Stress oxydant (↗ production 
d’ERO, peroxydation lipidique) ; 
Inflammation (↗ Infiltration de 
cellules inflammatoires) 

(Kim et al., 
2018) 
 

Adulte 5-25µg/L 

Pendant 30 jours 

Stéatose Oui 

(histologie+ 

coloration) 

↗ Lipogenèse (fasn g6pd, me, 
acaca); stress oxydant (↗ 
production d’ERO, ↘enzymes 

antioxydantes : SOD, GPx, COX, 
↗ peroxydation lipidique) ; 
dysfonctions mitochondriales 

(↘activité mitochondriale, 
↘synthèse d’ATP) ; mitophagie  

(Pan et al., 
2018) 

Adulte 5-20µg/L 

Pendant 48jours 

NASH x Stress oxydant (↗ production 
ERO, peroxydation lipidique) ; 

stress du RE ; apoptose 

hépatique 

(Hu et al., 2022) 

Adulte 1.78µM pendant 6h NASH x Stress oxydant (↗ production 
ERO, peroxydation lipidique) ; 

↗compensatoire des enzymes 
antioxydantes (gpx, sod, cat) ; ↗ 
caspase 3 

(Wu et al., 
2017) 

Adulte 5ppm 
72hpf-96hpf 

Perturbation 
métabolique 

x Perturbation du rythme circadien (Xiao et al., 
2016) 

Methyl-
paraben 
 

Embryon 50mg/L 

4hpf-120hpf 

NASH x Stress oxydant (↗ peroxydation 

lipidique, ↘ activité GST et des 
niveaux d’oxyde nitrique) ; 
apoptose 

(Ateş et al., 
2018) 

Adulte 1-10µg/L pendant 

28jours 

Stéatose 

NASH 

Oui 

(coloration) 

↗ Lipogénèse hépatique (pparα, 
srebp1c) 

Stress oxydant (↗ production 

ERO, ↘ enzymes antioxydantes 

CAT, GSH, LPO) 

(Hu et al., 2022) 

Propyl-
paraben 

Embryon/Larve 1-2mg/L 

3hpf-96hpf 

Obésité Oui 

(histologie) 

Rétention du sac vitellin, ↘ 
phospholipase A2  

(Perugini et al., 
2020) 

 

 

 



 

310 

 

Tableau S4 : Liste et caractéristique des  10 PE utilisés dans le projet Oberon 
 Substances 

chimiques 

Source d’exposition Exposition humaine 

(Concentration 

urinaire) 

Mode d’exposition Métabolisme  

A
g

e
n

ts
 p

la
st

if
ia

n
ts

 

Bisphenols 
(BPA, BPS, 
BPF) 

 Utilisés à très grande échelle 
comme monomères des 
polycarbonates et des résines 

époxydes, dans les plastiques et 
en particulier les revêtements 
en contact avec des aliments 
(boîtes de conserves, canettes, 
bouteilles, Tupperware) 
 

 Utilisés sous forme de 
monomère libre comme agent 
révélateur d’impression des 
papiers thermiques (tickets de 
caisse, billet d’avion) 

 
BPA Interdit par l’UE dans la 
fabrication des biberons (2013) et de 
revêtement de denrées alimentaires 
(2015)  
 BPS et BPF utilisés en 
remplacement du BPA  
BPA : Classé réprotoxique classe 1B 
(CIRC) 

 

 

 
 
 

Données issues de la 
cohorte ESTEBAN-
2019 

 

BPA 

Adulte : 1.97µg/L 
(max 105.45µg/L) 
Enfant : 2.26µg/L  
 
BPS 

Adulte : 0.384µg/L 
(max 332.62µg/L) 
Enfant : 0.444µg/L ‐ 
(max 125.4µg/L) 
 

BPF 

Adulte : 0.230µg/L 
(max 34.71µg/L) 
Enfant : 0.263µg/L 
(max 23.63µg/L) 

Par ingestion 

principalement (80% 
par voie orale) via 

l’alimentation en 
raison de la migration 
des bisphénols 
provenant des 
contenants 
alimentaires  
 
Par voie cutanée via 
papiers thermiques, 
cosmétiques 
 
 

Rapidement métabolisé et 
éliminé (temps de ½ vie : 5,3h) 
par voie urinaire mais 
exposition quotidienne 
provoque une imprégnation 
constante dans les liquides et 
tissus humains (urines, sang, 
plasma, lait maternel, 
bioaccumulation dans le foie, le 
pancréas et le tissu adipeux) 
 
Métabolisé par glucuronidation 
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Phtalates 
(DEHP, DBP) 

 Plastifiants, additifs ajoutés aux 
matières plastiques pour 
améliorer leur souplesse, 
élasticité, résistance aux chocs. 
Particulièrement intégrés dans 
les PVC (polychlorure de vinyle) 
 

 Présent dans les cosmétiques 
(fabrication shampoings, 
parfums, déodorants, vernis à 
ongles) 

 
 Jouets en plastiques, 

Revêtements de denrées 
alimentaires et de boissons, 
Poches de perfusion 

 

 Forte imprégnation dans 
l’environnement 

 
DEHP et DBP interdits dans les 
emballages plastiques en contact 
avec l’alimentation et dans la 
fabrication des jouets (2014-2015) 
 
Classés réprotoxique classe 1B (CIRC) 

 
 
 
 

Données issues de la 
cohorte ESTEBAN-
2019 

 

DEHP : 
Adulte : 17.6µg/L   
Enfant: 27.2µg/L  

Par Ingestion : via 

l’alimentation en 
raison de la migration 
des phtalates dans les 
denrées alimentaires 
riche en graisse, via 
jouets des jeunes 
enfants 
 
Par voie cutanée : via 
les cosmétiques, 
jouets 
 
Par inhalation dans 
une moindre mesure  
 
 
 

Rapidement métabolisé par le 
foie et éliminé (temps de ½ 

vie : de 24h à 3/5jours), mais 
bioaccumulation dans le foie, et 
imprégnation constante dans 
les liquides et tissus humains 
(urines, sang, plasma, lait 
maternel) 
 
Métabolisé par 
glucuronidation.  
Principaux métabolites du 

DEHP est le MEHP et du DBP 

est le MBP 
 

 

In
se

ct
ic

id
e

 o
rg

a
n

o
ch

lo
ré

s 

DDT 
(métabolite 
DDE) 

DDT insecticide interdit mais 
continue d’être utilisé dans les pays 
tropicaux pour lutter contre le 
paludisme, persistant dans 
l’environnement  
DDE principal métabolite du DDT, 
possède les mêmes propriétés 
chimiques et physiques 
 
DDT classé cancérigène classe 2A 
(CIRC) 
 

Données issues de la 
cohorte ESTEBAN-
2019 

 
Enfants : 129.3ng/L-
104.6ng/L pour le 
DDE (dans le sérum) 
 
Adulte : 908.4ng/L-
181.9ng/L (dans le 
sérum) 

Par ingestion via 

alimentation 
contaminée 
principalement 
aliments riches en 
graisses (viande, 
poisson, produits 
laitiers) 
 
Par inhalation dans 
les zones d’utilisation 
du DTT et les 
poussières 
domestiques 

Composé persistant (DDT : 
temps de ½ vie 2 à 15 ans dans 

les sols, 4 à 6 ans chez 

l’Homme ; DDE : Temps de ½ 

vie: 7 à 8 ans) 
 
Lentement métabolisé et 
lipophile. 
Accumulation dans le tissu 
adipeux, passage de la barrière 
placentaire, présence dans le 
lait maternel  
 
DDT métabolisé en DDE par 
CYP450, photolyse ou 
biodégradation bactérienne 
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C
o

m
p

o
sé

s 
p

e
rf

lu
o

ré
s 

PFOA, PFOS Principalement utilisés dans les 
revêtements, les textiles, les 
emballages alimentaires, 
cosmétiques ; composés 
amphiphiles, stabilité chimique et 
thermique 
 
Utilisation réglementée mais 
persistante 
 
Classés cancérigènes du groupe 2B 
(CIRC) 

 

Données issues de la 
cohorte ESTEBAN-
2019 

 

 

PFOA 

Adultes : 2.08µg/L   
Enfants : 1.56µg/L  
 
PFOS 

Adultes : 4.03µg/L  
Enfants : 2.22µg/L  
 

Par ingestion via 
l’alimentation 
(poissons) et eau 
contaminée, ou via 

matériaux de cuisson 
en Téflon 
 
Par inhalation d’air 
pollué, d’incinération 
des déchets 
industriels ou de 
poussières 
domestiques  
 
 

Composés persistants (Temps 

de ½ vie : entre 2 et 8 ans) 
 
Accumulation dans les organes, 
principalement dans le foie, 
mais aussi dans le cerveau, 
rein, poumons, et dans les 
fluides biologiques (sang, lait 
maternel) ; passage de la 
barrière placentaire 

C
o

sm
é

ti
q

u
e

s 

Parabène 
(Méthyl-
parabène, 
Ethyl-
parabène, 
Butyl-
Parabène, 
Propyl-
Parabène, 
Benzyl-
Parabène) 
 
 
 

Utilisé en tant qu’antibactérien 
synthétique dans les cosmétiques, 
shampooings, dentifrices, et savons 
 
Règlementation européenne interdit 
l’utilisation de 5 parabènes et abaisse 
les seuils de concentrations des 
butyl- et propyl-parabènes à 0.14% 
du produit final. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  

Données issues de la 
cohorte ESTEBAN-
2019 

 

Butyl-parabène: 

0.5µg/L  
Méthyl-parabène : 
43.9µg/L  

Par voie cutanée via 
les cosmétiques 
 
Par inhalation : via 

émission de vapeurs 
de vernis, colle 
 
Par ingestion  

Rapidement métabolisé et 
éliminé par les urines (temps 

de ½ vie d’environ 12h) 
Retrouvé dans les 
fluides biologiques (sérum, 
urine liquide séminal) 
 
Métabolite principale : acide p-
hydroxybenzoïque 
(Abbas et al., 2010; Darbre and 
Harvey, 2008) 
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Cadmium,  Utilisé comme agent anti‐corrosion et 
dans l’industrie (alliages écrans de TV, 
piles, électrodes, pigments pour 
peintures, constituants de matériels 
électriques, batteries, semi‐
conducteurs) ainsi que dans 
l’agriculture (engrais phosphatés). 
Relargué dans l’environnement lors 
des processus de traitements des 
déchets, de métallurgie, et dans 
l’agriculture  
 
Polluant ubiquitaire retrouvé dans 
tous les écosystèmes (sols, végétaux, 
animaux, eaux) 
 
Chlorure de cadmium classé en tant 
que cancérigène catégorie 1B (CIRC) 
 
 

Données issues de la 
cohorte ESTEBAN-
2019 

 

Adulte : 0.43µg/L 
(0.54µg/ fumeurs / 
0.37µg/L non‐
fumeurs)  
Enfants : 0.28µg/L -
1.53µg/L  

Par ingestion via 
l’alimentation 
(légumes, fruits de 
mers, poissons, 
céréales) et l’eau 
contaminée 
 
Par inhalation via le 
tabagisme ou via la 
pollution aérienne 
des industries 
 
 

Composés persistants : (Temps 
de ½ vie : 10 à 20 ans) 
excrétion très lente via les 
urines 
 
Bioacculumation dans le foie et 
les reins (par ingestion), 
rétention pulmonaire (par 
inhalation) 
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Titre : Impact des perturbateurs endocriniens sur la stéatose hépatique et sa progression 
pathologique 

Mots clés : maladies non alcooliques du foie, perturbateurs endocriniens, poisson-zèbre, bio-essais 

Résumé : Les maladies non alcooliques du foie 
(NAFLD) sont les pathologies hépatiques les 
plus répandues dans le monde, touchant environ 
25% de la population générale. Le premier stade 
des NAFLD est la stéatose hépatique, un état 
bénin défini par l'accumulation de gouttelettes 
lipidiques dans les hépatocytes. Cependant, 
environ 20% des personnes atteintes de 
stéatose développent un stade pathologique, la 
stéatohépatite, caractérisée par la mort cellulaire 
des hépatocytes associée à une inflammation du 
foie. Récemment, l’exposition aux perturbateurs 
endocriniens (PE), auxquels l'homme est 
continuellement exposé, a été décrite pour avoir 
un impact sur ces maladies. Dans ce contexte, le 
but de cette thèse a été de développer deux 
tests biologiques, basés sur la microscopie à 
fluorescence et utilisant le modèle in vivo de la 
larve de poisson-zèbre, permettant d’estimer  
l'impact des PE sur le développement (1er test, 

“Steatosis Assay on Zebrafish” – StAZ) et la 
progression des NAFLD (2ème test, 
“Steatohepatitis Assay on Zebrafish” – ShAZ). 
Le StAZ, nous a permis d’identifier le DDE, 
comme puissant stéatogène. D’un point de 
vue mécanistique, il a été mis en évidence 
que l’induction de la désaturase scd1 par le 
DDE était en partie responsable de la 
stéatose et d’un remodelage membranaire 
(fluidification des membranes hépatiques). Le 
ShAZ vise à identifier les PE capables de 
favoriser l'évolution vers la stéatohépatite en 
mesurant des marqueurs caractéristiques de 
cette pathologie par microscopie (i.e. mort 
cellulaire, stress oxydant et inflammation). Au 
total, ces études devraient permettre 
d'identifier les PE impliqués dans l’initiation et 
la progression pathologique des NAFLD, ainsi 
que de mieux comprendre leurs modes 
d'action, et ce, afin de permettre une 
meilleure  réglementation des PE. 

Title : Impact of endocrine disruptors on hepatic steatosis and its pathological progression   

Keywords : non-alcoholic fatty liver diseases, endocrine disruptors, zebrafish model, bioassay 

Abstract : Non-alcoholic fatty liver disease 
(NAFLD) are the most common form of liver 
diseases in the world, affecting around 25% of 
the general population. The first stage of 
NAFLD is the steatosis, a benign condition 
defined by the accumulation of lipid droplets in 
liver. Around 20% of people with steatosis 
develop the pathological stage, 
steatohepatitis, characterized by cell death of 
hepatocytes associated with hepatic 
inflammation. Recently, exposure to endocrine 
disruptors (EDs), to which humans are 
continuously exposed, has been described to 
impact these diseases. In this context, the aim 
of this thesis was to develop two biological 
tests, based on fluorescence microscopy and 
using the in vivo model of the zebrafish larva, 
thereby allowing to estimate the impact of EDs 
on the induction (1st test,"Steatosis Assay on  

Zebrafish" - StAZ) and progression of NAFLD 
(2nd test, "Steatohepatitis Assay on Zebrafish" - 
ShAZ). 
The StAZ allowed us to identify DDE as a potent 
steatogenic compound. Looking for underlying 
mechanisms, it has been shown that scd1 
desaturase induction by DDE was partly 
responsible for steatosis and membrane 
remodeling (fluidization of hepatic cell 
membranes). The ShAZ, aims at identifying EDs 
capable of promoting the progression to 
steatohepatitis by measuring characteristic 
markers of this pathology by microscopy (i.e. cell 
death, oxidative stress and inflammation). 
Overall, these studies should allow the 
identification of EDs involved in the initiation and 
pathological progression of NAFLD, as well as a 
better understanding of their modes of action, in 
order to allow a better regulation of EDs. 

 


