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RÉSUMÉ 

Le vieillissement se caractérise par une augmentation progressive du stress oxydant, qui 
favorise la peroxydation des lipides et la formation de dérivés d’oxydation du cholestérol, dont 
le 7β-hydroxycholestérol (7β-OHC ; CID 473141) et le 7-cétocholestérol (7KC ; CID 91474). 
Ces oxystérols, connus pour activer le stress oxydant, l'inflammation et la mort cellulaire, 
pourraient contribuer au processus de vieillissement et aux maladies liées à l'âge, comme la 
sarcopénie qui est une perte de la masse, de la force et de la fonction musculaire. L'identification 
de molécules ou de mélanges de molécules prévenant la toxicité du 7β-OHC et du 7KC est donc 
un enjeu important. 

Dans ce contexte, une étude clinique (cas-témoin) sur le plasma et les érythrocytes de 
patients sarcopéniques et non sarcopéniques de la région de Monastir et Sousse (Tunisie) a été 
réalisée pour rechercher des paramètres de stress oxydant, d’inflammation non spécifique 
(TNF-α, IL-6, IL-8, LTB-4) et spécifique (myokine : apeline) et des marqueurs lipidiques 
(acides gras, oxystérols) en association avec la sarcopénie. Par la suite, une étude sur la 
composition chimique et les propriétés antioxydantes de deux huiles Méditerranéennes 
(Pistacia lentiscus seed oil (PLSO) ; Sylibum marianum / milk thistle seed oil (MTSO)) a été 
réalisée. De plus, sur des myoblastes et des myotubes C2C12 murins, les effets cytotoxiques du 
7β-OHC et 7KC (50 µM ; 24 h) incluant le stress oxydant, les effets sur les organites 
(mitochondrie, peroxysome) et/ou l’activation de la mort cellulaire ont été caractérisés ainsi 
que les activités cytoprotectrices de PLSO et MTSO et de l'α-tocophérol. 

Dans l’étude clinique, les résultats ont montré une augmentation significative des 
activités enzymatiques antioxydantes, des produits de peroxydation lipidique et protéique et des 
marqueurs d’inflammation chez les patients sarcopéniques avec une altération du profil des 
acides gras et une augmentation d’oxystérols (7β-OHC, 7KC). Les huiles (PLSO, MTSO) sont 
riches en composés bioactifs ; acides gras polyinsaturés, et nutriments aux propriétés 
antioxydantes : phytostérols, α-tocophérol, caroténoïdes, flavonoïdes et composés phénoliques. 
Quand ces huiles sont associées au 7β-OHC et 7KC, les effets cytotoxiques induits par ces 
oxystérols sont très fortement atténués et semblables à ceux observés avec l'α-tocophérol. Ces 
effets cytoprotecteurs sont caractérisés par : une inhibition du stress oxydant (diminution de la 
surproduction d'espèces réactives de l'oxygène au niveau mitochondrial et sur cellule entière ; 
diminution de la peroxydation lipidique et la carbonylation protéique ; normalisation des 
activités enzymatiques antioxydantes) ; une atténuation des dysfonctionnement mitochondriaux 
et peroxysomaux et une inhibition de la mort cellulaire indépendante des caspases (ferroptose) 
associée à une autophagie de survie. 

Cette étude apporte des informations sur le stress oxydant, l’inflammation et le statut 
lipidique chez les patients sarcopéniques. In vitro, l’utilisation de cellules C2C12 différenciées 
ou non, a permis de démontrer que le 7β-OHC et le 7KC, augmentés dans le plasma des patients 
sarcopéniques, sont cytotoxiques et que leurs effets sont fortement atténués par le PLSO et le 
MTSO ainsi que l'α-tocophérol.  

Les résultats obtenus apportent des informations nouvelles sur la physiopathologie de la 
sarcopénie et ouvrent de nouvelles perspectives de traitement pour cette maladie liée à l’âge. 
 
Mots clés : sarcopénie, oxystérols, cellules C2C12, peroxysome, ferroptose, autophagie. 
 
 



 

 

 

ABSTRACT 

Aging is characterized by a progressive increase in oxidative stress, which promotes 
lipid peroxidation and the formation of oxidative derivatives of cholesterol, including 7β-
hydroxycholesterol (7β-OHC; CID 473141) and 7-ketocholesterol (7KC; CID 91474). These 
oxysterols, known to activate oxidative stress, inflammation, and cell death, may contribute to 
the aging process and age-related diseases, such as sarcopenia, which is a loss of muscle mass, 
strength, and function. The identification of molecules or mixtures of molecules preventing 7β-
OHC and 7KC toxicity is, therefore, an important issue. 

In this context, a clinical study (case-control) on plasma and erythrocytes of sarcopenic 
and non-sarcopenic patients from the area of Monastir and Sousse (Tunisia) was performed. 
Different parameters were studied: oxidative stress biomarkers, non-specific (TNF-α, IL-6, IL-
8, LTB-4) and specific (myokine: apelin) inflammation and lipid biomarkers (fatty acids, 
oxysterols). Subsequently, a study on the chemical composition and antioxidant properties of 
two Mediterranean oils (Pistacia lentiscus seed oil (PLSO); Sylibum marianum / Milk thistle 
seed oil (MTSO)) was performed. In addition, on murine C2C12 myoblasts and myotubes, the 
cytotoxic effects of 7β-OHC and 7KC (50 µM; 24 h) were studied (oxidative stress, effects on 
organelles (mitochondria, peroxisome), cell death) and the cytoprotective activities of PLSO, 
MTSO and α-tocopherol were characterized. 

In the clinical study, the results showed a significant increase in antioxidant enzyme 
activities, lipid and protein peroxidation products, and inflammation markers in sarcopenic 
patients as well as altered fatty acid profile and increased oxysterols levels (7β-OHC, 7KC). 
The oils (PLSO, MTSO) are rich in bioactive compounds; polyunsaturated fatty acids, and 
nutrients with antioxidant properties: phytosterols, α-tocopherol, carotenoids, flavonoids, and 
phenolic compounds. When PLSO and MTSO are associated with 7β-OHC and 7KC, the 
cytotoxic effects induced by these oxysterols are strongly attenuated and similar to those 
observed with α-tocopherol. These cytoprotective effects are characterized by: inhibition of 
oxidative stress (decrease of reactive oxygen species overproduction at the mitochondrial level 
and on whole-cell; decrease of lipid peroxidation and protein carbonylation; normalization of 
antioxidant enzymatic activities); an attenuation of mitochondrial and peroxisomal dysfunction 
and an inhibition of caspase-independent cell death associated with survival autophagy. 

These studies provide information on oxidative stress, inflammation, and lipid status in 
sarcopenic patients. On differentiated and undifferentiated C2C12 cells, 7β-OHC and 7KC 
induce an important oxidative stress associated with organelles dysfunction leading to a mode 
of cell death considered as ferroptosis. These different cytotoxic effects are strongly attenuated 
by PLSO and MTSO as well as α-tocopherol.  

All the results provide new information on the pathophysiology of sarcopenia and open 
new perspectives for the treatment of this frequent age-related disease. 

 

Keywords: sarcopenia, oxysterols, C2C12 cells, peroxisome, ferroptosis, autophagy. 

 

 



 

TRAVAUX SCIENTIFIQUES 

Publications de Recherche (Les publications en relation avec la Thèse sont surlignées en gris) 

• Rezig L, Ghzaiel I, Ksila M, Yammine A, Nury T, Zarrouk A, Samadi M, Chouaibi M, 

Vejux A, Lizard G. Cytoprotective activities of representative nutrients from the 

Mediterranean diet and of Mediterranean oils against 7-ketocholesterol-and 7β-

hydroxycholesterol-induced cytotoxicity: application to age-related diseases and 

civilization diseases. Steroids. 2022 : 109093. https://doi.org/10.1016/j.steroids.2022.109093. 

• Ksila M, Vejux A, Prost-Camus E, Durand P, Ghzaiel I, Nury T, Duprey D, Meziane S, 

Masmoudi-Kouki O, Latruffe N, Ghrairi T, Prost M, Lizard G, Vervandier-Fasseur D 

.Cytotoxic and Antioxidant Activities of Imine Analogs of Trans-Resveratrol towards 

Murine Neuronal N2a Cells. Molecules. 2022 : 27(15), 4713. 

https://doi.org/10.3390/molecules27154713. 

• Ghzaiel I, Sassi K, Zarrouk A, Ghosh S, Dias I, Nury T, Ksila M, Essadek S,Tahri Joutey 

M, Brahmi F, Mihoubi W, Rup-Jacques S, Samadi M, Rezig L, Meziane S, Ghrair T, 

Masmoudi-Kouki O, Hammami S, Nasser B, Hammami M, Wang Y, Griffiths W , Vejux, 

Lizard G. Sources of 7-ketocholesterol, metabolism and inactivation strategies: food and 

biomedical. Redox Experimental Medicine. 2022. R40-R56. 

https://doi.org/10.1530/REM-22-0005.  

• Brahmi F, Vejux A, Ghzaiel I, Ksila M, Zarrouk A, Ghrairi T, Essadek S, Mandard S, Leoni 

V, Poli G, Vervandier-Fasseur D, Kharoubi O, El Midaoui A, Atanasov A, Meziane S, 

Latruffe N, Nasser B, Bouhaouala-Zahar B, Masmoudi-Kouki O, Madani K, Boulekbache-

Makhlouf L, Lizard, G. Role of Diet and Nutrients in SARS-CoV-2 Infection: Incidence on 

Oxidative Stress, Inflammatory Status and Viral Production. Nutrients. 2022 : 14(11), 

2194. https://doi.org/10.3390/nu14112194. 

• Ghzaiel I, Zarrouk A , Essadek S , Martine L, Hammouda S , Yammine A, Ksila M , Nury 

T , Meddeb W , Tahri Joutey M, Mihoubi W , Caccia K , Leoni V, Samadi M, Acar N , 

Andreoletti P , Hammami S , Ghrairi T , Vejux A , Hammami M, Lizard G. Protective 

Effects of Milk Thistle (Sylibum marianum) Seed Oil and α-tocopherol against 7β-

hydroxycholesterol-induced Peroxisomal Alterations in Murine C2C12 Myoblasts: 

Nutritional Insights Associated with the Concept of Pexotherapy. Steroids. 2022 : 183, 

109032. https://doi.org/10.1016/j.steroids.2022.109032. 

• El Midaoui A, Ghzaiel I, Vervandier-Fasseur D, Ksila M, Zarrouk A, Nury T, Khallouki 

F, El Hessni A, Ouazzani Ibrahimi S, Latruffe N, Couture R, Kharoubi O, Brahmi F, 

https://doi.org/10.1016/j.steroids.2022.109093
https://doi.org/10.3390/molecules27154713


 

Hammami S, Masmoudi-Kouki O, Hammami M, Ghrairi T, Vejux A, Lizard G. Saffron 

(Crocus sativus L.): A Source of Nutrients for Health and for the Treatment of 

Neuropsychiatric and Age-Related Diseases. Nutrients. 2022: 14(3), 597. 

https://doi.org/10.3390/nu14030597. 

• Kessas K, Chouari Z, Ghzaiel I, Zarrouk A, Ksila M, Ghrairi T, El Midaoui A, Lizard G, 

Kharoubi O. Role of Bioactive Compounds in the Regulation of Mitochondrial 

Dysfunctions in Brain and Age-Related Neurodegenerative Diseases. Cells. 2022: 11(2), 

257. 10.3390/cells11020257. 

• Ghzaiel I, Zarrouk A, Nury T, Libergoli M, Florio F, Hammouda S, Ménétrier F, Avoscan 

L, Yammine A , Samadi M , Latruffe N , Biressi S , Levy D , Bydlowski S, Hammami S, 

Vejux A, Hammami M, Lizard G. Antioxidant Properties and Cytoprotective Effect of 

Pistacia Lentiscus L. Seed oil against 7β-hydroxycholesterol-Induced Toxicity in C2C12 

myoblasts: Reduction in Oxidative Stress, Mitochondrial and Peroxisomal Dysfunctions 

and Attenuation of Cell Death. Antioxidants. 2021: 10(11), 1772. 

10.3390/antiox10111772.  

• Charrière K, Ghzaiel I, Lizard G, Vejux A. Involvement of Microglia in Neurodegenerative 

Diseases: Beneficial Effects of Docosahexahenoic Acid (DHA) Supplied by Food or 

Combined with Nanoparticles. International Journal of Molecular Sciences. 2021: 

22(19), 10639. 10.3390/ijms221910639. 

•  Ghzaiel I, Sassi K, Zarrouk A, Nury T, Ksila M, Leoni V, Bouhaouala-Zahar B, Hammami 

S, Hammami M, Mackrill J, Samadi M, Ghrairi T, Vejux A, Lizard, G. 7- ketocholesterol: 

Effects on Viral Infections and Hypothetical Contribution in COVID-19. The Journal of 

Steroid Biochemistry and Molecular Biology. 2021: 105939. 

https://doi.org/10.1016/j.jsbmb.2021.105939. 

• Vejux A, Ghzaiel I, Nury T, Schneider V, Charriere K, Sghaier R, Zarrouk A, Leoni V, 

Moreau T, Lizard G. The Oxysterols and Multiple Sclerosis: Physiopathology, Evolutive 

Biomarkers and Therapeutic Strategy. Journal of Steroid Biochemistry and Molecular 

Biology. 2021; 210, 105870. https://doi.org/10.1016/j.jsbmb.2021.105870. 

• Hammouda S, Ghzaiel I, Picón-Pagès P, Meddeb W, Khamlaoui W, Hammami S, Munoz 

F, Hammami M, Zarrouk A. Nigella and Milk Thistle Seed Oils: Potential Cytoprotective 

Effects against 7β-Hydroxycholesterol-Induced Toxicity on SH-SY5Y Cells. 

Biomolecules. 2021; 11(6), 797. https://doi.org/10.3390/biom11060797. 

https://doi.org/10.3390/nu14030597
https://doi.org/10.1016/j.jsbmb.2021.105870
https://doi.org/10.3390/biom11060797


 

• Nury T, Yammine A, Ghzaiel I, Sassi K., Zarrouk A, Brahmi F, Samadi M , Rup-Jacques 

S , Vervandier-Fasseur D , Pais de Barrosi JP , Bergasi V , Ghosh S , Majeed M , Pande A, 

Atanasov A, Hammami S, Hammam M, Mackrill J, Nasser B , Andreoletti P , Cherkaoui-

Malki M, Vejux A, Lizard, G. Attenuation of 7-ketocholesterol-and 7β-hydroxycholesterol-

induced Oxiapoptophagy by Nutrients, Synthetic Molecules and Oils: Potential for the 

Prevention of Age-related Diseases. Ageing research reviews. 2021: 101324. 

https://doi.org/10.1016/j.arr.2021.101324. 

•   Zarrouk A, Hammouda S, Ghzaiel I, Hammami S, Khamlaoui W, Ahmed S, Lizard G, 

Hammami, M. Association Between Oxidative Stress and Altered Cholesterol Metabolism 

in Alzheimer’s Disease Patients. Current Alzheimer Research. 2020; 17(9), 823-834. 

10.2174/1567205017666201203123046. 

• Hammami S, Ghzaiel I, Hammouda S, Sakly N, Hammami M, Zarrouk A. Evaluation of 

Pro-inflammatory Cytokines in Frail Tunisian Older Adults. PLoS ONE. 2020; 15(11): 

e0242152. https://doi.org/10.1371/journal.pone.0242152.  

• Hammouda S, Ghzaiel I, Khamlaoui W, Hammami S, Younes mhenni S, Samet S, 

Hammami M, Zarrouk A. Genetic Variants in FADS1 and ELOVL2 Increase Level of 

Arachidonic Acid and The Risk of Alzheimer's Disease in the Tunisian Population. 

PLEFA. 2020. 160: 102159. 10.1016/j.plefa.2020.10215. 

Publication électronique  

• Ghzaiel I, Ksila M, Latruffe N, Vejux A, Vervandier-Fasseur D, Lizard G. Interest of 

polyphenols in the prevention of age-related diseases and in regenerative medicine. 

Science & Wine, 2022 . URL : https://www.ciencia-e-vinho.com/2022/09/18/interest-

of-polyphenols-in-the-prevention-of-age-related-diseases-and-in-regenerative 

medicine.  

Résumés Scientifiques 

• Ghzaiel I, Zarrouk A, Sassi K, Nury T, Hammami S, Vejux A,  Lizard G. Oxysterols-

induced oxidative stress, mitochondrial and peroxisomal dysfunctions: potential 

consequences on age-related diseases. Free Radical Biology and Medicine. 2022 : 

189, 12. https://doi.org/10.1016/j.freeradbiomed.2022.06.065. 

• Ghzaiel I, Zarrouk A, Hammouda S, Hammami M, Lizard G, Hammami S. Redox 

homeostasis and antioxidant response defense in skeletal muscle performance in the 

https://doi.org/10.1016/j.arr.2021.101324
https://www.ciencia-e-vinho.com/2022/09/18/interest-of-polyphenols-in-the-prevention-of-age-related-diseases-and-in-regenerative%20medicine
https://www.ciencia-e-vinho.com/2022/09/18/interest-of-polyphenols-in-the-prevention-of-age-related-diseases-and-in-regenerative%20medicine
https://www.ciencia-e-vinho.com/2022/09/18/interest-of-polyphenols-in-the-prevention-of-age-related-diseases-and-in-regenerative%20medicine


 

elderly. BMJ Journals. 2022: 1845-1845. http://dx.doi.org/10.1136/annrheumdis-

2022-eular.3882. 

Communications orales et sur panneaux 

➢ Communications orales  

• Ghzaiel I, Zarrouk A, Nury T, Leoni V, Hammami S, Hammami M, Lizard G. 7β-

hydroxycholesterol-induced oxidative stress, mitochondrial and peroxisomal dysfunctions: 

attenuation with Milk thistle seed oil. European Network for Oxysterol Research 

(ENOR) 2022, web meeting, 21-22 Septembre 2022.  

• Ghzaiel I, Zarrouk A, Nury T, Hammami S, Hammami M, Lizard G. Biochemical 

composition and antioxidant properties of Milk Thistle seed oil: nutritional interest in 

sarcopenia. NutRedOx COST Action 2021, web meeting, 19-20 Septembre 2021.  

• Ghzaiel I, Yammine A, Nury T, Libergoli M , Florio F , Hammouda S, Hammami S, 

Hammami M, Biressi S, El Midhaoui A, Leoni V, Lizard G, Zarrouk A. 7β-

hydroxycholesterol-induced oxidative stress, mitochondrial and peroxisomal dysfunctions: 

attenuation with Milk thistle seed oil. European Network for Oxysterol Research 

(ENOR) 2021, web meeting, 16-17 Septembre 2021.  

• Ghzaiel I, Yammine A, Nury T, Hammouda S, Hammam S, Hammami M, Lizard G, 

Zarrouk A. Effect of 7β-hydroxycholesterol and 7-Ketocholesterol on In vitro skeletal 

muscle and its clinical relevance for frailty in older adults. Forum des Jeunes Chercheurs 

ED-UBFC, web meeting, 2021; 23-24 Juin 2021. 

• Ghzaiel I, Hammouda S, Hammami S, Hammami M, Zarrouk A. Correlation between 

Inflammatory and Oxidative Stress Biomarkers, and Frailty in an Elderly Tunisian 

Population. Association Tunisienne des Sciences Biologiques (ATSB) 2019, 25-28 Mars 

2019, Sousse-Tunisie. 

 

➢ Communications sur panneaux  

• Ghzaiel I, Zarrouk A, Nury T, Latruffe N, Vejux A, Lizard. Pistacia lentiscus L. seed oil 

attenuates oxysterol-induced autophagy in C2C12 myoblasts: nutritional interest in the 

prevention of sarcopenia. Club Francophone de l'Autophagie (CFATG 10), 31 Mai-02 

Juin 2022, Besançon-France. 



 

• Ghzaiel I, Hammouda S, Hammami S, Hammami M, Zarrouk A. Evidence of RedOx 

homeostasis disruption on red blood cells of patients with Frailty. International Day for 

Biological (IDB) 2019, 18-21 Décembre 2019, Sousse-Tunisie. 

• Zarrouk A, Hammouda S, Ghzaiel I, Hammami M, Lizard G. Fatty Acids, Tocopherols, 

Phytosterols, and Polyphenols Profiles in Mediterranean Oils and Evaluation of their 

Antioxidant and Cytoprotective Activities. IDB 2019, 18-21 Décembre 2019, Sousse-

Tunisie. 

• Hammouda S, Ghzaiel I, Hammami S, Hammami M, Zarrouk A. Changes of the 

desaturases and elongases activities are implicated in alteration of polyunsaturated fatty acid 

metabolism in Alzheimer Disease patients. IDB 2019, 18-21 Décembre 2019, Sousse-

Tunisie. 

• Hammami S, Bennour I, Ghzaiel I, Elghali M, Sakly N, Hammami M. Are rheumatoid 

factors and antinuclear antibodies associated with frailty in elderly Tunisian population? 

European Alliance of Associations for Rheumatology (EULAR) 2019, 12-15 Juin 2019, 

Madrid-Spain.  

• Ghzaiel I, Hammami S, Hammouda S, Sakly N, Hammami M, Zarrouk A. Evaluation of 

pro-inflammatory cytokines in frailty among Tunisian older adults. IDB 2018, 20-23 

Décembre 2018, Sousse-Tunisie. 

Prix Scientifique 

• Prix Romanée-Conti de l’association Nutrition Méditerranéenne et Santé (NMS) pour la 

mobilité universitaire, année 2021. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

SOMMAIRE  

 

REVUE BIBLIOGRAPHIQUE ................................................................................................. 1 

I. Vieillissement .................................................................................................................. 1 

II. Vieillissement musculaire ............................................................................................... 4 

1. Structure du muscle squelettique ................................................................................. 5 

2. Myogenèse d’une fibre musculaire .............................................................................. 8 

3. Sarcopénie ................................................................................................................... 9 

3.1. Définition ............................................................................................................. 9 

3.2. Méthodes de mesure de la sarcopénie ................................................................ 10 

3.2.1. Méthodes d’évaluation de la masse musculaire .......................................... 10 

3.2.2. Méthodes de mesure de la force musculaire ............................................... 11 

3.2.3. Méthodes de mesure de la performance physique ...................................... 11 

3.2.4. Méthode diagnostique à l’aide de questionnaire ......................................... 12 

3.3. Facteurs de risques associés au développement de la sarcopénie ...................... 12 

3.3.1. Aspect nutritionnel ...................................................................................... 12 

3.3.2. Activité physique ........................................................................................ 13 

3.3.3. Dépression ................................................................................................... 13 

3.3.4. Facteurs environnementaux : isolement et solitude .................................... 13 

4. Mécanisme cellulaires et systémiques à l’origine de la sarcopénie ........................... 14 

4.1. Altération de la régénérescence musculaire ....................................................... 14 

4.2. Altération du ‘turnover’ protéique ..................................................................... 17 

4.2.1. Synthèse protéique ...................................................................................... 17 

4.2.2. Dégradation protéique ................................................................................. 19 

4.2.2.1. Mort cellulaire ......................................................................................... 19 

4.2.2.2. Autophagie .............................................................................................. 23 

4.3. Système ubiquitine-protéasome ......................................................................... 25 

5. Implication de l’inflammation dans la sarcopénie ..................................................... 26 

6. Intervention du stress oxydant dans la sarcopénie ..................................................... 28 

6.1. Généralité sur le stress oxydant .......................................................................... 28 

6.2. Stress oxydant dans le muscle âgé ..................................................................... 29 

6.2.1. Les espèces réactives de l'oxygène (ERO) .................................................. 29 

6.2.1.1. Les sources d’ERO au niveau mitochondrial .......................................... 29 



 

6.2.1.2. Les sources d’ERO au niveau peroxysomal ............................................ 32 

6.2.1.3. Les sources d’ERO au niveau du réticulum endoplasmique ................... 33 

6.2.1.4. Les NADPH oxydases (NOX) ................................................................ 34 

6.2.2. Systèmes de défenses antioxydants ............................................................ 34 

6.2.2.1. Les antioxydants enzymatiques ............................................................... 35 

6.2.2.2. Les antioxydants non enzymatiques ........................................................ 36 

6.2.3. Dommages oxydatifs : cibles moléculaires ................................................. 37 

6.3. Stress oxydant et mécanismes cellulaires impliqués dans la sarcopénie............ 39 

6.3.1. Rôle des ERO dans la régénérescence musculaire...................................... 39 

6.3.2. Rôle des ERO dans le ‘turnover’ protéique ................................................ 39 

6.3.2.1. Rôle des ERO dans la synthèse protéique ............................................... 39 

6.3.2.2. Rôle des ERO dans la dégradation protéique .......................................... 40 

7. Sarcopénie et dysfonctions des organites .................................................................. 41 

7.1. Dysfonctions mitochondriales ............................................................................ 41 

7.2. Dysfonctions peroxysomales .............................................................................. 44 

7.3. Dysfonctions lysosomales .................................................................................. 44 

8. Métabolisme lipidique et sarcopénie ......................................................................... 45 

8.1. Métabolisme des acides gras .............................................................................. 46 

8.1.1. Structure des acides gras ............................................................................. 46 

8.1.2. Acides gras et sarcopénie ............................................................................ 47 

8.2. Métabolisme du cholestérol ............................................................................... 48 

8.3. Dérivés oxydés du cholestérol : les oxystérols ................................................... 50 

8.3.1. Origine et structure des oxystérols .............................................................. 50 

8.3.1.1. Source exogène liée à l’alimentation ...................................................... 51 

8.3.1.2. Source endogène ..................................................................................... 51 

8.3.2. Oxystérols et maladies liées à l'âge ............................................................. 54 

9. Prévention de la sarcopénie : approche nutritionnelle ............................................... 57 

9.1. Restriction calorique .......................................................................................... 57 

9.2. Régime Méditerranéen et régime d’Okinawa .................................................... 58 

9.2.1.1. Régime Méditerranéen ............................................................................ 58 

9.2.1.2. Régime d’Okinawa .................................................................................. 60 

10. Traitements de la sarcopénie .................................................................................. 61 

OBJECTIFS DE LA THESE ................................................................................................... 63 



 

ÉTUDE EXPÉRIMENTALE ................................................................................................... 65 

I. Etude clinique ................................................................................................................ 65 

1. Population étudiée ..................................................................................................... 65 

1.1. Recrutement des patients sarcopéniques et des sujets témoins .......................... 65 

1.2. Prélèvement et préparation des échantillons sanguins ....................................... 66 

2. Evaluation du stress oxydant ..................................................................................... 67 

2.1. Dosage de l’activité des enzymes antioxydantes érythrocytaires ...................... 67 

2.1.1. Dosage de l’activité de la glutathion peroxydase érythrocytaire ................ 67 

2.1.2. Dosage de l’activité de la superoxyde dismutase érythrocytaire ................ 68 

2.1.3. Dosage de l’activité de la catalase érythrocytaire ....................................... 69 

2.2. Dosage des marqueurs de la peroxydation lipidique plasmatique et/ou 
érythrocytaire ................................................................................................................ 70 

2.2.1. Dosage des diènes conjugués plasmatiques et érythrocytaires ................... 70 

2.2.2. Dosage du taux de malondialdéhyde plasmatique ...................................... 70 

2.3. Dosage des protéines carbonylées plasmatiques ................................................ 71 

3. Evaluation des marqueurs de l’inflammation ............................................................ 72 

3.1. Cytokine pro-inflammatoires : facteur de nécrose tumorale alpha (TNF-α), 
interleukine-6 (IL-6), et interleukine-8 (IL-8) ............................................................... 72 

3.2. Médiateur lipidique de l’inflammation : leucotriène B 4 ................................... 73 

3.3. Quantification de myokine (apeline) .................................................................. 73 

4. Quantification des marqueurs lipidiques ................................................................... 74 

4.1. Dosage des acides gras érythrocytaires par chromatographie en phase gazeuse 74 

4.1.1. Extraction des lipides totaux ....................................................................... 74 

4.1.2. Méthylation des acides gras ........................................................................ 74 

4.1.3. Analyse en chromatographie gazeuse des esters méthyliques des acides gras
 74 

4.2. Dosage des oxystérols plasmatiques par chromatographie en phase gazeuse 
couplée à spectrométrie de masse ................................................................................. 75 

4.2.1. Saponification des acides gras .................................................................... 75 

4.2.2. Extraction des oxystérols plasmatiques ...................................................... 75 

4.2.3. Dérivation (silylation) des stérols ............................................................... 75 

4.2.4. Analyse par chromatographie en phase gazeuse couplée à spectrométrie de 
masse 75 

II. Caractérisation des huiles Méditerranéennes : huile de lentisque et huile de chardon-
marie ..................................................................................................................................... 76 



 

1. Préparation des huiles ................................................................................................ 76 

1.1. Huile de lentisque (Pistacia lentiscus seed oil : PLSO)...................................... 76 

1.2. Huile de chardon-marie (Milk thistle seed oil : MTSO) .................................... 77 

2. Détermination de la composition chimique des huiles .............................................. 78 

2.1. Dosage des composés phénoliques .................................................................... 78 

2.1.1. Dosage des polyphénols totaux ................................................................... 78 

2.1.2. Dosage des flavonoïdes ............................................................................... 78 

2.1.3. Dosage des caroténoïdes ............................................................................. 79 

2.2. Analyse du profil des polyphénols ..................................................................... 79 

2.3. Analyse du profil des acides gras ....................................................................... 80 

2.4. Analyse des phytostérols .................................................................................... 80 

2.4.1. Isolement de la fraction insaponifiable ....................................................... 80 

2.4.2. Silylation de la fraction insaponifiable ....................................................... 81 

2.4.3. Identification des stérols ............................................................................. 81 

2.5. Analyse de l'α-tocophérol ................................................................................... 81 

3. Détermination de l’activité antioxydante des extraits d’huiles ................................. 82 

3.1. Test de piégeage du radical libre 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH•) ........ 82 

3.1. Test de la réduction du fer : FRAP (Ferric reducing-antioxidant power) .......... 83 

3.2. Test de chélation des ions ferreux (Fe2+) .......................................................... 84 

3.3. Test KRL (Kit radicaux libres) ........................................................................... 85 

III. Etude in vitro ............................................................................................................. 86 

1. Matériel biologique : cellules musculaires squelettiques murines C2C12 (myoblastes 
murins) .............................................................................................................................. 86 

1.1. Choix du modèle cellulaire ................................................................................ 86 

1.2. Culture cellulaire ................................................................................................ 86 

2. Substances pro et antioxydantes ................................................................................ 87 

2.1. Oxystérols ........................................................................................................... 87 

2.2. Huiles Méditerranéennes .................................................................................... 87 

2.3. α-tocophérol ....................................................................................................... 87 

3. Traitements cellulaires ............................................................................................... 87 

4. Analyse de la morphologie cellulaire par microscopie à contraste de phase ............ 88 

5. Evaluation de la viabilité cellulaire ........................................................................... 88 

5.1. Mesure de l’activité de l’enzyme succinate déhydrogénase par le test MTT .... 88 

5.2. Mesure de l’activité estérase par le test FDA ..................................................... 89 



 

5.3. Quantification des cellules adhérentes par le test Sulforhodamine 101 ............. 89 

5.4. Quantification de la mortalité cellulaire par coloration à l’iodure de propidium
 90 

6. Evaluation du stress oxydant ..................................................................................... 90 

6.1. Mesure de la surproduction d’espèces réactives de l’oxygène avec le 
dihydroéthidium (DHE) ................................................................................................ 90 

6.2. Dosage des activités des enzymes antioxydantes et des marqueurs de l’oxydation 
des lipides et des protéines ............................................................................................ 91 

7. Evaluation du statut mitochondrial ............................................................................ 91 

7.1. Mesure du potentiel transmembranaire mitochondrial par coloration au 3,3′-
dihexyloxacarbocyanine iodide (DiOC6(3)) ................................................................. 91 

7.2. Dosage de l’ATP intracellulaire ......................................................................... 92 

7.3. Mesure de la masse mitochondriale par coloration au MitoTracker Red........... 93 

7.4. Mesure de la production d’anions superoxydes mitochondriaux par coloration au 
MitoSOX Red ................................................................................................................ 93 

8. Evaluation du statut peroxysomal : Etude de la quantité et de la topographie du 
transporteur membranaire peroxysomal ABCD3 par immunofluorescence indirecte ...... 94 

8.1. Évaluation de la topographie et de la distribution d’ABCD3 par microscopie à 
illumination structurée (Apotome) ................................................................................ 94 

8.2. Quantification d’ABCD3 par cytométrie en flux ............................................... 94 

9. Caractérisation et analyse des acides organiques, des stérols et des acides gras par 
Chromatographie en phase gazeuse couplée en spectrométrie de masse.......................... 95 

9.1. Extraction des acides organiques ....................................................................... 95 

9.2. Extraction des acides gras .................................................................................. 95 

9.3. Extraction des stérols ......................................................................................... 96 

10. Evaluation et caractérisation de la mort cellulaire ................................................. 96 

10.1. Détection des cellules en Sub-G1 ................................................................... 96 

10.2. Quantification des cellules apoptotiques par coloration au Hoechst 33342 et 
coloration de May-Grünwald-Giemsa ........................................................................... 97 

10.2.1. Morphologie des noyaux colorés au Hoechst 33342 .................................. 97 

10.2.2. Morphologie des noyaux colorés au May-Grünwald-Giemsa .................... 97 

10.2.3. Marquage Annexine-V / Iodure de propidium ............................................ 97 

10.3. Identification des vacuoles autophagiques ..................................................... 98 

11. Etude de l’ultrastructure cellulaire par microscopie électronique à transmission . 98 

12. Identification des gouttelettes lipidiques par coloration à l'huile rouge (Oil Red O 
(ORO)) .............................................................................................................................. 99 



 

13. Analyse protéique par Western blot ....................................................................... 99 

13.1. Extraction et dosage des protéines .................................................................. 99 

13.2. Electrophorèse des protéines en conditions dénaturantes (SDS-PAGE) ...... 100 

13.1. Transfert des protéines sur la membrane de PVDF ...................................... 101 

13.2. Détection et révélation des protéines ............................................................ 101 

14. Analyse des ARNm par RT-qPCR ...................................................................... 102 

14.1. Extraction et dosage des ARN totaux ........................................................... 102 

14.2. RT-PCR : Reverse Transcriptase- Polymerase Chain Reaction ................... 103 

14.3. qPCR : Quantitative Polymerase Chain Reaction ........................................ 103 

14.4. Analyse des résultats de qPCR ..................................................................... 105 

IV. Analyses Statistiques ............................................................................................... 105 

RÉSULTATS EXPÉRIMENTAUX ...................................................................................... 107 

I. Etude clinique .............................................................................................................. 107 

1. Description de la population étudiée ....................................................................... 107 

1.1. Caractéristiques démographiques de la population .......................................... 107 

1.2. Caractéristiques médicales de la population .................................................... 108 

1.3. Caractéristiques gériatriques de la population ................................................. 109 

2. Evaluation des marqueurs du stress oxydant plasmatique et/ou érythrocytaire ...... 110 

2.1. Mesure de l’activité des enzymes antioxydantes érythrocytaires .................... 110 

2.2. Evaluation des marqueurs de la peroxydation lipidique et des protéines 
carbonylées plasmatiques et/ou érythrocytaires .......................................................... 111 

3. Evaluation des marqueurs inflammatoires sériques ................................................ 112 

4. Evaluation d’apeline (myokine) plasmatique .......................................................... 114 

5. Analyse des marqueurs lipidiques ........................................................................... 115 

5.1. Evaluation du profil des acides gras érythrocytaires ........................................ 115 

5.2. Evaluation du taux du cholestérol et de certains de ses dérivés oxydés (oxystérols) 
au niveau plasmatique ................................................................................................. 117 

6. Evaluation de la corrélation entre score SARC-F, stress oxydant, inflammation, 
myokine,  acides gras, cholestérol et dérivés oxydés (oxystérols).................................. 119 

7. Régression logistique ............................................................................................... 121 

II. Etude in vitro ............................................................................................................... 122 

1. Caractéristiques des huiles Méditerranéennes : huile de lentisque et huile de chardon-
marie ............................................................................................................................... 122 

1.1. Composition biochimique des huiles de graines de lentisque et de chardon-marie
 122 



 

1.1.1. Teneurs en polyphénols totaux, en flavonoïdes et en caroténoïdes .......... 122 

1.1.2. Identification et quantification des polyphénols par chromatographie en 
phase liquide à haute performance (HPLC) ............................................................ 123 

1.1.3. Composition en acides gras....................................................................... 123 

1.1.4. Composition en phytostérols ..................................................................... 125 

1.1.5. Identification et quantification d’α-tocophérol ......................................... 125 

2. Evaluation des activités antioxydantes des huiles de graines de lentisque et de chardon-
marie ............................................................................................................................... 126 

3. Effet cytoprotecteurs des huiles de lentisque et de chardon-marie sur des cellules 
musculaires squelettiques C2C12 non différenciées ....................................................... 127 

3.1. Choix des concentrations optimales des différents traitements........................ 127 

3.2. Evaluation des effets cytoprotecteurs de PLSO et de MTSO associés ou non au 
7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur la viabilité et l’adhésion cellulaire
 130 

3.2.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur l’activité estérase par coloration à la fluorescéine diacétate 
(FDA) 130 

3.2.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur l’adhésion cellulaire .............................................................. 132 

3.2.3. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la morphologie cellulaire ....................................................... 133 

3.2.4. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la perméabilité la membrane plasmique ................................ 135 

3.3. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non au 
7β-hydroxycholestérol et 7-cétocholestérol sur le stress oxydant ............................... 136 

3.3.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la production des espèces réactives de l’oxygène (ERO) ..... 136 

3.3.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur le système de défense antioxydant ........................................ 138 

3.3.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la peroxydation lipidique ....................................................... 141 

3.3.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la production de protéines carbonylées ................................. 141 

3.3.1. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-
cétocholestérol sur l’expression de protéine Nrf2 ................................................... 144 

3.4. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non au 
7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur l’activité mitochondriale ............. 146 



 

3.4.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur le potentiel transmembranaire mitochondrial ........................ 146 

3.4.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur le taux d’ATP mitochondrial ................................................. 148 

3.4.3. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la masse mitochondriale ........................................................ 149 

3.4.4. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la production d’anion superoxyde au niveau mitochondrial . 151 

3.4.5. Effet de MitoQ et de MitoTempol associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 
et au 7-cétocholestérol sur l’activité estérase par coloration à la fluorescéine diacétate 
(FDA) 152 

3.4.6. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur la glycolyse et le cycle de Krebs ........................................... 154 

3.4.7. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-
cétocholestérol sur les niveaux d’expression de gènes codants pour les protéines de la 
dynamique mitochondriale ...................................................................................... 156 

3.4.8. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-
cétocholestérol sur la biogenèse mitochondriale ..................................................... 158 

3.5. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non au 
7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur l’activité peroxysomale ............... 162 

3.5.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur l’expression et la topographie du transporteur membranaire 
peroxysomal ABCD3 .............................................................................................. 163 

3.5.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol sur le 
niveau d’expression d’ARNm du gène Abcd3 ........................................................ 166 

3.5.3. Effet de MTSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol sur le niveau 
d’expression des peroxines ...................................................................................... 167 

3.5.4. Effet de MTSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol sur la quantité de 
protéine ABCD3 et d’enzymes impliquées dans la β-oxydation des acides gras à très 
long chaine (ACOX1, MFP2) .................................................................................. 169 

3.5.5. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur le profil des acides gras à très long chaîne (AGTLC) ........... 171 

3.6. Visualisation en microscopie à transmission électronique des modifications 
ultrastructurales des myoblastes murins C2C12 ......................................................... 173 

3.7. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non au 
7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur le métabolisme du cholestérol ..... 176 

3.8. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO sur la mort cellulaire 
induite par le 7β-hydroxycholestérol et le 7-cétocholestérol ...................................... 178 



 

3.8.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 
7-cétocholestérol sur le pourcentage de cellules en Sub-G1 ................................... 178 

3.8.2. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-
cétocholestérol sur l’apoptose et l’autophagie ......................................................... 180 

3.9. Mécanisme de cytoprotection des huiles Méditerranéennes et d’α-tocophérol 188 

4. Effet cytoprotecteur d’huile de lentisque sur les cellules musculaires C2C12 
différenciées en myotubes ............................................................................................... 190 

4.1. Différenciation des myoblastes en myotubes ................................................... 190 

4.1. Effet sur la viabilité et l’adhésion cellulaire du 7β-hydroxycholestérol et du 7-
cétocholestérol sur cellules C2C12 en cours de différenciation et en fin de différenciation
 191 

4.2. Effet cytoprotecteur d’huile de lentisque sur la viabilité et l’adhésion cellulaire 
sur les cellules C2C12 en cours de différenciation et en fin de différenciation .......... 193 

DISCUSSION ........................................................................................................................ 195 

I. Etude clinique .............................................................................................................. 195 

II. Composition biochimique et activité antioxydante des huiles de graines de lentisque et 
de chardon-marie ................................................................................................................ 202 

III. Etude in vitro ........................................................................................................... 204 

CONCLUSION & PERSPECTIVES ..................................................................................... 213 

BIBLIOGRAPHIE ................................................................................................................. 219 

ANNEXES ............................................................................................................................. 262 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

LISTE DES FIGURES 

 

Figure 1 : Réparation de la population par tranches d’âges: 2015-2050  (W. He et al., 2016). . 1 

Figure 2 : Jeunes enfants et personnes âgées en pourcentage de la population mondiale: 1950-

2050 . .......................................................................................................................................... 2 

Figure 3 : Effet du vieillissement sur le muscle squelettique. Imagerie par Résonnance 

Magnétique à mi-cuisse d’un jeune âgé de 25 ans (à gauche) et d’une personne âgée de 65 ans 

(à droite) ..................................................................................................................................... 5 

Figure 4 : Représentation schématique du muscle squelettique ................................................. 7 

Figure 5 : Différenciation myogénique et myofibrillogenèse .................................................... 8 

Figure 6 : Cellules satellites et régénération des muscles squelettiques .................................. 15 

Figure 7 : Voie de signalisation intracellulaire  PI3K/Akt /mTOR. ......................................... 18 

Figure 8 : Les deux principales voies apoptotiques : voie extrinsèque et voie intrinsèque ..... 20 

Figure 9 : La ferroptose et ses voies ......................................................................................... 22 

Figure 10 : Autophagie et activation de LC3  .......................................................................... 24 

Figure 11 : Système  ubiquitine-protéasome ............................................................................ 26 

Figure 12 : Schéma représentatif de la chaîne de transport des électrons et de la synthèse d’ATP 

par phosphorylation oxydative ................................................................................................. 31 

Figure 13: β-oxydation peroxysomale ...................................................................................... 33 

Figure 14 : Les défenses antioxydantes enzymatiques et non enzymatiques  .......................... 35 

Figure 15 : Mécanisme de la peroxydation lipidique ............................................................... 37 

Figure 16 : Structure des acides gras. ....................................................................................... 46 

Figure 17 : Configuration cis et trans de la double liaison et exemple des deux isomères cis et 

trans de l’acide gras C18:1 n-9 (acide oléique) ........................................................................ 47 

Figure 18 : Structure du cholestérol. ........................................................................................ 49 

Figure 19 : Disposition du cholestérol et des oxystérols dans la bicouche phospholipidique . 49 

Figure 20 : Voie de synthèse du 7KC et du 7β-OHC ............................................................... 53 

Figure 21 : Schéma du protocole expérimental de l’étude clinique. ........................................ 66 

Figure 22 : Principe du dosage de l’activité de la superoxyde dismutase (SOD). ................... 68 

Figure 23 : Principe du dosage du malondialdéhyde (MDA). ................................................. 71 

Figure 24 : Principe de l’ELISA de type Sandwich. ................................................................ 73 

Figure 25 : Différentes étapes d’extraction de l'huile de graines de Pistacia lentiscus (PLSO).

 .................................................................................................................................................. 77 

file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517885
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517886
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517886
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517887
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517887
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517887
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517888
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517889
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517890
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517891
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517892
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517893
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517894
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517895
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517896
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517896
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517897
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517898
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517899
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517900
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517901
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517901
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517902
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517903
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517904
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517906
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517907
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517908
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517909
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517909


 

Figure 26 : Principe du test DPPH•. ......................................................................................... 82 

Figure 27: Principe du test FRAP. ........................................................................................... 83 

Figure 28 : Principe du test KRL ............................................................................................. 85 

Figure 29 : Réaction de réduction du MTT en cristaux de formazan....................................... 88 

Figure 30 : Oxydation du Dihydroéthidium (DHE) en Ethidium fluorescent. ......................... 91 

Figure 31 : Répartition de la population non sarcopénique et sarcopénique selon le temps TUG 

(Time Up and Go). ................................................................................................................. 110 

Figure 32 : Taux de leucotriène B 4 sérique dans la population étudiée................................ 113 

Figure 33 : Taux d’apeline plasmatique dans la population étudiée ...................................... 114 

Figure 34 : Taux de cholestérol et de ses dérivés oxydés (oxystérols) dans le plasma de patients 

sarcopéniques et de sujets non sarcopéniques ........................................................................ 118 

Figure 35 : Matrice de corrélation entre les différents paramètres dans le groupe des patients 

sarcopéniques. ........................................................................................................................ 119 

Figure 36 : Evaluation des effets de différentes concentrations de 7β-OHC et 7KC sur les 

cellules C2C12 après 24 h de traitement. La viabilité cellulaire a été évaluée avec le test FDA.

 ................................................................................................................................................ 128 

Figure 37 : Evaluation des effets de différentes concentrations des huiles Méditerranéennes 

(PLSO : pistacia lentiscus seed oil ; MTSO : milk thistle seed oil) et d’α-tocophérol sur la 

viabilité des cellules C2C12 après 24 h de traitement. .......................................................... 129 

Figure 38 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ........................................................... 131 

Figure 39 : Mesure de l’adhésion cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ........................................................... 132 

Figure 40 : Analyse par microscopie à contraste de phase de la morphologie des myoblastes 

C2C12. .................................................................................................................................... 134 

Figure 41 : Mesure de la mortalité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ........................................................... 135 

Figure 42 : Mesure de la production d’espèces réactives de l’oxygène (ERO) en présence de 

7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ................ 137 

file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517910
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517911
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517912
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517913
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517914
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517915
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517915
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517916
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517917
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517918
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517918
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517919
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517919
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517920
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517920
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517920
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517921
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517921
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517921
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517922
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517922
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517922
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517923
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517923
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517923
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517924
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517924
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517925
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517925
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517925
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517926
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517926
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517926


 

Figure 43 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associé ou non au PLSO 

et à l’α-tocophérol sur le niveau d’expression des gènes antioxydants (SOD1, SOD2, GPx, 

catalase). ................................................................................................................................. 140 

Figure 44 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associé ou non au PLSO 

et à l’α-tocophérol sur l’expression de protéine Nrf2 totale et phosphorylée. ....................... 145 

Figure 45 : Mesure du potentiel transmembranaire mitochondrial (ΔΨm) permettant la 

détermination du pourcentage de cellules C2C12 avec des mitochondries dépolarisées en 

présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes et d’α-tocophérol. ........................................... 147 

Figure 46 : Mesure de la concentration cellulaire d’ATP en présence de 7β-hydroxycholestérol 

et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ........................................................... 148 

Figure 47 : Mesure de la masse mitochondriale en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ........................................................... 150 

Figure 48 : Mesure de la production d’anion superoxyde au niveau mitochondrial permettant la 

détermination du pourcentage de cellules surproduisant l’anion superoxyde en présence de 7β-

hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur cellules C2C12 et évaluation  des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol ................. 151 

Figure 49 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs de mitoQ et de 

mitoTempol. ........................................................................................................................... 153 

Figure 50 : Représentation schématique de la dynamique mitochondriale. ........................... 156 

Figure 51: Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de gènes impliqués dans la fusion (Mfn1, Mfn2, 

Opa1) et la fission (Drp1, Fis1) mitochondriale. ................................................................... 157 

Figure 52 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de Tfam1 et de Nrf1. .......................................... 158 

Figure 53 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de Sirt3 et de Ampk α1. ...................................... 160 

Figure 54 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur la quantité de protéines mitochondriales (Sirt1 et AMPK α1).

 ................................................................................................................................................ 161 

file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517927
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517927
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517927
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517928
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517928
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517929
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517929
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517929
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517929
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517930
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517930
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517930
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517931
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517931
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517931
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517932
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517932
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517932
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517932
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517933
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517933
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517933
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517934
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517935
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517935
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517935
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517936
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517936
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517937
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517937
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517938
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517938
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517938


 

Figure 55 : Heatmap réalisée sur cellules C2C12 comparant la differences entre les deux 

oxystérols étudiés (7β-OHC et 7KC). .................................................................................... 162 

Figure 56 : Analyse par microscopie à fluorescence (Apotome) de la quantité et de la 

topographie de la protéine peroxysomale ABCD3. ............................................................... 164 

Figure 57 : Mesure de la quantité de la protéine peroxysomale ABCD3 en présence de 7β-

hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ................ 165 

Figure 58 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol associé ou non aux huiles Méditerranéennes 

(PLSO, MTSO) et à l’α-tocophérol sur le niveau d’expression d’Abcd3. ............................. 166 

Figure 59 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol associé ou non au MTSO et à l’α-tocophérol 

sur l’expression de gènes impliqués dans la biogenèse peroxysomale (Pex5, Pex13, Pex14).

 ................................................................................................................................................ 168 

Figure 60 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol associé ou non au MTSO et à l’α-tocophérol 

sur la quantité de protéines peroxysomales (ABCD3, ACOX1, MFP2). ............................... 170 

Figure 61 : Analyse par microscopie électronique à transmission de la morphologie des  

myoblastes C2C12. ................................................................................................................. 174 

Figure 62 : Visualisation par microscopie électronique à transmission des mitochondries, des 

peroxysomes et du réticulum endoplasmique dans les myoblastes C2C12 . ......................... 175 

Figure 63 : Evaluation de l’effet du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associé ou 

non au PLSO, au MTSO, ou à l’α-tocophérol sur la répartition des cellules C2C12 dans les 

différentes phases du cycle cellulaire. .................................................................................... 179 

Figure 64 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur la quantité de protéines apoptotiques (Caspase-3 et PARP), et de 

protéines autophagiques (LC3-II et LC3-I). ........................................................................... 181 

Figure 65 : Caractérisation de la mort cellulaire induite par le 7β-hydroxycholestérol et le 7-

cétocholestérol. ....................................................................................................................... 182 

Figure 66 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol sur la quantité de 

protéines autophagiques : Atg 13 et P62. ............................................................................... 183 

Figure 67 : Résultats du test Annexine V-Iodure de propidium............................................. 184 

Figure 68 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets du z-VAD-fmk, de la 3-

méthyladénine, et de la rapamycine : test de coloration à la fluorescéine diacétate (FDA). . 185 

file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517939
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517939
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517940
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517940
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517941
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517941
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517941
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517942
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517942
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517943
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517943
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517943
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517944
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517944
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517945
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517945
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517946
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517946
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517947
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517947
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517947
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517948
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517948
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517948
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517949
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517949
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517950
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517950
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517951
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517952
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517952
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517952


 

Figure 69 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de gènes impliqués dans la régulation de la ferroptose 

(GPx 4 totale et GPx 4 mitochondriale). ................................................................................ 186 

Figure 70 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation d’effet de la déféroxamine: test de 

coloration à la fluorescéine diacétate (FDA). ......................................................................... 187 

Figure 71 : Effet de MTSO et d’α-tocophérol sur la formation de gouttelettes lipidiques. ... 188 

Figure 72 : Evaluation des effets de différentes concentrations de7β-OHC et 7KC sur les 

cellules C2C12 après 24 h de traitement. La viabilité cellulaire a été évaluée avec le test FDA.

 ................................................................................................................................................ 189 

Figure 73 : Protocole expérimental pour évaluer l’effet cytoprotecteur de PLSO associé ou non 

au 7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur les myoblastes en cours de différenciation 

(J4) et en fin de différenciation (J7). ...................................................................................... 190 

Figure 74 : Analyse par microscopie à contraste de phase de la morphologie des cellules C2C12 

en cours de différenciation. .................................................................................................... 191 

Figure 75 : Evaluation des effets de différentes concentrations de 7β-OHC et de 7KC sur les 

cellules C2C12 en cours de différenciation (J4) et en fin de différenciation (J7) après 72 h de 

traitement. La viabilité et l’adhésion cellulaire ont été respectivement évaluées avec le test FDA 

et le test sulforhodamine 101 (SR101). .................................................................................. 192 

Figure 76 : Morphologie des cellules C2C12 en cours de différenciation (J4) et après 72 h de 

traitement avec le 7β-OHC et le 7KC. ................................................................................... 193 

Figure 77 : Mesure de la viabilité et de l’adhésion cellulaire en présence de 7β-

hydroxycholestérol sur des cellules C2C12 en cours de différenciation (J4) et à la fin de 

différenciation (J7) et après 72 h de traitement et évaluation des effets cytoprotecteurs de PLSO 

et d’α-tocophérol : test de coloration à la fluorescéine diacétate (FDA) et test de coloration à la 

suforhodamine 101 (SR101). ................................................................................................. 194 

Figure 78 : Schéma récapitulatif des résultats de l’étude clinique. ........................................ 213 

Figure 79: Schéma récapitulatif des résultats de l’étude in vitro. Sur cellules C2C12, le 7β-OHC 

et le 7KC induisent une mort cellulaire indépendante des caspases avec des caractéristiques de 

ferroptose associée à l’autophagie de survie. ......................................................................... 216 

 

 

 

file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517953
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517953
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517953
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517954
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517954
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517954
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517955
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517956
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517956
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517956
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517957
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517957
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517957
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517958
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517958
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517959
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517959
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517959
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517959
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517960
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517960
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517961
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517961
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517961
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517961
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517961
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517962
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517963
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517963
file:///C:/Users/33784/OneDrive%20-%20Université%20de%20Bourgogne/Bureau/GHZAIEL%20PC/version%20Finale%20Thèse/03-10-2022%20corGL%20Mémoire%20Thèse%20Imen%20GHZAIEL.docx%23_Toc117517963


 

LISTE DES TABLEAUX 
 

Tableau 1 : Critères d’inclusion et d’exclusion de la population étudiée. ............................... 65 

Tableau 2 : Composition des différents types de gel d'acrylamide. ....................................... 101 

Tableau 3 : Conditions d'utilisation des anticorps primaires et secondaires. ......................... 102 

Tableau 4 : Séquences des différentes amorces utilisées pour les qPCR. .............................. 104 

Tableau 5 : Caractéristiques démographiques de la population étudiée. ............................... 108 

Tableau 6 : Caractéristiques médicales de la population étudiée. .......................................... 108 

Tableau 7: Caractéristiques gériatriques de la population étudiée. ........................................ 109 

Tableau 8 : Activité catalytique des enzymes antioxydantes érythrocytaires GPx, SOD et CAT 

dans la population étudiée. ..................................................................................................... 111 

Tableau 9 : Taux des marqueurs de peroxydation lipidique et de protéines carbonylées 

plasmatiques et/ou érythrocytaires dans la population étudiée. ............................................. 112 

Tableau 10 : Taux de marqueurs inflammatoires sériques dans la population étudiée. ......... 113 

Tableau 11 : Profil érythrocytaire des acides gras chez les patients sarcopéniques et les sujets 

non sarcopéniques étudiés. ..................................................................................................... 116 

Tableau 12 : Profil érythrocytaire des acides gras Trans chez les patients sarcopéniques et les 

sujets non sarcopéniques étudiés. ........................................................................................... 117 

Tableau 13 : Régression logistique. ....................................................................................... 121 

Tableau 14 : Teneur en polyphénols totaux, en flavonoïdes et en caroténoïdes des extraits de 

graines de lentisque (PLSO) et de chardon-marie (MTSO). .................................................. 123 

Tableau 15 : Composition en polyphénols des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de 

chardon-marie (MTSO). ......................................................................................................... 123 

Tableau 16 : Composition en acide gras des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de 

chardon-marie (MTSO). ......................................................................................................... 124 

Tableau 17 : Composition en phytostérols des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de 

chardon-marie (MTSO). ......................................................................................................... 125 

Tableau 18 : Teneur en α-tocophérol des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de chardon -

marie (MTSO). ....................................................................................................................... 126 

Tableau 19 : Mesure de l’activité antioxydante des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de 

chardon-marie (MTSO). ......................................................................................................... 127 



 

Tableau 20 : Mesure des activités des enzymes antioxydantes, SOD et GPx, en présence de 7β-

hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ................ 139 

Tableau 21 : Mesure des produits de peroxydation lipidique (MDA, DC) en présence de 7β-

hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ................ 142 

Tableau 22 : Mesure de protéines carbonylées en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ........................................................... 143 

Tableau 23 : Mesure des acides organiques en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7 

cétocholestérol sur cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. ........................................................... 155 

Tableau 24 : Mesure des acides gras à très long chaîne en présence de 7β-hydroxycholestérol 

et de 7-cétocholestérol sur cellules C2C12 ............................................................................ 172 

Tableau 25 : Mesure des taux de cholestérol, de ses précurseurs et de ses dérivés oxydés en 

présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur cellules C2C12 et évaluation des 

effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol........ 177 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

LISTE DES ABRÉVIATIONS

•NO : Monoxyde d'azote 

11β-HSD1 : 11β-hydroxysteroide 
dehydrogenase de type 1 

11β-HSD2 : 11β-hydroxysteroide 
dehydrogenase de type 2 

24S-OHC : 24S-hydroxycholestérol  

25-OHC : 25-hydroxycholestérol  

27-OHC : 27-hydroxycholestérol  

 4-HNE : 4- hydroxynonenal 

4α-OHC : 4α-hydroxycholestérol  

5α-OHC : 5α -hydroxycholestanol 

5β-OHC : 5β-hydroxycholestanol  

6α-OHC : 6α -hydroxycholestanol 

6β-OHC : 6β-hydroxycholestanol  

7KC : 7-cétocholestérol 

7α-OHC : 7α-hydroxycholestérol  

7β-OHC : 7β-hydroxycholestérol   

8-OH-dG : 8-hydroxy-2’désoxyguanosine  

AAPH : 2′–azo bis (2-amidinopropane)  

ABCD3 : ATP-binding cassette transporter 
sub-type D3 

ACOX1 : Acyl-CoA oxydase-1  

ADNmt : ADN mitochondriale  

AG : Acides gras  

AGI : Acides insaturés  

AGMI : Acides gras monoinsaturés  

AGPI : Acides gras polyinsaturés  

AGS : Acides gras saturés  

AH : Atome d’hydrogéne  

ALA : Acide alpha-linolénique  

AlCl3 : Chlorure d’aluminium 

AMPK : Adenosine monophosphate-
activated protein kinase  

ANT : Adenine nucleotide translocator 

ATF : Acide trifluoroacétique  

Atgs :Autophagy linked genes 

ATP :  Adénosine triphosphate 

BF3 : Méthanol-trifluorure de bore 

BHT : Butylhydroxytoluène 

BIA : Analyse de l’impédance 
bioélectrique  

BID : BH3 interacting-domain death 
agonist 

BSTFA : N, O-Bis-triméthylsilyl-
trifluoroacétamide 

CAD : Caspase Activated DNAse 

CAT : Catalase  

CH25H : Cholestérol 25-hydroxylase  

CH3COCl : Chlorure d’acétyle  

CHOP : C/EBP-homologous protein 

CMH : Chaîne lourde de la myosine 

Co Q10 : Coenzyme Q10 

CPG : Chromatographie en phase gazeuse  

CPG-FID : Chromatographie en phase 
gazeuse - couplée à un détecteur à ionisation 
de flamme 

CPG-MS : Chromatographie en phase 
gazeuse couplée à spectrométrie de masse  



 

CRP : C-Reactive Protein 

CS : cellules satellites 

DC : Diènes conjugués 

DCM : Dichlorométhane  

DFO : Déféroxamine  

DHA : Acide docosahexaénoïque  

DiOC6 (3) : Iodure de 3,3′-
dihexyloxacarbocyanine  

DMEM : Dulbecco’s Modified Eagle 
Medium 

DNPH : 2,4-dinitrophénylhydrazine 

DPPH : 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl 

Drp1 : Dynamin-related protein 1 

DTNB : 5,5′-Dithiobis (acide 2- 
nitrobenzoïque) 

DXA : Absorption biphotonique à rayons X 

ECA : Enzyme de conversion de 
l'angiotensine  

EDTA : Ethylenediaminetetraacetic acid  

eIF2α : eukaryotic initiation factor 2 alpha 

ELISA : Enzyme-linked immunosorbent 
assay 

EPA : Acide eicosapentaénoïque  

ERN : Espèces réactives de l'azote  

ERO : Espèces réactives de l’oxygène  

ETC : Chaîne de transport d'électrons  

EWGSOP : European Working Group on 
Sarcopenia in Older People 

FDA : Fluorescéine diacétate  

Fe+2 : Fer ferreux  

Fe+3 : Fer ferrique 

FeCl2 : Chlorure ferreux  

FeCl3 : Chlorure ferrique 

FGF2 : Facteur de croissance des 
fibroblastes-2  

FID : Flamme ionisation detection  

Fis1 : Mitochondrial fission 1 protein), 

FP : Force de préhension  

FRAP : Ferric reducing-antioxidant power 

GPx : Glutathion peroxydase  

GPx1 : Glutathion peroxydase 1  

GPx4 : Glutathion peroxydase 4  

GSH : Glutathion réduit  

GSSG : Glutathion-disulfure  

H2O2 : Peroxyde d'hydrogène 

H3PMo12O40 : Acide phosphomolybdique 

H3PW12O40 : Acide phosphotungstique 

Hb : Hémoglobine  

HDL : High Density Lipoprotein  

HO• : Radical hydroxyl 

HOCl :  Acide hypochloreux  

HPLC : High-Performance Liquid 
Chromatography 

HRP : Horse Radish Peroxidase 

IC50 : 50% Inhibiting Concentration 

ICAD : Inhibitor of Caspases Activated 
DNAse 

IGF-1 : Insulin-like growth factor-1 

IL-18 : Interleukine-18 

IL-1β : Interleukine-1 beta 

IL-6 : Interleukine-6 

IL-8 : Interleukine-8 

IMC : Indice de Masse Corporelle 



 

IMF : Inter- myofibrillaires 

IP : Iodure de propidium 

IRM : Imagerie par résonance magnétique  

IRS1 : Insulin receptor substrate 1 

K3Fe(CN)6 : Hexacyanoferrate de 
potassium 

LDL : Low Density Lipoprotein   

LTB-4 : Leucotriène B 4  

LXR : Liver X receptor 

MAFbx : Muscle Atrophy F-box  

MDA : Malondialdéhyde 

Mff : Mitochondrial fission factor 

Mfn 1/2 : Mitofusin 1/2 

MFP2 : Enzyme multifonctionnelle 

Mn-SOD : SOD dépendante du manganèse  

mPTP : mitochondrial Permeability 
Transition Pore 

mTOR :  mammalian Target Of 
Rapamycin 

MTSO : Milk thistle seed oil 

MTT : Bromure de sel de tétrazolium 3- 
(4,5-diméthylthiazol-2-yl) -2,5 
diphényltétrazoilum  

MuRF-1 : Muscle RING-finger protein-1  

Na2CO3 : Carbonate de sodium 

Na2HPO412H2O : Phosphate de sodium 
dibasique dodécahydraté  

NaNO2 : Nitrite de sodium 

NBT : Nitro Bleu de Tétrazolium 

NOX : NADPH oxydases 

Nrf-2 : Facteur nucléaire E2  

O2
•- : Anion superoxyde  

O3 : Ozone 

OMS : Organisation Mondiale de la Santé  

OPA1/2 :  Mitochondrial Optic Atrophy 
1/2 

OXPHOS : Complexes de phosphorylation 
oxydative  

PARP : Poly-ADP ribosome polymerase 

PBS : Phosphate Buffered Saline 

PC : Protéines carbonylées 

PDK1 : Phosphoinositide-dependent 
protein kinase-1  

PERK : Protein Kinase R-like ER Kinase 

PI3K : Phosphatidyl Inositol-3-OH kinase 

PIP2 : Phosphatidylinositol-4,5-
diphosphate 

PIP3 : Phosphatidylinositol-3,4,5-
triphosphate 

PIPs : Phosphatidylinositol Phosphates 

PKB : Protein Kinase B 

PLSO : Pistacia lentiscus L seed oil 

PMP70 : peroxisomal membrane protein 
70-kD 

RC : Restriction calorique  

RE : Réticulum endoplasmique  

Rheb : Ras homolog enriched in brain 

ROR : Retinoic acid receptor-related 
orphan receptor 

RS : Réticulum sarcoplasmique  

RT : Retention time 

SARC-F : Strength, Assistance in walking, 
Rise from a chair, Climb stairs, Falls 

SC : Sérum de cheval 

SFGG : Société Française de Gériatrie et 
Gérontologie  

SIRT1 : Sirtuin 1 



 

SOD : Superoxyde dismutase 

SPPB : Short Physical Performance 
Battery’  

SR101 : Sulforhodamine 101 

 SS : Sous-sarcolemme 

SVF : Sérum de veau fœtal 

TBA : thiobarbituric acid  

TCA : Acide tricholoacétique 

Tfam : Mitochondrial transcription factor A 

TFEB : Transcription Factor EB 

TfR1 : Transferrin Receptor 1 

TG : Triglycéride  

TLR4 : Toll-like receptor 4 

TMB : Tétraméthylbenzine 

TMCS : Trimethylsilyl chloride 

TNF- α : Tumor necrosis factor-α  

TORN : Targeted Organelle Nano Therapy  

TSC1 : Tuberous Sceloris protein 1 

TSC2 : Tuberous Sceloris protein 2 

TUG : Timed Up & Go  

Ulk1 : Unc-51-like kinase 1 

UPR : Unfolded protein response 

UPS : Système ubiquitine-protéasome 

VDAC : Voltage-dependent anion channel 

VLCFA : Acides gras à très longue chaîne  

X-ALD : Adrénoleucodystrophie liée à l'X
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 REVUE BIBLIOGRAPHIQUE 

I. Vieillissement 

Le vieillissement mondial s’accélère à un rythme sans précédent. Le nombre de 

personnes âgées de 65 ans et plus passera de 617,1 millions en 2015 à 1 milliard en 2035 (W. 

He et al., 2016). La part de la population âgée continuera d’augmenter au cours des 20 années 

suivantes. En 2050, 16,7 % de la population mondiale sera composée de personnes âgées de 65 

ans et plus, soit 1,6 milliards des personnes âgées dans le monde. Cela équivaut à une 

augmentation annuelle moyenne de 27,1 millions de personnes âgées entre 2015 et 2050. 

Contrairement à l'augmentation de la population âgée de 65 ans et plus, au cours des 33 

prochaines années, la population des jeunes de moins de 20 ans devrait rester pratiquement 

stable, soit 2,5 milliards en 2015 et 2,6 milliards en 2050 (W. He et al., 2016) (Figure 1). En 

2018, pour la première fois dans l’humanité, le nombre de personnes âgées a dépassé celui des 

enfants âgés de moins de 5 ans (Figure 2) et, d’ici à 2050, il dépassera celui des adolescents et 

des jeunes (15-24 ans).  

Le vieillissement mondial de la population observé est lié à deux causes principales : la 

baisse de la fécondité et l'augmentation de l'espérance de vie à la naissance et à un âge plus 

avancé. Au cours du dernier demi-siècle, l'indice de fécondité a diminué de près de 50 %, 

passant de 5,0 à 2,7 enfants par femme, et au cours du prochain demi-siècle, ce chiffre devrait 

encore baisser, pour atteindre 2,1 enfants par femme (Puts et al., 2005). Une meilleure 

nutrition, une meilleure qualité de vie, la vaccination des enfants et l'amélioration du traitement 

médical des maladies chroniques, en particulier les maladies cardiovasculaires, ont permis 

Figure 1 : Réparation de la population par tranches d’âges: 2015-2050  (W. He et al., 2016). 
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d'augmenter l'espérance de vie de la population d'âge moyen et de déplacer la mortalité vers les 

segments plus âgés de la population (Fried et al., 2001). 

Le vieillissement est associé à la détérioration des cellules, à l'affaiblissement du 

système immunitaire et à la réduction de la capacité de l'organisme à se réparer, ce qui accroît 

la vulnérabilité aux maladies et à la mort (Vasto et al., 2010). Parmi les affections courantes 

liées à l'âge figurent les troubles de la vision, la perte d'audition,  l'arthrose, le diabète de type 

2, les maladies pulmonaires chroniques, la dépression et les démences ((Owsley, 2016) (Sesti 

et al., 2018) (Cho & Stout-Delgado, 2020) (Grande et al., 2020)). Les personnes âgées sont 

aussi plus susceptibles de présenter des comorbidités et plusieurs états de santé complexes qui 

n'entrent pas dans des catégories de maladies spécifiques, plus communément appelés 

syndromes gériatriques (Kurmaev et al., 2021). Les syndromes gériatriques sont les 

conséquences de multiples facteurs sous-jacents, notamment la fragilité. La Société Française 

de Gériatrie et Gérontologie (SFGG) a proposé en 2011 la définition suivante de la fragilité : « 

La fragilité est un syndrome clinique. Il reflète une diminution des capacités physiologiques de 

réserve qui altère les mécanismes d’adaptation au stress. Son expression clinique est modulée 

par les comorbidités et des facteurs psychologiques, sociaux, économiques et 

comportementaux. Le syndrome de fragilité est un marqueur de risque de mortalité et 

d’événements péjoratifs, notamment d’incapacités, de chutes, d’hospitalisation et d’entrée en 

institution. L’âge est un déterminant majeur de fragilité mais n’explique pas à lui seul ce 

syndrome. La prise en charge des déterminants de la fragilité peut réduire ou retarder ses 

conséquences. Ainsi, la fragilité s’inscrirait dans un processus potentiellement réversible » 

(ROLLAND et al., 2011).  

Figure 2 : Jeunes enfants et personnes âgées en pourcentage de la population mondiale: 

1950-2050 (W. He et al., 2016). 
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Ces syndromes gériatriques sont associés à un risque accru de chutes réduisant 

l’autonomie mais aussi à de l'incontinence urinaire et des comportements délirants. Chez les 

personnes âgées à mobilité réduite le risque d’escarres est fortement augmenté et réduit la durée 

de vie en augmentant le risque infectieux (Polero et al., 2020). Récemment, la perte progressive 

de la masse, de la force et de la fonction musculaires, appelée sarcopénie, a été ajoutée à la liste 

des syndromes gériatriques (Cruz-Jentoft, et al., 2010). 

Dans le vieillissement, nous distinguons le vieillissement chronologique défini par l’âge 

de la personne et le vieillissement biologique qui est la résultante de facteurs génétiques et 

épigénétiques. Le vieillissement biologique n'est que relativement associé à l'âge, et seule une 

petite partie de la variation de la santé des personnes âgées est reflétée par les différences 

génétiques (Brooks-Wilson, 2013). La plupart des résultats en matière de santé des personnes 

âgées sont le reflet des habitudes de vie (comportement alimentaires, activités physiques, liens 

sociaux), de l'environnement physique et social (pollution environnementale, pollution neuro-

émotionnelle) (Salazar-Barajas et al., 2017). S'attaquer aux problèmes liés au vieillissement 

est l'une des plus grandes priorités de santé publique actuelle, car le vieillissement de la 

population entrainent des transformations démographiques, médicales et sociales très 

importantes. C'est pourquoi l'Organisation Mondiale de la Santé (OMS) a approuvé la 

proposition d'une "décennie du vieillissement en bonne santé 2020-2030" (Decade of Healthy 

Ageing (2021-2030). L'OMS définit le vieillissement en bonne santé comme étant le processus 

de développement et de maintien des capacités fonctionnelles qui permet aux personnes âgées 

de jouir d’un état de bien-être et d’autonomie (Decade of Healthy Ageing (2021-2030)).  

Si nous souhaitons avoir un impact significatif sur les défis que représentent la réduction 

des handicaps et le maintien des capacités fonctionnelles au cours du vieillissement, nous 

devons prendre en compte que les déterminants de bon nombre de ces conditions peuvent 

commencer à tous les âges de la vie. L'OMS estime que plus de la moitié des problèmes de 

santé dont souffrent les personnes âgées pourraient être évités en modifiant leur mode de vie à 

un stade précoce. Bien vieillir consiste à prévenir les problèmes de santé et les handicaps, à 

maximiser la santé physique et mentale, le bien-être, l'indépendance, la capacité fonctionnelle, 

la résilience, la capacité intrinsèque et les liens sociaux (Akiyama, 2020). Les zones bleues, la 

province sarde de Nuoro, l’île grecque d’Ikaria, l’île japonaise d’Okinawa, la péninsule de 

Nicoya au Costa Rica et Loma Linda en Californie, un terme inventé par Dan Buettner du 

National Geographic en 2005, sont des régions géographiques connues pour leur longévité 

exceptionnelle (Buettner & Skemp, 2016). Il semble que l'activité physique modérée régulière 
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est l'une des principales raisons pour lesquelles les habitants des zones bleues vivent plus 

longtemps et en bonne santé (Buettner & Skemp, 2016).  

L'activité physique ralentit les changements physiologiques du vieillissement et 

améliore la qualité de vie liée à la santé (Izquierdo et al., 2021). Dans l'optique d'un 

vieillissement sain, l'âge moyen (45-64 ans) est le moment idéal pour être actif, car l'inactivité 

physique à la fois à la mi-vie et à la vieillesse augmente de 1,6 fois les risques de déclin physique 

à partir de 65 ans (Pluijm et al., 2007). Les adultes d'âge moyen, ayant une activité physique 

plus élevée à 46 ans, ont 1,5 fois plus de chances d'avoir une bonne santé à un âge plus avancé 

(Niemelä et al., 2019).  

L'augmentation rapide du nombre d'adultes âgés exerce une pression sur les systèmes 

de soins de santé dans le monde entier. Des interventions ciblées axées sur la prévention des 

syndromes gériatriques sont nécessaires pour réduire la charge sur le système de soins de santé 

et améliorer la qualité de vie des personnes âgées. Dans le cas de la sarcopénie, intervenir plus 

tôt dans la vie et plus tôt dans la progression de la maladie pourrait avoir d'importantes 

implications en matière de santé publique, car les personnes âgées atteintes de sarcopénie sont 

régulièrement signalées comme ayant une fonction physique, une santé globale et une survie 

plus faibles que les personnes non sarcopéniques ((Santilli et al., 2014) (Dhillon & Hasni, 

2017)).  

II. Vieillissement musculaire 

Le corps humain est composé au total d’environ 700 muscles qui représentent près de 

40 % de la masse corporelle (Collins, 2017). Les muscles se divisent en trois grandes familles 

: les muscles lisses, squelettiques et le muscle cardiaque. 

Au sein de l’organisme, les muscles squelettiques représentent la grande majorité des 

muscles du corps humain. Ce sont eux qui sont concernés par la sarcopénie. Ils assument 

plusieurs fonctions corporelles. D'un point de vue mécanique, la principale fonction du muscle 

squelettique est de transformer l'énergie chimique en énergie mécanique (ou contraction 

musculaire) afin de générer de la force et de la puissance, de maintenir la posture et de produire 

des mouvements qui influencent l'activité, permettent de participer à la vie sociale et 

professionnelle, maintiennent ou améliorent la santé et contribuent à l'indépendance 

fonctionnelle. D'un point de vue métabolique, les rôles des muscles squelettiques incluent une 

contribution au métabolisme énergétique de base, le stockage de substrats importants tels que 

les acides aminés et les hydrates de carbone, la production de chaleur pour le maintien de la 
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température centrale, et la consommation de la majorité de l'oxygène et du carburant utilisés 

pendant l'activité physique et pendant l'exercice (Frontera & Ochala, 2015). 

Alors que la masse et la fonction musculaires augmentent au cours des premières années 

de la vie, nous observons une perte progressive de la masse musculaire à partir de 40 ans environ 

(Casati et al., 2019). Cette perte de masse musculaire liée à l’âge est un fait normal dans le 

processus de vieillissement. L’être humain perd entre à 1 à 2 % de masse musculaire par an 

entre 50 et 60 ans, ce qui peut entraîner une diminution de 25 à 30 % de la masse musculaire à 

l'âge de 70 ans (von Haehling et al., 2012).  

Le déclin de la force musculaire est plus rapide que le déclin de la masse musculaire, 

s'élevant à 1,5 % par an entre 50 et 60 ans, pour atteindre 3% par an à partir de 60 ans 

(von Haehling et al., 2010). Cette perte progressive de muscle squelettique est définie comme 

la sarcopénie et se caractérise par une atrophie musculaire et une réduction de la performance 

métabolique. Ces caractéristiques de la sarcopénie entrainent  mauvaise qualité de vie liée à une 

augmentation des chutes et des factures, au handicap et à la perte d'autonomie ce qui favorise  

la mortalité (Dhillon & Hasni, 2017). Ce phénomène d’atrophie est associé à des modifications 

du tissu musculaire, notamment une réduction du nombre et de la taille des fibres musculaires. 

Des coupes transversales des muscles ont montré une réduction plus marquée pour les fibres de 

type IIa (oxydatives et glycolytiques) et de type IIb (glycolytique) que pour les fibres de type I 

(oxydatives) au cours du vieillissement (Jubrias et al., 1997) (Figure 3).   

 

 

 

 

 

 

 

 

  

1. Structure du muscle squelettique 

 

Personne âgée de 65 ans Jeune âgé de 25 ans 

Figure 3 : Effet du vieillissement sur le muscle squelettique. Imagerie par Résonnance 

Magnétique à mi-cuisse d’un jeune âgé de 25 ans (à gauche) et d’une personne âgée de 65 ans 

(à droite) (Jubrias et al., 1997). En noir les fibres de type I, en blanc les fibres de type IIA, et 

en gris les fibres de type IIB. Nous notons une réduction de la taille des fibres avec l’âge plus 

marquée pour les fibres de type II. 
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Au niveau anatomique, le muscle squelettique est composé d’un ensemble d’unités 

contractiles élémentaires appelées fibres musculaires (myofibres), disposées en faisceaux et 

composées elles même de petites fibres nommées myofibrilles. Les fibres musculaires (actine, 

myosine) sont responsables de la structure et de l'intégrité du cytosquelette, de la régulation 

homéostatique et de la performance contractile du tissu (Hoppeler et al., 1973).  

Chaque fibre musculaire est délimitée par une membrane cellulaire appelée sarcolemme, 

qui abrite le sarcoplasme contenant des nombreux noyaux répartis à la périphérie de la cellule, 

des myofibrilles qui constituent le support de la contraction musculaire, des mitochondries ainsi 

que d'autres organites plus ou moins spécialisés. Chaque myofibrille est composée d’une chaîne 

d’unités contractiles répétitives appelées sarcomères. Ces derniers se caractérisent par 

l’association, en une trame hexagonale, de filaments protéiques fins (actine) et épais (myosine). 

C’est le glissement des filaments les uns sur les autres qui réalise la contraction des myofibrilles. 

L'unité sarcomère est définie comme la distance entre les disques Z adjacents. Les disques Z 

(Zwischen-Scheibe, qui signifie disque intermédiaire) divisent en deux les bandes I (bandes 

isotropes). Les bandes I sont la région qui se compose uniquement de filaments fins. La zone 

H (zone Hele-Scheibe) ne contient que des filaments épais et la ligne centrale M (ligne 

médiane). La bande A (anisotrope) comprend la zone H et les parties sombres de part et d'autre 

qui montrent les régions où les filaments épais et fins interagissent.  

Pendant la contraction, chaque unité de sarcomère est raccourcie par la traction des 

filaments fins vers le centre du sarcomère. Le raccourcissement combiné de chaque unité de 

sarcomère entraîne la contraction musculaire. Le muscle, les faisceaux ainsi que les fibres 

musculaires sont délimités par des lames basales conjonctives respectivement appelées 

épimysium, périmysium, et endomysium. Toutes ces enveloppes conjonctives fusionnent entre 

elles à l’extrémité du muscle pour former les tendons qui attachent le muscle à l’os (Figure 4).  
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Figure 4 : Représentation schématique du muscle squelettique (Tajbakhsh, 2009). 



Revue bibliographique 

8 

 

2. Myogenèse d’une fibre musculaire  

La différenciation myogénique est un processus séquentiel hautement régulé qui permet 

de générer des muscles squelettiques matures. Ce processus est initié à partir de précurseurs 

musculaires appelés myoblastes, qui proviennent du mésoderme somatique (Hughes, 2001). 

Les myoblastes fusionnent entre elles en myotubes multinucléés. Ces derniers se différencient 

en fibres musculaires matures et synthétisent des protéines myofibrillaires (myosine, actine, 

titine, α-actinine, etc) pour former des myofilaments fonctionnels (Lluís et al., 2006), où les 

noyaux sont déplacés contre le sarcolemme (Figure 5). 

 

 

Au tout début de la différenciation, les myotubes en croissances indiquent la présence 

de fines fibres le long des surfaces membranaires aux extrémités et sur les côtés. Ces fibres 

fines sont appelées pré-myofibrilles. Ces derniers sont caractérisés par des mini-sarcomères 

délimités par des corps en Z contenant de l'α-actinine qui se présente sous forme de points 

denses espacés régulièrement le long de pré-myofibrilles (Sanger et al., 1986). Les filaments 

Figure 5 : Différenciation myogénique et myofibrillogenèse (Sanger et al., 2010). 
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d'actine sont reliés à ces corps en Z et aux mini-bandes A composées de filaments de myosine 

II non-musculaires. Les myofibrilles naissantes se forment lorsque les pré-myofibrilles 

s'alignent et sont modifiées par l'ajout de filaments de titine et de myosine II musculaire (Sanger 

et al., 2010). Au fur et à mesure que les myofibrilles matures se forment, les points denses d’α-

actinine fusionnent pour former les lignes Z, la myosine non-musculaire est perdue et les 

protéines de liaison à la myosine (protéine C et myomésine) sont incorporées dans des bandes 

A alignées (Figure 5). Ces changements permettent d’aboutir à des myofibrilles matures 

composées de sarcomères fonctionnels ((Rhee et al., 1994) (J. W. Sanger et al., 2010)). Des 

cellules satellites sont également trouvées entre le sarcolemme et la lame basale de chaque 

myofibrille. En cas de lésions, ces cellules-souches passent d’un état de quiescence à un stade 

de multiplication et réenclenchent la myogenèse (Relaix & Zammit, 2012). 

3. Sarcopénie  

3.1. Définition  

De nombreuses définitions de la sarcopénie ont été introduites depuis que le nom 

sarcopénie a été proposé en 1988. La sarcopénie est souvent décrite comme une pathologie 

associée au vieillissement caractérisée par la diminution progressive et généralisée de la masse 

et de la fonction musculaire squelettique liée à l’âge, associée à un risque accru d'effets 

indésirables, chutes en particulier (Cruz-Jentoft, Baeyens, et al., 2010). Il n'existe toujours pas 

de consensus sur la définition exacte, sur les critères spécifiques et sur les outils de dépistage 

de la sarcopénie.  

L'une des premières définitions de la sarcopénie a été donnée en 1988  par Baumgartner 

et al. qui ont défini la sarcopénie comme étant la diminution d’au moins deux écarts-types de 

la masse musculaire squelettique (Masse musculaire appendiculaire [kg]/taille2 [m2]) par 

rapport à une population de référence âgée d’environ 30 ans pour diagnostiquer la sarcopénie 

(Baumgartner et al., 1998). Près de 12 ans plus tard, le Groupe de Travail Européen sur la 

Sarcopénie des Populations âgées (EWGSOP : European Working Group on Sarcopenia in 

Older People) a proposé la définition suivante : « La sarcopénie est un syndrome caractérisé 

par une perte progressive et généralisée de la masse, la force, et la fonction musculaire 

squelettique, avec un risque d'effets indésirables tels que l'incapacité physique, une mauvaise 

qualité de vie et la mort » (Cruz-Jentoft et al., 2010). Cette nouvelle définition ne limite plus 

la sarcopénie à une simple diminution de la masse musculaire, mais l’élargit à une altération de 

la force et de la performance fonctionnelle du muscle. L’EWGSOP a mis à jour sa définition 
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début 2019, afin de refléter les preuves scientifiques et cliniques publiées depuis sa première 

définition en 2010. Cette révision du consensus met la force musculaire au cœur du diagnostic, 

et la performance physique comme indice de gravité (Cruz-Jentoft et al., 2019).  

3.2. Méthodes de mesure de la sarcopénie  

Du fait de l'absence de consensus dans la définition du modèle de sarcopénie, il existe 

une multitude de méthodes de mesures pour estimer les trois aspects de la sarcopénie : la masse 

musculaire, la force musculaire et la performance physique. Or, il est nécessaire de trouver une 

méthode de mesure fiable, reproductible et pratique en situation clinique pour dépister ce 

syndrome gériatrique, pour pouvoir suivre son évolution et prévenir les complications du 

vieillissement par des mesures adaptées aux personnes âgées. 

3.2.1. Méthodes d’évaluation de la masse musculaire  

Un large panel de techniques peut être utilisé pour estimer la masse musculaire ou la 

masse maigre d’un individu : la tomographie (CT-scan), l’imagerie par résonance magnétique 

(IRM), l’analyse de l’impédance bioélectrique (BIA), et l’absorption biphotonique à rayons X 

(DXA).   

Le CT-scan et l'IRM sont considérés comme étant les techniques d’imagerie médicale 

les plus précises et les seules capables de mesurer l'infiltration de graisse et les composants non 

contractiles dans le muscle squelettique et donc de déterminer la qualité du muscle ((Simoneau 

et al., 1995) (Kent-Braun et al., 2000)). En raison de l’exposition à des radiations ionisantes 

associées à ces techniques, du matériel sophistiqué est nécessaire et du personnel spécialisé est 

requis ; ces techniques ne sont pas utilisées en pratique clinique courante.  

La BIA est une méthode couramment utilisée pour mesurer la résistance des tissus 

biologiques au passage d’un courant de faible intensité à travers des électrodes et des 

algorithmes permettent de distinguer la composition des masses grasses et maigres. Cependant, 

la BIA présente une grande erreur de prédiction individuelle pour l'estimation de la masse 

musculaire squelettique, car sa fiabilité est influencée par de multiples facteurs tels que des 

facteurs liés à l'appareil (la variabilité intra-instrumentale / inter-instrumentale), des facteurs 

liés à l'opérateur (la variabilité intra-opérateur / inter-opérateur), les facteurs liés au sujet (l'âge, 

l'origine ethnique, le poids corporel et la température,  l'activité récente, l'état de jeûne mais 

surtout l'hydratation,), et les facteurs liés à l'environnement (la température ambiante) (Kiefer 

et al., 2022). 
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La DXA reste la méthode de référence la plus attrayante à la fois pour la recherche et 

pour l’utilisation clinique afin de mesurer la composition corporelle, dont les masses osseuses, 

grasses et maigres (Buckinx et al., 2018). Cette méthode expose à des niveaux de radiation 

moins élevés que l’IRM et le CT-scan avec une bonne exactitude de la mesure. 

Malheureusement, l'équipement n'est pas portable, ce qui limite son utilisation aux grands 

hôpitaux. 

3.2.2. Méthodes de mesure de la force musculaire 

La force de préhension (FP), également appelée la force de la poignée main, mesurée à 

l’aide d’un dynamomètre, est un bon indicateur de la force maximale volontaire de la main 

(Grip Strength Test). Ce test d’agrippement est aussi un test de référence chez la souris et le rat 

(gripping test). Cette méthode présente une corrélation avec la force des autres parties du corps 

évaluées parle couple de force de l’extension du genou et par la coupe transversale en imagerie 

de la surface du muscle du mollet. La FP est un substitut fiable pour des mesures plus complexes 

de la force des bras et des jambes (Lauretani et al., 2003). En raison de sa facilité d'utilisation, 

la FP est recommandée pour une utilisation de routine dans les hôpitaux, dans les établissements 

cliniques spécialisés et dans les maisons de santé ((Leong et al., 2015) (Ibrahim et al., 2016) 

(Cruz-Jentoft et al., 2019)). 

3.2.3. Méthodes de mesure de la performance physique 

La performance physique peut être mesurée par plusieurs tests proposés par l’EWGSOP 

(Cruz-Jentoft et al., 2010) comme le ‘Short Physical Performance Battery’ (SPPB), la vitesse 

de marche et le ‘Timed-Up and Go’ (TUG) test. 

Le SPPB est un test composite d’évaluation des performances physiques, évaluant la 

présence d’une instabilité posturale (test d’équilibre), d’une faiblesse musculaire des membres 

inférieurs (test de lever de chaise) et une réduction de la vitesse de marche (test de vitesse de 

marche). Un score inférieur à 8 sur un total de 12 est en faveur d’une sarcopénie ((Cruz-Jentoft, 

et al., 2010) (Beaudart et al., 2016)).  

La vitesse de marche sur 4 mètres est le test le plus facile et rapide à réaliser ; c’est le 

test le plus utilisé en pratique (Cruz-Jentoft, et al., 2010). Selon des études menées sur des 

différentes cohortes de populations, une vitesse maximale inférieure à 0,8 m/s sur un test de 4 

m est associée à une sarcopénie  
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Le test TUG est la version chronométrée du ‘get up and go’ test. Celui-ci est validé et 

recommandé pour évaluer le risque de chute. Il consiste à faire se lever le patient pour se rendre 

à un point situé à trois mètres, faire demi-tour puis revenir s’asseoir sur la chaise (Barry et al., 

2014). Un temps supérieur à 20 secondes est un indicateur de risque de chute élevé.  

3.2.4. Méthode diagnostique à l’aide de questionnaire  

Le questionnaire ‘Strength, Assistance in walking, Rise from a chair, Climb stairs, Falls’ 

SARC-F (Annexe I) a été validé pour le dépistage des patients sarcopéniques (Woo et al., 

2014). Il comporte une série de cinq questions évaluant la force musculaire, les troubles de la 

marche, le lever de chaise, la montée des escaliers et les chutes. Un score de quatre ou plus, sur 

dix, indique une personne à risque de sarcopénie. Cet outil a une moyenne sensibilité (75 %) 

mais une bonne spécificité (85 %) (Joerger et al., 2016). Par conséquent, ce questionnaire n’est 

pas un bon outil pour le dépistage précoce de la sarcopénie. Son utilisation est néanmoins 

recommandée afin de commencer à intégrer le dépistage de la sarcopénie en pratique clinique. 

Parmi ces méthodes, pour le travail de Thèse, le questionnaire SARC-F et le test du 

‘Timed Up & Go’ ont été choisis pour dépister et déterminer la sévérité de la sarcopénie.  

3.3. Facteurs de risques associés au développement de la sarcopénie  

Les facteurs conduisant à la sarcopénie sont complexes, multidimensionnels et reposent 

à la fois sur l’aspect nutritionnel, l’activité physique, la dépression, et les facteurs 

environnementaux (isolement et solitude). 

3.3.1. Aspect nutritionnel  

La malnutrition est considérée comme un facteur contributif important dans l'étiologie 

de la sarcopénie (Lardiés-Sánchez & París, 2017). Les personnes âgées ont besoin de plus de 

protéines alimentaires que les adultes. Un déséquilibre entre l'apport en protéines et les besoins 

en protéines peut entraîner une perte de masse musculaire squelettique en raison d'une 

perturbation chronique de l'équilibre entre la synthèse et la dégradation des protéines 

musculaires. En conséquence, les personnes âgées peuvent perdre de la masse musculaire et de 

la force et éventuellement présenter une faible masse musculaire et osseuse ((X. Meng et al., 

2009) (Houston et al., 2009) (Cruz-Jentoft et al., 2017)). Un apport protéique alimentaire est 

indispensable pour lutter contre le développement de la sarcopénie. La supplémentation en 

acides aminés essentiels, notamment la leucine, semble particulièrement prometteuse contre la 

sarcopénie. La leucine est un déclencheur clé de la synthèse protéique musculaire postprandiale, 
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agissant via la voie mTOR (Ge et al., 2009). La consommation d'acides aminés essentiels 

enrichis en leucine, augmente la synthèse protéique musculaire et atténue les douleurs 

musculaires après l'exercice (Kato et al., 2015). Par conséquent, la supplémentation en leucine 

a des effets remarquables sur la préservation de la masse musculaire et la fonction physique 

chez les personnes âgées dont leur apport alimentaire est réduit (Yoshimura et al., 2019). 

3.3.2. Activité physique 

L’activité physique joue également un rôle majeur. Plusieurs études montrent que 

l'exercice et l'activité physique sont efficaces pour diminuer le déclin de la masse, de la force 

et de la fonction musculaires ((Cruz-Jentoft et al., 2010) (Cruz-Jentoft et al., 2014) (Morley 

et al., 2014)). L'activité physique entraîne une contraction des muscles, et cette contraction 

stimule la libération de facteurs de croissance musculaire (facteurs biochimiques et 

mécaniques). La libération des facteurs de croissance musculaire active les cellules satellites et 

permet la synthèse des protéines, ce qui entraîne la régénérescence musculaire ((Kamel, 2003) 

(Cruz-Jentoft et al., 2010) (Morley et al., 2014)). Les personnes physiquement inactives ou 

ayant un mode de vie sédentaire sont moins à même  de stimuler le processus de régénérescence 

musculaire, ce qui les rend plus susceptibles pour développer une sarcopénie ((Morley, 2012) 

(Gianoudis et al., 2015)).  

3.3.3. Dépression 

La dépression est aussi très fréquente chez les personnes âgées. La littérature indique 

que la dépression peut activer le système immunitaire, ce qui augmente la production de 

cytokines inflammatoires et de protéine C-réactive (CRP). L'activation des processus 

inflammatoires amplifie les conditions cataboliques chroniques et réduit la masse musculaire 

chez les personnes âgées (da Silva Alexandre et al., 2014). La dépression amplifie les facteurs 

de risques associés à la sarcopénie (inactivité physique, malnutrition et processus 

inflammatoires). La dépression, lorsqu'elle est combinée à d'autres facteurs, tels que l'âge 

avancé, les comorbidités et un soutien social inadéquat, peut aggraver et accélérer les difficultés 

relatives concernant la masse, la force et la fonction musculaire. 

3.3.4. Facteurs environnementaux : isolement et solitude  

L’isolement et la solitude des personnes âgées sont des phénomènes fréquents qui ont 

des conséquences néfastes sur leur santé physique et mentale. En effet, la famille et les amis 

sont une source importante de soutien pour les personnes âgées atteintes de maladies 

chroniques, ce qui conduit à une plus grande adhésion à l'autogestion (S.-Y. Chen & Wang, 
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2007). Le système de soutien social fonctionne comme une ressource environnementale qui 

facilite l'autogestion en répondant aux besoins d'interaction sociale et en renforçant la 

motivation de l'individu. Le soutien social est considéré comme l'un des facteurs les plus 

importants qui influent sur la relation entre l'auto-efficacité (self-efficacy) et les comportements 

d'autogestion et qui permettent de prédire la santé physique des personnes âgées (Gallant, 

2003). L'appartenance à un réseau social de soutien a des effets bénéfiques sur la motivation, 

le bien-être psychologique et l'autogestion ((Gallant, 2003) (S.-Y. Chen & Wang, 2007)). Les 

personnes âgées qui ont un mauvais système de soutien social sont plus à même à s’isoler, à 

déprimer et à être inactives, alors que les aînés qui bénéficient d'un fort soutien social sont 

moins susceptibles de mener un mode de vie inactif et à être déprimés (Wallace et al., 2015). 

Ces conséquences négatives d'un mauvais soutien social et l’isolement peuvent avoir un impact 

négatif sur la fonction physique et le statut musculaire chez les personnes âgées. Des systèmes 

de soutien sociaux forts pour les personnes âgées sont liés à un risque réduit de déficits de 

mobilité et de dépression, ce qui suggère qu'un soutien social fort peut réduire ou prévenir 

l'invalidité chez les personnes âgées (Wallace et al., 2015).  

4. Mécanisme cellulaires et systémiques à l’origine de la sarcopénie  

Le développement de traitements ou de stratégies efficaces pour prévenir et/ou lutter 

contre la sarcopénie nécessite une meilleure compréhension des mécanismes cellulaires et 

systémiques impliquées dans son apparition et son développement. 

Bien que la physiopathologie exacte de ce syndrome gériatrique ne soit pas encore 

claire, une combinaison de facteurs et de mécanismes est associée à l'apparition et à la 

progression du déclin de la masse, de la force et de la fonction musculaire. L’altération de la 

régénérescence musculaire, le déséquilibre du turnover protéique ainsi que le dérèglement du 

processus apoptotique sont considérés comme les mécanismes cellulaires centraux responsables 

du développement de la sarcopénie. Ces derniers sont eux-mêmes dépendants de plusieurs 

facteurs systémiques et cellulaires : altération de la fonction des mitochondries et du 

métabolisme des lipides, élévation du stress oxydant, augmentation de cytokines pro-

inflammatoires. La compréhension de ces mécanismes constitue un véritable enjeu dans la 

prévention de la sarcopénie.  

4.1. Altération de la régénérescence musculaire  

Les cellules-souches musculaires, également appelées cellules satellites (CS), sont les 

principaux contributeurs à la régénérescence musculaire après une blessure ou une maladie 
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(Domingues-Faria et al., 2016). Les CS ont été découvertes par Alexander Mauro en 1961 

(Mauro, 1961). Ces cellules sont situées dans une niche fermée par une membrane entre le 

sarcolemme et la lame basale entourant les myofibres. Ces dernières jouent un rôle fondamental 

dans la réparation et la croissance des muscles (Narici & Maffulli, 2010). Les CS musculaires 

restent quiescentes dans des conditions normales (Chang & Rudnicki, 2014). Lorsque le 

muscle est endommagé par une blessure ou une maladie dégénérative comme la dystrophie 

musculaire, les CS s’activent et commencent le processus de régénérescence. 

Le processus de régénérescence des muscles squelettiques peut être divisé en plusieurs 

phases : la nécrose de la cellule musculaire lésée, la phase inflammatoire, la phase d'activation 

et de différenciation des CS musculaires, et la phase de maturation des fibres musculaires, au 

cours de laquelle se produit le remodelage de fibres musculaires (Figure 6).  

 

 

Au stade précoce de la régénérescence musculaire, les cellules musculaires lésées 

subissent une nécrose en réponse à un traumatisme. Cela s'accompagne d'une augmentation de 

l'influx de calcium et de la libération de calcium du réticulum sarcoplasmique de la myofibre 

endommagée, ce qui induit à son tour l'infiltration de nombreux types de cellules immunitaires 

((Chazaud et al., 2003) (W. Yang & Hu, 2018b)). Les cellules immunitaires infiltrées, telles 

que les mastocytes et les neutrophiles, peuvent aider à éliminer les myofibres endommagées au 

site de la blessure. Pendant ce temps, les cellules immunitaires peuvent également sécréter 

divers types de cytokines pour recruter davantage de cellules immunitaires comme les 

macrophages. Ces cellules immunitaires peuvent déclencher une cascade de réponses 

Figure 6 : Cellules satellites et régénération des muscles squelettiques 

(Olguín & Pisconti, 2012). 

https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/muscle-regeneration
https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/muscle-stem-cell
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cellulaires pour réguler les CS, la prolifération, la différenciation et finalement la fusion et la 

réinnervation des fibres musculaires régénérées (Tidball et al., 2014). Les changements liés à 

l'âge, tant dans le microenvironnement que dans les myoblastes, peuvent entraver ces processus 

importants chez les personnes atteintes de sarcopénie.  

Avec le vieillissement, le nombre de cellules satellites par myofibre diminue ainsi que 

sa capacité de régénérescence (Domingues-Faria et al., 2016). Chez l'Homme, il semble que 

le pool de CS se maintienne jusqu'à environ 70 ans puis décline ((Sajko et al., 2004) (Kadi et 

al., 2004) (Dreyer et al., 2006) (Verdijk et al., 2007) (Petrella et al., 2008)). Cette diminution 

a été spécifiquement observée pour les cellules satellites associées aux myofibres de type II, ce 

qui coïncide avec le développement préférentiel de la sarcopénie ((Verdijk et al., 2007) 

(Domingues-Faria et al., 2016)). Très probablement, cela serait associé à une diminution du 

taux de prolifération et de croissance en raison de plusieurs phénomènes liés à l'âge tels que le 

temps de doublement prolongé des cellules satellites, une réponse réduite aux stimuli 

proliférants et une réduction de la longueur des télomères tout au long des cycles de 

prolifération ((Cade & Yarasheski, 2006) (Domingues-Faria et al., 2016)). La diminution de 

la capacité proliférative des CS musculaires avec l'âge est encore favorisée par l'augmentation 

de l'expression des inhibiteurs du cycle cellulaire. Les cellules satellites âgées produisent 

constitutivement le facteur de croissance des fibroblastes-2 (FGF2), même en l'absence de 

blessure, entraînant une quiescence perturbée des cellules souches et une altération de la 

capacité d'auto-renouvellement (Domingues-Faria et al., 2016). Outre la prolifération, la 

capacité de différenciation des cellules satellites est également diminuée avec l'âge 

(Domingues-Faria et al., 2016), et elle est associée à un nombre réduit de cellules en 

différenciation et à une expression altérée des protéines de différenciation tels que Myf-5, 

MyoD, Myogénine et MRF4/Myf6  ((Domingues-Faria et al., 2016) (Wiedmer et al., 2021)). 

La rupture de la quiescence des CS et l'initiation de la prolifération sont médiées par Notch, un 

récepteur transmembranaire (Carlson et al., 2009). Avec le vieillissement, l'activation de Notch 

diminue en raison d'une baisse de l'activité de la protéine kinase activée par les mitogènes 

(MAPK), ce qui réduit l'activation des cellules satellites. Ce processus est aggravé par une 

augmentation des niveaux du TGF-β qui provoque l'accumulation de la kinase dépendante de 

la cycline, ce qui inhibe les cellules satellites et réduit leur capacité régénératives (Carlson et 

al., 2009). 
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4.2. Altération du ‘turnover’ protéique  

Le déséquilibre du ‘turnover’ protéique, c’est-à-dire la balance entre la synthèse et la 

dégradation des protéines, constitue aussi un facteur clé la sarcopénie. La synthèse et la 

dégradation des protéines sont régulées par des voies différentes présentant certains 

chevauchements. 

4.2.1. Synthèse protéique  

La voie de signalisation intracellulaire  PI3K/Akt (PKB)/ mTOR (Phosphatidyl Inositol-

3-OH kinase - Protein Kinase B - mammalian Target Of Rapamycin) constitue la principale 

voie de régulation de la synthèse des protéines dont l'activation par l'entraînement en résistance 

ou l'ingestion de protéines garantit le maintien ou l'augmentation de la masse musculaire 

(Bodine et al., 2001).  

L'activation de la PI3K est stimulée par le facteur de croissance IGF-1 (Insulin-like 

growth factor-1). Cela conduit à une augmentation de l'activité d'Akt (Rommel et al., 2001). 

Cette liaison permet la phosphorylation du récepteur, qui est nécessaire au recrutement de son 

substrat IRS1 (Insulin receptor substrate 1) (François & Trojan, 2001). Cela conduit à stimuler 

la protéine PI3K qui phosphoryle les PIPs (Phosphatidylinositol Phosphates) localisés dans la 

membrane cellulaire, transformant le PIP2 (phosphatidylinositol-4,5-diphosphate) en PIP3 

(phosphatidylinositol-3,4,5-triphosphate) qui à son tour active la PDK1 (Phosphoinositide-

dependent protein kinase-1) qui finalement active la protéine kinase B (Akt) (Schiaffino & 

Mammucari, 2011). Ensuite, Akt inhibe le complexe TSC1 (Tuberous Sceloris protein 1) / 

TSC2 (Tuberous Sceloris protein 2) (Inoki et al 2003) permettant à la GTPase Rheb (Ras 

homolog enriched in brain) de stimuler la protéine mTOR (J. Huang & Manning, 2009). 

L'interaction de mTOR avec différentes protéines permet la formation des complexes mTORC1 

et mTORC2, qui jouent un rôle central dans la cascade de signalisation (Laplante & Sabatini, 

2009). Les cibles finales de mTOR, comme 4E-BP1 et P70S6K permettent la biogenèse 

ribosomale et la traduction protéique (Laplante & Sabatini, 2009). De plus, l'activation de 

PI3K/Akt empêche la dégradation des protéines dans le muscle squelettique en phosphorylant 

les facteurs de transcription FOXO qui deviennent alors inactifs (Fork head box O). Lorsque 

ces facteurs FOXO sont phosphorylés, ils  sont incapables de transloquer dans le noyau, 

empêchant l’expression des gènes liés à la protéolyse, tels que les ligases musculaires MuRF-1 

(Muscle RING-finger protein-1) et MAFbx (Muscle Atrophy F-box) (Figure 7). Par 
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conséquent, l'IGF-1 stimule à la fois la synthèse des protéines et la prolifération des cellules 

satellites, tout en supprimant la dégradation des protéines (Philippou et al., 2007). 

 

Au cours du vieillissement, la diminution de la masse musculaire caractéristique de la 

sarcopénie est associée à une diminution de la sensibilité des myocytes à l'insuline. Cette 

diminution observée chez les personnes âgées peut être due à une augmentation du stockage 

ectopique des lipides, par exemple des céramides, dans le muscle ((Slawik & Vidal-Puig, 

2007) (Tardif et al., 2014)), accompagnée d'une altération de l'activité mitochondriale et de la 

synthèse des protéines musculaires (Tardif et al., 2014). De plus, une fonction endothéliale 

réduite peut contribuer à une diminution de la sensibilité à l'insuline, mais elle peut être 

restaurée par la co-administration de nitroprussiate de sodium (un vasodilatateur) avec un repas 

riche en protéines (Tardif et al., 2014). D'autres données suggèrent que la signalisation réduite 

du coactivateur PGC-1α,  impliquée dans la régulation de la biogenèse mitochondriale, résulte 

d'une sensibilité réduite à l'insuline et d'une diminution de l'expression d'Akt et de mTOR 

(Wiedmer et al., 2021). De multiples études menées chez les rongeurs et chez l'humain ont 

rapporté des taux plus faibles de synthèse protéique musculaire chez les personnes âgées et les 

rongeurs âgés ((Haddad & Adams, 2006) (Léger et al., 2008) (Paturi et al., 2010) (Fry & 

Rasmussen, 2011)). Il a été rapporté une diminution de la synthèse de protéines de contraction 

(chaîne lourde de la myosine, CMH) au cours du vieillissement, qui a été corrélée avec les 

concentrations plasmatiques d'IGF-1, la masse musculaire et la force (Balagopal et al., 1997). 

Figure 7 : Voie de signalisation intracellulaire  PI3K/Akt /mTOR. 
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Cette diminution de la synthèse du CMH est au moins due à une diminution de la transcription, 

car les quantités d'ARN des différentes isoformes sont diminuées au cours du le vieillissement, 

en particulier les isoformes du CMH IIa et CMH IIx (Short, Vittone, et al., 2005), mais il est 

également bien établi que l'efficacité de la traduction est diminuée chez les personnes âgées 

(Haddad & Adams, 2006). Dans l’ensemble, cela met en évidence l'importance de la fonction 

anabolique protéique dans la pathologie de la sarcopénie. 

4.2.2. Dégradation protéique  

La dégradation intracellulaire des protéines ou protéolyse musculaire peut être la 

conséquence de plusieurs mécanismes : mort cellulaire (apoptose, ferroptose, pyroptose), 

autophagie, et système ubiquitine-protéasome. 

4.2.2.1. Mort cellulaire  

➢ Apoptose  

L'apoptose est un processus de mort cellulaire contrôlée par deux voies : une voie 

extrinsèque impliquant des récepteurs appartenant à la superfamille des récepteurs de mort 

(TNF (Tumor necrosis factor), Fas, TRAIL), et une voie intrinsèque (spécifique de l’inducteur 

utilisé) aboutissant aux mitochondries. Les deux voies conduisent à l’activation de caspases  qui 

sont des protéases spécifiques contenant une cystéine au niveau de leur site actif et clivant les 

protéines cibles en aval des aspartates (Marzetti et al., 2012). L'initiation de l'apoptose par la 

voie extrinsèque active des caspases initiatrices, comme la caspase-8 et la caspase-10. La voie 

intrinsèque, active la caspase-3 ou -7 via la caspase-9 activée par l’apoptosome, une structure 

multimèrique constituée d’APAF-1, de dATP et de cytochrome-c. La voie extrinsèque est 

connectée à la mitochondrie par la protéine cytosolique BID (BH3 interacting-domain death 

agonist). Ces voies extrinsèques et intrinsèques aboutissent à la dégradation d’ICAD (Inhibitor 

of Caspases Activated DNAse) qui libère CAD (Caspase Activated DNAse) ce qui conduit à la 

fragmentation internucléosomale de l’ADN (multiple de 100-200 paires de bases). Ces caspases 

-3 et -7 dégradent aussi PARP (poly-ADP ribosome polymerase) qui contribuent à la réparation 

de l’ADN. Ces caspases dégradent aussi la lamine (protéine de la membrane nucléaire) ce qui 

conduit à la fragmentation nucléaire qui fait suite à la condensation nucléaire, elle-même 

précédée d’une marginalisation périnucléaire de la chromatine. L’étape ultime est la formation 

de corps apoptotiques associée à une protéolyse (nécrose secondaire faisant suite à l’apoptose). 

Les corps apoptotiques et les cellules dégradées sont ensuite phagocytés par les macrophages 

ou des cellules avoisinantes normales. Les deux grandes voies extrinsèques et intrinsèques sont 
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connectées par l'intermédiaire d'une protéine pro-apoptotique de la famille Bcl-2 (la protéine 

BID). Ces deux voies se rejoignent au niveau de la mitochondrie pour contribuer à sa 

dépolarisation (Figure 8).  

 

Au cours de la sarcopénie, l'apoptose dans le muscle squelettique vieillissant pourrait 

impliquer les voies extrinsèques et intrinsèques. L'implication de la voie extrinsèque fait 

intervenir le TNF-α qui peut déclencher l'apoptose dans les fibres musculaires squelettiques de 

type II par rapport à celles de type I. L'apoptose induite par le TNF-α est liée à une réduction 

de la masse musculaire, de la surface de section transversale et du nombre de fibres (Phillips 

& Leeuwenburgh, 2005). La voie intrinsèque mitochondriale a également été étudiée dans les 

muscles squelettiques âgés. En effet, par rapport aux muscles jeunes, les mitochondries des 

muscles squelettiques âgés présentent une surproduction d’espèces réactives de l'oxygène 

(ERO) et d’espèces réactives de l'azote (ERN) plus élevée et une internalisation de Ca2+ plus 

faible, avec pour conséquence l'ouverture du mPTP (mitochondrial permeability transition 

Figure 8 : Les deux principales voies apoptotiques : voie extrinsèque et voie intrinsèque 

(Plati et al., 2011). 
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pore), la libération de cytochrome-c et la fragmentation internucléosomale de l'ADN, 

marqueurs de l'apoptose ((Chabi et al., 2008) (Gouspillou et al., 2014)). Il est à noter que 

l'entraînement (activité physique) diminue la libération de protéines pro-apoptotiques 

mitochondriales et la fragmentation internucléosomale de l'ADN qui en résulte ((Song et al., 

2006) (Adhihetty et al., 2007)). Dans les muscles squelettiques âgés, le dysfonctionnement 

mitochondrial déclenche aussi une voie indépendante des caspases qui favorise la perte de 

qualité du muscle (Otera & Mihara, 2011). De plus, la signalisation apoptotique dans le 

muscle squelettique est associée à une altération de la masse et des performances musculaires 

chez les personnes âgées (Mishra & Chan, 2016). L'apoptose provoquée par le 

dysfonctionnement des mitochondries dans les cellules musculaires squelettiques représente 

une cible thérapeutique pour lutter contre la sarcopénie, comme l'indiquent des études in vitro 

et in vivo ((Salucci et al., 2017) (Sayed et al., 2018)). 

 D'autres types de mort cellulaire en relation avec la sarcopénie mériteraient plus 

d’attention à savoir : la ferroptose et pyroptose.  

➢ Ferroptose 

La ferroptose est une forme de mort cellulaire récemment décrite ; l’érastine est une 

imidazole cétone qui induit ce type de mort sur des cellules tumorales  (Dixon et al., 2012). La 

ferroptose est une mort cellulaire dépendante du fer, caractérisée par l’accumulation 

intracellulaire de peroxydes lipidiques et un déséquilibre de l’homéostasie RedOx (Dixon et 

al., 2012).  Elle représente des caractéristiques morphologiques, biochimiques et génétiques 

différentes des autres formes de mort cellulaire , qui sont notamment l’apoptose et la nécrose 

((Dixon & Stockwell, 2014) (W. S. Yang et al., 2016)). La perte de protection contre la 

peroxydation lipidique par la glutathion peroxydase 4 (GPx4), la présence de fer libre et 

l’oxydation des phospholipides contenant des acides gras polyinsaturés sont considérées 

comme les caractéristiques de la ferroptose. Cette dernière peut être inhibée par la ferrostatine-

1 (antioxydant neutralisant les radicaux peroxyls) et la déféroxamine (DFO) (chélateur du fer 

intracellulaire) ((Friedmann Angeli et al., 2014) (W. S. Yang & Stockwell, 

2016)). L'induction de la ferroptose implique divers événements, notamment l'activation des 

canaux ioniques mitochondriaux et des protéines kinases activées par les mitogènes, la 

régulation positive du stress du réticulum, l'inhibition d'un antiport cystine / glutamate 

entraînant finalement la peroxydation lipidique (Y. Xie et al., 2016) (Figure 9). Un nombre 

croissant d'études ont démontré que la ferroptose contribue aux processus physiopathologiques 

de multiples maladies, y compris les cancers (W. S. Yang et al., 2014), les maladies 
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neurodégénératives (Skouta et al., 2014), l'insuffisance rénale aiguë (Linkermann et al., 

2014) et la sarcopénie (Y. Huang et al., 2021).  

 

➢ Pyroptose 

La pyroptose est une forme de mort cellulaire pro-inflammatoire associée à une 

activation de l’inflammasone conduisant  à une surproduction d’IL 1-β qui peut conduire à des 

lésions musculaires squelettiques (L. Wang et al., 2021). Ce type de mort cellulaire est souvent 

observée dans des macrophages et peut être déclenchée par des infections bactériennes et des 

pathogènes. L'une des caractéristiques essentielles de la pyroptose est la nécessité d'une 

activation de la caspase-1. La caspase-1 est responsable de la maturation de cytokines pro-

inflammatoires telles que L’IL-1β (Interleukine-1 beta) et l'IL-18 (Interleukine-18) par des 

voies dépendantes de l'inflammation faisant intervenir l’inflammasome. Les cellules qui 

Figure 9 : La ferroptose et ses voies (Saito, 2021). La ferroptose est une forme distincte de 

mort cellulaire impliquant une peroxydation lipidique dépendante du fer. Les antioxydants 

lipophiles piégeurs de radicaux, tels que la vitamine E et le coenzyme Q (CoQ), le chélateur du 

fer, la déféroxamine (DFO), la sélénoprotéine glutathion (GSH) peroxydase 4 (GPx4) et la voie 

de synthèse du GSH ont été identifiés comme des inhibiteurs de la ferroptose. La voie de la 

transsulfuration (apport de cystéine), la voie du pentose phosphate (apport de NADPH) et la 

voie du mévalonate (apport d'isopentényl diphosphate [IPP], pour la synthèse de l'ARNt 

sélénocystéine) sont liées à la protection contre la ferroptose. La lipoxygénase, la 

ferritinophagie (la dégradation du fer) et la synthèse des lipides via l'acétyl-CoA carboxylase 1 

(ACACA) sont liées à l'exécution de la ferroptose. 



Revue bibliographique 

23 

 

subissent une pyroptose libèrent des quantités élevées d'IL-1 β et d'IL-18. L'exécution de la 

pyroptose peut également nécessiter la caspase-7. La mort cellulaire par pyroptose 

s’accompagne de la formation de pores membranaires, de gonflement du cytoplasme et de la 

fuite du contenu cytosolique. Les cellules en pyroptose peuvent également présenter une 

fragmentation de l'ADN et une condensation nucléaire (Ryter & Choi, 2014). 

4.2.2.2. Autophagie 

Sous le terme "autophagie" nous trouvons trois types de processus: la macro-autophagie, 

la micro-autophagie et l'autophagie médiée par les protéines chaperonnes (Xu et al., 2021). La 

plupart des données sur le rôle du processus autophagique dans le muscle squelettique sont liées 

à la macro-autophagie. La macro-autophagie est une voie majeure du catabolisme lysosomale 

qui apparaît comme un régulateur important de la masse musculaire.  Elle recycle les organites 

endommagés (mitochondrie, peroxysome, réticulum endoplasmique) et génère des substrats 

métaboliques nécessaires au maintien de l'activité cellulaire basale ((Sandri, 2010) (Xia et al., 

2021)). L'autophagie est la seule voie capable de dégrader massivement les organites et les 

macromolécules pour fournir des nutriments, c’est un processus de recyclage physiologique 

pour prévenir des déficits nutritionnels (Klionsky & Emr, 2000). Elle repose sur l'action de 

deux vésicules, i) l'autophagosome formé à partir du phagophore issu du réticulum 

endoplasmique, qui capture les organites et/ou les macromolécules, et ii) le lysosome, qui dans 

une étape ultérieure fusionne avec l'autophagosome pour donner l’autophagolysosome (ou 

autolysosome) qui permet de dégrader les éléments qu’il contient (organites, macromolécules) 

grâce aux enzymes protéolytiques fournies par le lysosome (Levine & Klionsky, 2004). Le 

complexe Ulk1-Atg13-FIP200 joue un rôle clé dans l'initiation de l'autophagie. Ulk1 (Unc-51-

like kinase 1) peut être phosphorylé par mTORC ou AMPK, ce qui conduit à l’inhibition de 

l’autophagie ; lorsque mTORC est inhibé (rapamycine, resvératrol, tamoxifène), l’autophagie 

est activée au niveau de Ulk (C. H. Jung et al., 2010). La formation de l'autophagosome 

implique l'action de divers protéines Atgs (Autophagy linked genes, gènes liés à l'autophagie) 

telles que LC3-I et LC3-II, essentiel à l'allongement du phagophore et à la formation d'un 

autophagosome mature. Ensuite, la fusion autophagosome et lysosome conduit à la formation 

de l’autolysosome. Cette étape fait intervenir une proteine membranire lysosomale, Lamp-2 

(Huynh et al., 2007). Cette fusion conduit à l’exposition du contenu de l’autophagosome aux 

protéases lysosomales, comme par exemple les cathepsines, ce qui entraine une dégradation 

protéolytique (Bechet et al., 2005) (Figure 10).  
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L'autophagie est essentielle au maintien de l'homéostasie musculaire. Un déficit de ce 

processus déclenche l'accumulation de protéines endommagées et favorise l’augmentation 

d’ERO et d’ERN dans le muscle, l'activation de l'apoptose et une détérioration des structures 

intracellulaires ce qui a pour conséquence une atrophie musculaire et, dans certains cas, une 

dégénérescence musculaire et des myopathies ((Carnio et al., 2014) (Pal et al., 2014) (Xia et 

al., 2021)). Toutefois, la suractivité du système autophagique peut conduire à l'amyotrophie ((J. 

Zhao et al., 2007) (Sandri, 2010) (Lai et al., 2022)).  

Figure 10 : Autophagie et activation de LC3  (Noda et al., 2009). a) Étapes représentatives 

de l'autophagie. La membrane du phagophore piège une partie du cytosol et conduit à la 

formation d’un autophagosome. L'autophagosome fusionne avec le lysosome pour devenir un 

autolysosome (aussi appelé autophagolysosome) et son contenu est dégradé. b) Voie 

d’activation de LC3. La traduction de LC3 à partir de l'ARNm conduit à pro-LC3 dont la 

structure C-terminale sera clivée par la protéase Atg4 pour générer LC3-I, qui possède une 

glycine C-terminale. Ensuite, LC3-I est activée par Atg7 (E1) pour devenir un intermédiaire 

thio-ester à haute énergie conjugué à l'enzyme Atg3 (E2). Le conjugué Atg3-LC3 est recruté sur 

le site où se produit la lipidation en se liant directement au complexe Atg16L, et l'extrémité C-

terminale de LC3 pour former une liaison la phosphatidyléthanolamine (PE), générant la forme 

LC3-II. LC3-II peut alors se fixer à la membrane du phagophore. Dans certains cas, LC3-II peut 

redonner LC3-I via Atg4. 
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Une autophagie excessive est fortement associée à la perte de muscle squelettique 

(Petrovski & Das, 2010). Comme les processus autophagiques favorisent l'atrophie des 

myofibres chez les jeunes, son inhibition pourrait être une stratégie efficace pour prévenir la 

sarcopénie. Des études ont montré que la voie lysosomale autophagique diminue au cours du 

vieillissement musculaire (J. Zhou et al., 2017). En conséquence, stimuler l'autophagie basale 

protégerait contre le dysfonctionnement musculaire lié à l'âge en favorisant la dégradation 

sélective des protéines mal repliées et des organites endommagés (Jiao & Demontis, 2017). 

4.3. Système ubiquitine-protéasome 

Le système ubiquitine-protéasome (UPS) constitue la principale voie de dégradation des 

protéines intracellulaires et non lysosomales jouant un rôle clé dans l’atrophie des muscles 

squelettiques (Chopard et al., 2009). 70 à 90 % des protéines mal repliées ou endommagées 

sont dégradées par l'UPS ((T. Jung et al., 2009) (Wiedmer et al., 2021)). Ce système est un 

processus bien régulé comprenant plusieurs étapes (Figure 11). La première étape consiste à 

activer l'ubiquitine libre par une enzyme d'activation, l'ubiquitine (E1) via une réaction 

dépendante de l’ATP. Ensuite, l'ubiquitine active est transférée à une enzyme de conjugaison 

l'ubiquitine (E2) et fixée à une protéine cible par l'action d'une enzyme ubiquitine-ligase (E3) 

(par exemple MuRF1 (Muscle Ring Finger Protein 1) et MAFbx (Muscle Atrophy F-box 

également connue sous le nom d’Atrogin 1) aboutissant à la formation d’une chaine 

polyubiquitinée. Enfin, la protéine polyubiquitinée est reconnue par le protéasome 26S et 

dégradée en petits peptides et en acides aminés. Les enzymes de désubiquitination (DUBs) 

inversent le processus d'ubiquitination en détachant les chaînes de polyubiquitine des protéines 

afin de maintenir stables les niveaux d'ubiquitine intracellulaires (Zou & Lin, 2021). 

Les données existantes concernant le fonctionnement de ce système ubiquitine-

protéasome dans le muscle âgé suggèrent son implication dans le développement de la 

sarcopénie. En effet, plusieurs études ont montré que l’utilisation d’inhibiteurs spécifiques de 

cette voie avait la capacité de limiter la perte de la masse musculaire liée à l'inactivité physique 

((Beehler et al., 2006) (Caron et al., 2011) (Jamart et al., 2011)). Cette ubiquination des 

protéines est assurée par un système complexe d’enzymes dans lequel les E3-ubiquitine ligases 

MAFbx et MuRF-1 jouent un rôle important au cours de l'atrophie musculaire ((de Palma et 

al., 2008) (Haberecht-Müller et al., 2021)). De manière intéressante, plusieurs études ont  

ainsi montré que le niveaux d’expression des gènes MAFbx  et  MuRF-1 augmentaient dans le 

muscle âgé ((Clavel et al., 2006) (Hepple et al., 2008) (Altun et al., 2010)). Cependant, 
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d’autres études ont montré que le contenu du protéasome 26S était augmenté dans le muscle 

avec l'âge (Altun et al., 2010). 

 

 

5. Implication de l’inflammation dans la sarcopénie  

L’inflammation chronique est l’une des principales causes contribuant au 

développement de la sarcopénie ((Fan et al., 2016) (Han et al., 2018)). Les cytokines pro-

inflammatoires comme le TNF- α (tumor necrosis factor-α) et l’IL-6 (interleukine-6), et la 

protéine C-réactive (CRP) sont considérés comme les marqueurs cytokiniques inflammatoires 

les plus puissants associés à la sarcopénie (Chhetri et al., 2018). Ainsi, des taux sériques élevés 

d’IL-6 ((Ershler & Keller, 2000) (Bian et al., 2017) (Rachim et al., 2020)) , de TNF-α 

((Greiwe et al., 2001) (Bian et al., 2017) (Hammami et al., 2020)), et de CRP ((Bano et al., 

2017)  (Hammami et al., 2020)) ont été constatés chez les patients âgés sarcopéniques. 

Le rôle potentiel de l'IL-6 dans la sarcopénie est complexe. Chez les personnes non 

infectées, le muscle est considéré comme une source majeure d'IL-6 circulante. L'expression de 

l'IL-6 augmente de manière aiguë lors de la contraction du muscle squelettique et est libérée 

après l'exercice (Steensberg et al., 2000), améliorant le métabolisme musculaire, l'oxydation 

des acides gras et l'absorption du glucose (Kelly et al., 2009). Cependant, il existe de plus en 

plus de preuves qui montrent que l'IL-6 peut agir via le système ubiquitine-protéasome, avec 

une augmentation de l'IL-6 associée à une augmentation de la protéine ubiquitine (DeJong et 

Figure 11 : Système  ubiquitine-protéasome (Brioche, 2014). 

https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/chronic-inflammation
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al., 2005), de la protéine ligase E3 (White et al., 2012) et de l'activité du protéasome (Ebisui 

et al., 1995). De plus, l'IL-6 peut induire une résistance à l'insuline qui supprime l'activité Akt-

mTOR contribuant à diminuer le taux de protéines musculaires (Franckhauser et al., 2008).  

Le TNF-α est une autre cytokine pro-inflammatoire présente dans le 

microenvironnement du muscle squelettique (W. Yang & Hu, 2018a). Il est impliqué dans la 

perturbation métabolique de l'inflammation chronique, la lipolyse et la protéolyse conduisant à 

une diminution des protéines, des lipides et de glycogène dans le muscle squelettique (Girven 

et al., 2016). Au cours des étapes de régénérescence musculaire, le TNF-α  est observé dans le 

muscle lésé associé à une accumulation de macrophages ((Otis et al., 2014) (Fan et al., 2016) 

(Fan et al., 2016)). Plusieurs études ont confirmé que le TNF-α à un niveau élevé peut 

augmenter le catabolisme protéique dans le muscle squelettique en réprimant la voie 

Akt/mTOR (D.-T. Wang et al., 2014). Le TNF-α et ses récepteurs solubles ont été décrits 

comme d'importants contributeurs ou biomarqueurs de la perte de masse et de la force dans le 

muscle squelettique âgé (Schaap et al., 2009). Il existe une corrélation négative entre la 

dégradation des protéines et la concentration en TNF-α chez les personnes âgées (Greiwe et 

al., 2001). L'injection de TNF-α à des souris a révélé l'activation du système ubiquitine-

protéasome et la diminution de la fonction musculaire squelettique (Song et al., 2006). In vivo, 

le taux de synthèse de la chaîne lourde de la myosine (CMH) est corrélé négativement avec 

l'expression du TNF-α dans le muscle squelettique. Le TNF-α induit une perte de muscle 

squelettique par une dégradation accrue des protéines myofibrillaires et une apoptose cellulaire, 

entraînant ainsi une atrophie musculaire et l'inhibition de la régénérescence musculaire (Q. 

Zhao et al., 2015) (Coletti et al., 2005). De plus, il semble que le TNF-α puisse antagoniser 

l'effet anabolisant du facteur de croissance de l'insuline-1 (IGF-1), en raison du développement 

de la résistance à l'hormone de croissance, qui diminue à la fois l'IGF-1 circulant et musculaire 

((Frost & Lang, 2007) (Lang et al., 2007)).  

Des niveaux élevés de CRP, reflétant une inflammation chronique, sont aussi associés 

à une réduction de la masse et de la force musculaire (Carmeli, 2020), et à une diminution de 

la capacité physiologique ainsi qu’à davantage de difficultés à effectuer les activités de la vie 

quotidienne ((Schaap et al., 2009) (Hammami et al., 2020)). Les niveaux de CRP sont 

négativement associés à la masse corporelle maigre appendiculaire (Cesari et al., 2004). De 

plus, les niveaux accrus de peroxydation lipidique entraînent la dégradation des phospholipides 

dans le sarcolemme et la membrane mitochondriale, réduisant l’activité mitochondriale, la β-

oxydation des acides gras et la production d’ATP. Les dommages aux mitochondries 
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augmentent également la formation d'espèces réactives de l'oxygène telles que l'anion 

superoxyde (O2
•-), le radical hydroxyl (HO•), et le peroxyde d'hydrogène (H2O2 ), suivis par une 

augmentation de la production et de la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires telles que le 

TNF-α et IL-1, -6, et -8 qui déclenchent une cascade de production de cytokines inflammatoires 

ce qui aggravent la résistance à l'insuline dans le muscle squelettique, entraînant une diminution 

de la capacité aérobie (Bano et al., 2017). 

Il est donc important d'explorer les cytokines pro-inflammatoires liées à la sarcopénie, 

car elles sont d'une grande valeur pour le diagnostic et la mise en place de mesures 

d'interventions cliniques. 

6. Intervention du stress oxydant dans la sarcopénie  

6.1. Généralité sur le stress oxydant  

Notre organisme produit en permanence des espèces réactives de l'oxygène (ERO) et 

des espèces réactives de l'azote (ERN) appelées radicaux libres résultant du métabolisme 

oxydatif de l’oxygène et de l’azote. Ces dernières peuvent être de nature radicalaire (par 

exemple, l’anion superoxyde O2
•-, le radical hydroxyle HO•, le monoxyde d'azote •NO ou non 

radicalaires (par exemple, le peroxyde d'hydrogène H2O2). Les espèces radicalaires sont des 

atomes ou des molécules, contenant un ou plusieurs électrons non appariés dans leur orbitale 

externe. La présence d’un électron célibataire (non apparié) confère aux radicaux libres une 

grande réactivité. En raison de cette grande réactivité, les ERO et ERN ont une durée de vie 

moyenne très courte, allant d'un milliardième de seconde (par exemple 10-9s pour le HO•) à 

quelques secondes (par exemple 3-5s pour le •NO).  

Dans les conditions physiologiques normales, les ERO et les ERN sont produits en 

faibles quantités pour intervenir dans les processus de signalisation cellulaire qui régulent 

diverses fonctions physiologiques, telles que la production d'énergie, la fonction immunitaire 

ou la contraction musculaire ((Reid et al., 1993) (Gomes et al., 2017)). Cette production basale 

est contrôlée par les défenses antioxydantes enzymatiques (GPx, SOD, Catalase, glutathion 

réductase) ou non-enzymatiques (Vitamines A, C et E, caroténoïdes et polyphénols) limitant 

les dommages oxydatifs. Nous parlons alors d’un équilibre de la balance "oxydants-

antioxydants". Si les défenses antioxydantes ne sont plus à même de contrôler la production de 

radicaux libres, une surproduction d’ERO et ERN contribue aux dysfonctionnements cellulaires 

en réagissant avec les macromolécules cellulaires, induisant l’altération des acides nucléiques, 

la peroxydation lipidique, ou encore la modification des protéines (carbonylation protéique). Il 
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se produit alors un déséquilibre de la balance "oxydants-antioxydants" conduisant à une rupture 

de homéostasie RedOx aboutissant au stress oxydant. 

6.2. Stress oxydant dans le muscle âgé 

Le stress oxydant est un facteur déterminant de la perte de masse et de force musculaire 

liée à l'âge. Les ERO peuvent provoquer la perte progressive ou la dégradation de la structure 

et/ou de la fonction des muscles squelettiques ce qui mène au développement de la sarcopénie. 

En fait, le muscle squelettique est un organe particulièrement vulnérable au stress oxydant, son 

besoin accru en oxygène par rapport à d’autres organes, favorise l’augmentation de la 

production des radicaux libres. L'équilibre "oxydants-antioxydants" joue un rôle décisif dans le 

maintien de l'homéostasie RedOx dans le muscle squelettique.  

6.2.1. Les espèces réactives de l'oxygène (ERO) 

Une grande variété d’ERO est constamment produite dans le muscle squelettique 

pendant le repos et la contraction (Henríquez-Olguín et al., 2019). Les espèces les plus 

importantes sont O2
•-, HO•, et H2O2. De nombreuses données indiquent que le vieillissement et 

l'inactivité physique sont associés à un déséquilibre la balance "oxydants-antioxydants", en 

faveur des oxydants dans le muscle squelettique. Chez l’Homme comme chez les rongeurs, de 

nombreuses études ont montré que le muscle squelettique âgé présente une production accrue 

d’O2
•-, et d'H2O2 ((Capel et al., 2005) (Vasilaki et al., 2006) (Thompson, 2009) (Derbré et 

al., 2014) (Pileggi et al., 2018)). Le muscle squelettique possède plusieurs sources d’ERO : de 

multiples organites, notamment les mitochondries, les peroxysomes, et le réticulum 

endoplasmique en produisent (Dickinson & Chang, 2011). De nombreuses enzymes 

cytosoliques telles que les NADPH oxydases, les xanthine oxydases et les monoamine oxydases 

génèrent également de l'O2
•- localement (Powers & Jackson, 2008). 

6.2.1.1. Les sources d’ERO au niveau mitochondrial 

La mitochondrie est considérée comme la principale source de production d’O2
•- dans 

les fibres musculaires squelettiques. En effet, 2-5 % de la totalité de l’oxygène consommé par 

les mitochondries pouvaient subir une réduction monovalente aboutie à la génération d’O2
•- 

(Inoue et al., 2003). L’anion O2
•- est le chef de file des ERO. En effet, cet anion va conduire à 

la formation de nombreuses autres ERO dans de la matrice ou dans l’espace intermembranaire 

mitochondriale. L’O2
•- est rapidement et spontanément converti en H2O2 sous l’action de la 

SOD dépendante du manganèse (Mn-SOD ; SOD2) qui est principalement située dans la 

matrice mitochondriale (Boveris & Chance, 1973). Ensuite, H2O2 peut être dégradé en O2 et 
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H2O par l’action de la glutathion peroxydase 1 (GPx1). H2O2 peut être aussi transformée en 

HO• en présence de fer (Fe2+) par la réaction de Fenton : 

H2O2 + Fe2+→ HO• + HO•- + Fe3+ 

L'homéostasie du fer est donc très importante et peut être considérée comme un co-

modulateur de la signalisation et des effets des ERO. Étant donné que le muscle squelettique 

contient 10 à 15 % du fer corporel, principalement dans la myoglobine et les mitochondries, le 

muscle squelettique pourrait être particulièrement sensible aux altérations de l'homéostasie du 

fer. Ainsi, il a été rapporté que les niveaux de fer non héminique musculaire et la transferrine 

(protéine de transport du fer) étaient élevés au cours de la sénescence, ce qui suggère que la 

charge en fer est une composante importante de la sarcopénie (Altun et al., 2007). Des 

nombreux études menées chez l’Homme et chez l’animal ont montré une augmentation de la 

production mitochondriale d’ERO, notamment d’O2
•- et de H2O2 au cours du vieillissement, 

associée à une diminution de la masse, de la fonction musculaire et de la performance physique  

((Ryan et al., 2008) (Chabi et al., 2008) (Andersson et al., 2011, p. 20) (Miller et al., 2012) 

(Diolez et al., 2015)).  

La surproduction mitochondriale d’O2
•- observée avec l’âge peut s’expliquer par un 

dysfonctionnement de la chaîne de transport d'électrons au niveau mitochondrial (ETC) (Ji, 

2001). L'ETC consiste en un groupe de cinq complexes multi-enzymatiques qui fonctionnent 

comme transporteurs d’électrons : à savoir le complexe I (NADH-coenzyme Q 

oxydoréductase), le complexe II (succinate-coenzyme Q oxydoréductase), le complexe III 

(coenzyme Q-cytochrome c oxydoréductase), le complexe IV (cytochrome c oxydase) et le 

complexe V (ATPase) situés sur la membrane mitochondriale interne. Le coenzyme Q 

(ubiquinone) localisé au niveau du complexe II et le cytochrome-c localisé au niveau du 

complexe III sont des transporteurs mobiles de la chaîne respiratoire (Figure 12). 

- Le complexe I est la première enzyme de la chaîne respiratoire. Il fournit O2
•- et facilite 

le transfert des électrons du NADH vers le coenzyme Q, tout en utilisant l'énergie pour pomper 

les protons vers l’espace intermembranaire mitochondrial. 

- Le complexe II est responsable de l'oxydation du FADH2, formé par le cycle de Krebs, 

libérant des électrons qui sont dirigés vers le complexe III via l'ubiquinone. Il est l'unique 

complexe qui n'est pas codé par l'ADN mitochondriale (ADNmt). 

- Le complexe III transfert les électrons au cytochrome-c et pompe plus de protons vers 

l’espace intermembranaire.  
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- Le complexe IV reçoit les électrons du cytochrome-c et les transmet à la molécule 

d'oxygène (O2) qui se combine avec deux atomes d'hydrogène et forme une molécule d'eau 

(H2O). Il pompe aussi de protons vers l’espace intermembranaire, ce qui génère une force proto-

motrice à travers la membrane mitochondriale interne au niveau des complexes I, III et IV.  

- Le complexe V utilise cette force proto-motrice pour produire de l'ATP à partir d'ADP 

et de Pi. L’ATP est ensuite libéré dans le cytosol via le transporteur ANT (Adenine nucleotide 

translocator) et le canal ionique VDAC (Voltage-dependent anion channel).  

 

 

 

Au niveau des complexes I et III, une fuite d’électrons peut avoir lieu ce qui conduit à 

la production d’O2
•-. Capel et al. ont démontré que la surproduction mitochondriale d’O2

•- 

observée avec l’âge s’explique principalement par un dysfonctionnement de l’ETC (Capel et 

al., 2005). Les complexes I et III pourraient être la cause de la surproduction d’ERO 

mitochondriale dans le muscle âgé (Chabi et al., 2008). Par ailleurs, l’augmentation de la 

concentration de Ca2+ mitochondrial observée au cours du vieillissement entrainerait une 

perturbation du potentiel de la membrane mitochondriale, ce qui pourrait affecter la synthèse 

d'ATP ((Brookes et al., 2004) (Feissner et al., 2009)). Lors d'une production accrue d'ATP, 

une consommation d'O2 
 plus élevée et un flux d'électrons accru à travers la chaîne de transport 

d'électrons augmentent la teneur en ERO dans le muscle âgé  ((Brookes et al., 2004) (Feissner 

et al., 2009)). 

Figure 12 : Schéma représentatif de la chaîne de transport des électrons et de la synthèse 

d’ATP par phosphorylation oxydative (Diolez et al., 2015). 
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6.2.1.2. Les sources d’ERO au niveau peroxysomal 

Les peroxysomes sont également considérés comme une source de production d’ERO. 

Les peroxysomes sont des organites cellulaires ubiquitaires de 0,1 à 1 µm de diamètre présents 

dans pratiquement toutes les cellules eucaryotes à l’exception des érythrocytes. Ce sont de 

petites structures souvent sphériques ou ovoïdes, dépourvu de matériel génétique, constitués 

d'une membrane simple de type bicouche lipidique. Ils sont visibles uniquement en microscopie 

à fluorescence et électronique lorsque cette dernière est associée à une coloration à la 

diaminobenzidine. Les peroxysomes sont très dynamiques, dotés d’une plasticité marquée, et 

se déplacent le long des microtubules ((Schrader et al., 1996) (Schrader & Fahimi, 2006) 

(Schrader & Fahimi, 2008)). Leur rôle dans le métabolisme lipidique est bien établi. Ils sont 

responsables de la dégradation des acides gras à très longue chaîne (C ≥ 22) par β-oxydation. 

Les peroxysomes sont aussi le siège de la biosynthèse d’acide docosahexaénoïque (DHA, C22:6 

n-3), des deux premières étapes de synthèse des plasmalogènes, de la dégradation des acides 

gras branchés et de la production d’acides biliaires à partir de métabolites du cholestérol. Les 

peroxysomes interviennent aussi dans le métabolisme des eicosanoïdes et le catabolisme des 

polyamines ((Wanders & Waterham, 2006) (Wanders, 2014) (Wanders et al., 2020)). 

Les acides gras à longue chaîne (C ≥ 22) sont transportés dans les peroxysomes sous 

forme d'ester d'acyl-CoA par des transporteurs ABC  (ATP-binding cassette) essentiellement 

transporteurs ABCD1 et ABCD2 (Roermund et al., 2012). La β-oxydation peroxysomale 

comprend plusieurs réactions enzymatiques successives (Figure 13).  

- L'étape initiale de la β-oxydation est catalysée par l’acyl-CoA oxydase-1 (ACOX1). Cette 

dernière convertit l'ester d'acyl-CoA en α,β-énoyl-CoA avec formation de H2O2, qui est 

toxique pour la cellule. Le peroxysome contient une enzyme, la catalase, qui converti H2O2 

en eau (H2O) et en oxygène (O2) pour préserver la cellule. En cas de baisse du niveau de 

catalase, la quantité de H2O2 augmente ce qui peut entraîner un déséquilibre de la balance 

"oxydants-antioxydants’ au niveau de muscle squelettique ((Sandalio et al., 2013) (M.-M. 

Chen et al., 2022)).  

- Les deux étapes suivantes sont catalysées par l'enzyme multifonctionnelle (MFP2), qui agit 

à la fois comme énoyl-CoA hydratase et β-hydroxyacyl-CoA déshydrogénase, pour 

produire du β-hydroxyacyl-CoA et du β-cétoacyl-CoA.  

- Dans la dernière étape, une β-cétoacyl-CoA thiolase sépare une unité acétyl-CoA. L'ester 

d'acyl-CoA gras raccourci restant peut subir un cycle supplémentaire jusqu'à dégradation 

complète en acétyl-CoA. L'acétyl-CoA peut entrer dans le cycle du glyoxylate, qui est lié à 
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la gluconéogenèse cytoplasmique et au cycle de Krebs, ou il peut être exporté du 

peroxysome via le système de navette carnitine-acyltransférase et transféré sous forme 

d’acétyl-carnitine sur la membrane mitochondriale pour la synthèse d'ATP dans le cycle de 

Krebs (Werner & Zibek, 2017). 

 

 

 

6.2.1.3. Les sources d’ERO au niveau du réticulum endoplasmique 

Le réticulum sarcoplasmique (RS) est un réticulum endoplasmique (RE) spécialisé des 

cellules musculaires squelettiques. Il constitue le principal lieu de stockage de calcium 

intracellulaire dans le muscle et remplit une fonction cruciale dans le couplage excitation-

contraction et le maintien des concentrations de calcium intracellulaires stables tout au long de 

la contraction et de la relaxation. 

Le RE est également impliqué dans le contrôle de l'état RedOx des cellules (Amodio et 

al., 2018). L'accumulation de protéines non repliées ou mal repliées dans le RE entraîne un 
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Figure 13: β-oxydation peroxysomale. La β-oxydation peroxysomale nécessite 
l’internalisation des acides gras à très longue chaîne (C ≥ 22)   dans le peroxysome ; cela 
fait intervenir le transporteur peroxysomel ABCD1 et éventuellement ABCD2 ((Kemp et al., 
2011) (Ghzaiel et al., 2022b)). Au cours d’un cycle de β-oxydation peroxysomale la chaine 
carbonée est réduite de deux carbones à partir de l’extrimité carboxyterminale. Les acides 
gras générés peuvent soit retourner dans le cycle de β-oxydation peroxysomale soit être 
orienté vers la mitochondrie. Le transporteur ABCD3 est aussi impliqué dans 
l’internalisation des acides gras dans le peroxysome ; ce transporteur est majoritairement 
présent au niveau de la membrane peroxysomale : il est donc utilisé pour évaluer la masse 
peroxysomale (Kemp et al., 2011).   
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stress oxydant et l'activation des voies de signalisation de la réponse aux protéines non repliées 

(UPR : unfolded protein response) comme réponse adaptative. Dans le but de rétablir la 

protéostase du RE, la voie UPR réduit la charge protéique du RS et améliore la qualité du RS 

en agissant aussi sur l’autophagie. La réponse adaptative de la voie UPR induit la transcription 

de gènes antioxydants par l'activation du facteur nucléaire E2 (Nrf-2). Cependant, la voie UPR 

peut augmenter la production d’ERO; en effet, l'augmentation du repliement des protéines 

pendant le stress du RS entraîne une augmentation des niveaux de radicaux HO• par la voie 

PERK (Protein Kinase R-like ER Kinase) / CHOP (C/EBP-homologous protein), augmentant 

ainsi l'expression d'Ero1, codant pour une peroxydase du RE. Cette voie conduit au stress 

oxydant et à l'apoptose (Marciniak et al., 2004). 

Le stress du RE et la réponse UPR jouent également un rôle important dans la sarcopénie 

(Bohnert et al., 2018). Le stress du RE peut avoir un impact direct sur la masse musculaire car 

un stress prolongé du RE entraîne la mort cellulaire des cellules musculaires (Deldicque, 2013), 

qui est médiée par une augmentation des ROS au niveau du RE. Le stress du RE peut également 

inhiber mTORC qui régule la réponse au stimulus anabolique des nutriments et de l'activité 

contractile, induisant ainsi une résistance anabolique et une réduction du potentiel de 

régénérescence du muscle squelettique observé au cours du vieillissement. De plus, dans le 

modèle de sarcopénie par la toxine urémique, le stress du réticulum et les voies UPR sont 

impliqués dans l'inhibition de la différenciation des myoblastes et dans l'induction de l'atrophie 

myotubulaire par activation d'un axe ERO-eIF2α (eukaryotic initiation factor 2 alpha) (Jheng 

et al., 2018). 

6.2.1.4. Les NADPH oxydases (NOX) 

Une autre source d’ERO dans le muscle squelettique inclut la famille d'enzymes 

NADPH oxydases NOX (NOX 1 , NOX 2 et NOX 4) localisée dans le RS, les tubules T ou 

dans le sarcolemme (Sullivan-Gunn & Lewandowski, 2013). Ces enzymes ont la capacité de 

transporter des électrons à travers la membrane du sarcoplasme et de générer d’O2
•- et d'autres 

ERO. Comme ces enzymes jouent un rôle important dans le couplage excitation-contraction, 

l'hyper-expression ou la surproduction de NOX altère les contractions musculaires (Carmeli, 

2020). 

6.2.2. Systèmes de défenses antioxydants 

Pour se protéger contre le développement et la propagation du stress oxydant dans tous 

ses compartiments, la cellule met en œuvre divers systèmes de défense antioxydants. Ces 
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systèmes peuvent être divisés en deux types : enzymatiques et non-enzymatiques. Le premier 

type (enzymatique) empêche la production d’ERO tandis que le second (non enzymatique) 

intervient dans la capture et dans la destruction des radicaux libres (Figure 14).  

 

6.2.2.1. Les antioxydants enzymatiques  

Les antioxydants enzymatiques (superoxydes dismutases (SOD), glutathion peroxydase 

(GPX) et catalase (CAT)) sont considérés comme la première ligne de défense de notre 

organisme contre les ERO. Ces enzymes sont localisées dans différents compartiments 

cellulaires, incluant le cytosol, les mitochondries et les peroxysomes. 

- Les SOD sont les métallo-enzymes les plus importantes dans la défense contre 

le stress oxydant (Bułdak et al., 2014), elles catalysent la réaction de dismutation de l’anion 

O2
•- en H2O et H2O2. Chez l’Homme, nous distinguons trois isoformes des SOD selon la 

localisation cellulaire et le cofacteur métallique : la Cu/Zn-SOD (SOD1) localisée dans 

cytosol ou le nucléole, la Mn-SOD (SOD2) localisée au niveau de la matrice mitochondriale 

et la SOD extracellulaire (SOD3). 

- Les GPx agissent en synergie avec les SOD puisque leur rôle est d’accélérer la 

dismutation du H2O2 en H2O et O2. Lors de cette réaction, deux molécules de glutathion 

réduit (GSH) sont oxydées en glutathion-disulfure (GSSG) (Matés et al., 1999). Elles sont 

localisées dans le cytosol et/ou dans les membranes mitochondriales. Nous distinguons cinq 

isoformes de GPx séléno-dépendantes caractérisées par la présence d’un atome de sélénium 

au niveau de leur site actif (GPx 1, 2, 3, 4 et 6) et trois isoformes non-séléno-dépendantes 

Figure 14 : Les défenses antioxydantes enzymatiques et non enzymatiques (Menvielle-Bourg, 

2005). SOD: Superoxyde dismutase ; CAT: Catalase ;GPx: Glutathion peroxydase ; Co Q10: 

Coenzyme Q10. 
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(GPx 5, 7 et 8), qui ont de la cystéine au lieu de sélénocystéine (Brigelius-Flohé & 

Maiorino, 2013).  

- La catalase est une enzyme héminique, présente préférentiellement au niveau des 

peroxysomes. Elle est également responsable de l’élimination du H2O2 par une 

transformation en H2O et O2. L’affinité de la catalase pour l’H2O2 dépend de sa 

concentration dans le milieu (Bułdak et al., 2014). 

6.2.2.2. Les antioxydants non enzymatiques  

Les systèmes antioxydants non enzymatiques complètent l'action des enzymes 

antioxydantes. Les antioxydants non enzymatiques comprennent de nombreuses substances 

endogènes, la plus importante est le glutathion qui d’ordre de 1 mM dans le plasma (Raffa et 

al., 2021). Le glutathion joue un rôle important dans la réparation des protéines oxydées et peut 

aussi interagir da manière spontanée avec les ERO. L’ensemble de ces réactions transforment 

la forme réduite du glutathion (GSH) en forme oxydée (GSSG). Le rapport du GSH/GSSG doit 

être maintenu stable dans la cellule pour prévenir les dommages (H. Zhang & Forman, 2012). 

Des substances exogènes, apportées par les aliments, telles que la vitamine E 

(tocophérol), la vitamine C (acide ascorbique) et les caroténoïdes, agissent en piégeant les 

radicaux libres et en neutralisant l’électron non apparié, neutralisant ainsi ces espèces 

radicalaires en molécules ou ions stables (Guéye et al., 2006). La vitamine piégeuse devient à 

son tour un radical qui sera détruit ou régénéré par un autre système. À titre d’exemple, la 

vitamine E (α-tocophérol) est régénérée par la vitamine C, elle-même régénérée par les 

ascorbates réductases. D’autres composés comme les polyphénols présents en quantité 

importantes dans le régime méditerranéen (resvératrol, apigénine, quercétine) jouent un rôle 

similaire comme piégeurs d’ERO (Bors et al., 1990).  

Les systèmes de défenses antioxydants semble être altérés dans le muscle âgé, 

contribuant à une augmentation du stress oxydant et à l’atrophie musculaire. Cependant, les 

résultats concernant l’altération des enzymes antioxydantes dans le muscle âgé sont 

contradictoires : certains montrent une diminution de l’activité des enzymes SOD, GPX, et 

Catalase  ((Kumaran et al., 2004) (Senthil Kumaran et al., 2008)), alors que d’autres ne 

montrent aucun changement, ou bien une augmentation ((Ryan et al., 2008) (J.-H. Kim et al., 

2008) (J. R. Jackson et al., 2010) (Ryan et al., 2011)). Par ailleurs, le rapport du taux de GSH 

reste constant alors que le taux de GSSH est significativement augmenté dans le muscle 
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squelettique âgé (Marzani et al., 2003). Le rapport GSH/GSSH serait alors réduit ce qui 

signifie que les défenses antioxydantes seraient amoindries. 

6.2.3. Dommages oxydatifs : cibles moléculaires  

La sarcopénie survient pendant une période de vie où les défenses antioxydantes sont 

affaiblies et où la production d’ERO est augmentée. Cela conduirait à la perturbation de 

l’équilibre "oxydants-antioxydants" entraînent des dommages aux macromolécules, notamment 

aux lipides, aux protéines et à l'ADN (Bellanti et al., 2020).  

- Les lipides, notamment les acides gras polyinsaturés (AGPI) présents dans les 

membranes cellulaires associés aux phospholipides ((Pamplona et al., 2000) (Hulbert, 

2005)) sont des cibles privilégiées des ERO. L’oxydation des lipides génère des peroxydes 

lipidiques qui sont eux-mêmes très réactifs. La peroxydation des lipides induit une 

modification de la fluidité, de la perméabilité et de l’excitabilité des membranes. Parmi les 

produits finaux formés lors de la peroxydation lipidique figurent le malondialdéhyde 

(MDA) et le 4- hydroxy-2-nonenal (4-HNE) souvent utilisés comme marqueurs de stress 

oxydant (Michel et al., 2009) (Figure 15).  

 

 

- Les protéines sont aussi susceptibles d’être oxydées par les ERO (Beal, 2002) 

(Peng et al., 2000), principalement au niveau d’acides aminés bien déterminés (arginine, 

Figure 15 : Mécanisme de la peroxydation lipidique (Laouafa, 2018). 
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lysine) ayant une fonction amine libre quand ils sont dans une séquence protéique (Dalle-

Donne et al., 2006). Les attaques radicalaires peuvent provoquer l’apparition de 

groupements carbonylés, des clivages de chaines peptidiques et des ponts bi-tyrosine intra-

et inter-chaines (Haleng et al., 2007). Les carbonyles sont utilisés comme des marqueurs 

de l’oxydation des protéines et de façon générale comme des marqueurs de stress oxydant 

(Nakamura et al., 2010). Les produits de la peroxydation lipidique, 4-HNE et MDA, 

contribuent à l’oxydation des protéines en formant des bases de Schiff ((Grimsrud et al., 

2008) (Maier et al., 2010)). 

- L’ADN est aussi une molécule très sensible à l’attaque par les radicaux oxygénés 

(Grandjean, 2005). Les ERO peuvent réagir avec la guanine, base constitutive de l’ADN 

pour former la 8-hydroxy-2’désoxyguanosine (8-OH-dG) qui, au lieu de s’apparier avec la 

cytosine, s’associera avec l’adénine, entrainant des mutations au sein de l’ADN et 

conduisant à des altérations du message génétique. Les ERO peuvent aussi attaquer la 

liaison entre la base azotée et l’ose créant un site abasique, et peuvent également attaquer 

l’ose lui-même créant une coupure de la chaîne simple brin. 

La surproduction d’ERO dans le muscle squelettique âgé entraîne une augmentation des 

dommages oxydatifs des macromolécules (Bellanti et al., 2020). Chez l’Homme et les 

rongeurs, cette augmentation est corrélée négativement avec les paramètres de la sarcopénie 

tels que la masse musculaire (Murakami et al., 2012), la force (Howard et al., 2007) et la 

vitesse de la marche (Semba et al., 2007). Dans le muscle au cours du vieillissement, les 

protéines sont affectées par les dommages causés par les radicaux libres. Une augmentation de 

leurs niveaux de carbonylation est observée dans les muscles de rongeurs et d'humains âgés 

((Barreiro et al., 2006) (Hepple et al., 2008) (S. P. Jackson & Bartek, 2009) (Safdar et al., 

2010) (Barreiro, 2016)). Les lésions de l'ADN induites par les radicaux libres (principalement 

mesurées par la teneur en 8-OHdG) sont augmentées dans les muscles des animaux vieillissants 

((Mansouri et al., 2006)  (Muller et al., 2006) (Ryan et al., 2008)) et des personnes âgées  

((Mecocci et al., 1999) (Fanò et al., 2001)). Dans ces deux dernières études, l'analyse de 

biopsies du muscle vaste latéral (situé à la partie antéro-externe de la cuisse) des sujets âgés par 

rapport à des sujets jeunes a montré une augmentation significative, liée à l'âge, des dommages 

oxydatifs de l'ADN et des lipides. Dans le muscle squelettique, diverses études ont confirmé 

l'augmentation de la teneur en marqueurs de peroxydation lipidique associée à la sarcopénie 

((Barreiro et al., 2006) (J.-H. Kim et al., 2008) (Safdar et al., 2010) (Ryan et al., 2011)).  
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6.3. Stress oxydant et mécanismes cellulaires impliqués dans la sarcopénie  

L’excès d’ERO peut endommager le muscle squelettique en affectant les mécanismes 

cellulaires impliqués dans son activité.  

6.3.1. Rôle des ERO dans la régénérescence musculaire 

Avec le vieillissement, et en grande partie en raison du stress oxydant, la fonction des 

cellules satellites (cellules souches situées entre la lame basale et les cellules musculaires striées 

dans le tissu musculaire) est dérégulée. Dans le muscle squelettique âgé, les cellules satellites 

présentent une capacité réduite à proliférer et à différencier. La diminution du pool de cellules 

satellites peut entraîner une diminution de la capacité de régénérescence musculaire (Szentesi 

et al., 2019). De nombreuses études indiquent que l'excès d’ERO entraîne une altération de la 

régénérescence musculaire, principalement en affectant la fonction des cellules satellites du 

muscle squelettique. Par exemple, la délétion de TfR1 (Transferrin Receptor 1) dans les cellules 

satellites entraîne une déplétion irréversible des cellules satellites et un défaut de la prolifération 

et de la différenciation. Cela conduit à une déficience de la régénérescence du muscle 

squelettique, suivie d'une accumulation de fer, d'une lipogenèse et d'une diminution des niveaux 

de protéines GPx4 et Nrf-2, ce qui entraîne des défauts dans le piégeage des ERO (Ding et al., 

2021). L'abrogation de la signalisation antioxydante Nrf-2 favorise le stress oxydant et nuit 

également à la régénérescence du muscle squelettique (Rajasekaran et al., 2020). D’autres 

études ont montré que les activités d’enzymes antioxydantes étaient diminuées dans les cellules 

satellites provenant de personnes âgées de plus de 70 ans par rapport aux personnes jeunes 

âgées de 30 à 40 ans (Fulle et al., 2005).  

6.3.2. Rôle des ERO dans le ‘turnover’ protéique  

La perte de masse musculaire, qui accompagne le vieillissement, est influencée par les 

ERO via un contrôle du turnover protéique médié par le statut RedOx.  En effet, plusieurs études 

soulignent que le stress oxydant contribue à l'atrophie musculaire, d'une part en déprimant la 

synthèse protéique, et d'autre part en stimulant la protéolyse (dégradation des protéines) 

(Powers et al., 2016).  

6.3.2.1. Rôle des ERO dans la synthèse protéique  

La production d’ERO associée aux muscles squelettiques âgés joue un rôle important 

dans la modulation de la voie de synthèse des protéines (Powers et al., 2011). Une diminution 

de la voie de synthèse protéique PI3K/Akt/mTOR induite par le stress oxydant a été démontrée 

dans diverses expériences animales. Des études ont trouvé une association entre les produits 
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d'oxydation des ERO (produits de peroxydation lipidique et de carbonylation protéiques) et les 

concentrations d'ARNm de l'IGF-1 dans les muscles squelettiques de rats âgés ((Clavel et al., 

2006) (Kovacheva et al., 2010)). Ces deux dernières équipes ont également mis en évidence 

qu'une augmentation de l'activation d'Akt est associée à une diminution des dommages 

oxydatifs ((Clavel et al., 2006) (Kovacheva et al., 2010)). Par ailleurs, Marzani et al. ont mis 

en lumière qu'une supplémentation en antioxydants chez des rats âgés restaurait la synthèse 

protéique postprandiale (Marzani et al., 2008). Les mécanismes sous-jacents à l'inhibition de 

la synthèse protéique par les ERO ne sont pas encore bien compris, mais certains travaux 

indiquent une déficience de la traduction de l'ARNm au niveau du processus d'initiation 

((O’Loghlen et al., 2006) (Shenton et al., 2006)). L’équipe de Zhang a décrit dans des cellules 

musculaires en culture que H2O2 pouvait inhiber la phosphorylation médiée par mTOR de 4E-

BP1 et p70S6K, deux cibles essentielles à la croissance musculaire (L. Zhang et al., 2009). De 

plus, certaines études ont révélé le rôle des dommages à l'ADN dans la répression de mTORC1, 

un des deux complexes de mTOR qui est le plus impliqué dans la synthèse protéique ((Tee & 

Proud, 2000) (Feng et al., 2005)). Tan et al. ont aussi observé dans des myotubes de cellules 

musculaires C2C12 que l'exposition chronique à de faibles niveaux de H2O2 génère un stress 

oxydant et une baisse de la phosphorylation d'Akt, ce qui entraînerait une diminution de la 

synthèse protéique (Tan et al., 2015). Dans leur ensemble, ces études suggèrent que le stress 

oxydant diminue la synthèse protéique globale dans le muscle squelettique via une inhibition 

de la signalisation Akt/mTORC1 médiée par les ERO. Cela contribue à la perte de masse 

musculaire caractéristique de la sarcopénie. 

6.3.2.2. Rôle des ERO dans la dégradation protéique  

Concernant la protéolyse, dont la suractivation entraîne une perte de masse musculaire, 

de nombreuses études révèlent un rôle critique des ERO dans la stimulation de l'autophagie et 

des systèmes ubiquitine-protéasome.  Certaines travaux indiquent l'implication des ERO dans 

l'activation de l'autophagie, via l’inhibition de mTOR, et l’augmentation de l'expression des 

composants clés de l'autophagie tels que LC3, Beclin-1 et Atg4 ((Pajares et al., 2015) 

(Navarro-Yepes et al., 2014) (Z. Yang & Klionsky, 2010) (Kundu & Thompson, 2008)). 

Dans la sarcopénie, de nombreuses études ont rapporté une dégradation des protéines 

musculaires via la voie autophagique ((McMullen et al., 2009) (Fry et al., 2013) (Y. A. Kim 

et al., 2013) (O’Leary et al., 2013) (Scherz-Shouval et al., 2019)). Dans le muscle atrophié 

des rats âges, l'augmentation des niveaux de peroxydation lipidique est associée à une 

régulation à la hausse des protéines régulatrices de l'autophagie situées en en amont (Beclin-1), 
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et à une régulation à la baisse de celles situées en aval (LC3 ; LAMP-2) (Wohlgemuth et al., 

2010). Par ailleurs, dans les muscles squelettiques humains inactifs, le stress oxydant favorise 

l'expression des protéines liées à l'autophagie (Hussain et al., 2010).  

En ce qui concerne la dégradation des protéines par le système ubiquitine-protéasome, 

de plus en plus d’arguments suggèrent que son activation est induite par une augmentation des 

ERO dans le tissu musculaire squelettique. Des expériences in vitro ont révélé que le stress 

oxydant dans les myotubes (induit par exposition à H2O2) augmentait l'expression des gènes 

des ligases E3 spécifiques aux muscles, telles que MAFbx et MuRF 1 ((Y.-P. Li et al., 2005) 

(Y.-P. Li et al., 2003) (McClung et al., 2009)). Les résultats in vivo ont démontré que la 

génération de H2O2 induite par l'immobilisation conduit à une augmentation de l'expression de 

la ligase E3 dans les fibres musculaires atrophiées. De plus, un traitement avec un antioxydant 

ciblant les mitochondries (SS-31) s’oppose au déclin de la signalisation anabolique contrôlée 

par Akt/mTOR, et réduit l'expression de MAFbx et de MuRF 1, deux principaux gènes 

spécifiques de l’atrophie musculaire ((Powers et al., 2011) (Talbert et al., 2013)). Des résultats 

similaires concernant l'expression élevée des effecteurs d'ubiquitine-protéasome ont été 

confirmés dans d'autres études, et une activité plus élevée du protéasome a été corrélée avec la 

perte de masse musculaire ((Clavel et al., 2006) (Hepple et al., 2008)). Par ailleurs, 

l'accumulation de radicaux libres peut accélérer la dégradation des protéines, notamment des 

protéines myofibrillaires (MyHC, α-actinine, actine et troponine I) de manière dose-

dépendante, et donc contribuer à l'atrophie (Smuder et al., 2010). Enfin, l'accumulation des 

ERO stimule la dégradation des protéines via une régulation à la hausse des composants clés 

du système ubiquitine-protéasome, contribuant ainsi à l'atrophie musculaire. 

7. Sarcopénie et dysfonctions des organites 

7.1. Dysfonctions mitochondriales 

La dysfonction mitochondriale joue un rôle central dans le développement des maladies 

liées à l’âge, notamment la sarcopénie. Les mitochondries dysfonctionnelles sont associées à la 

fois à une diminution de la production d'ATP et à une augmentation de la production 

mitochondriale d’ERO, avec pour conséquence l'activation de voies cellulaires nocives (Ferri 

et al., 2020). Une diminution de la masse mitochondriale, de l'activité des enzymes du cycle de 

Krebs, ainsi que de la consommation d'O2 et de la synthèse d'ATP se produit dans le tissu 

musculaire squelettique âgé (Marzetti et al., 2013). Des changements dans la fonction, la 

dynamique, la biogenèse et la mitophagie (autophagie de la mitochondrie) pourraient expliquer 
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en partie l'altération de la capacité oxydative et du contenu des mitochondries du muscle 

squelettique âgé (Bellanti et al., 2021).  

Plusieurs fonctions mitochondriales sont altérées dans les muscles squelettiques âgés 

par rapport aux jeunes, notamment l'activité des enzymes métaboliques et des complexes de 

phosphorylation oxydative (OXPHOS) (c'est-à-dire la citrate synthase et la cytochrome-c 

oxydase), la respiration, la synthèse des protéines et la production d'ATP ((Boffoli et al., 1994) 

(Marcinek et al., 2005) (Short, Bigelow, et al., 2005) (Chabi et al., 2008)). L'intensité et la 

durée de l'activité physique peuvent être déterminantes pour la préservation de la fonction 

mitochondriale dans le muscle squelettique âgé ((Kent-Braun & Ng, 2000) (Picard et al., 

2011) (Johnson et al., 2013)). L'analyse comparative du transcriptome entre les muscles 

squelettiques jeunes et âgés chez l’Homme et l’animal a montré une diminution de l'expression 

des gènes mitochondriaux (Carter et al., 2015). Le contenu mitochondrial réduit dans le 

muscle squelettique âgé peut également être lié à une expression plus faible du gène et de la 

protéine PGC-1α, le principal régulateur de la biogenèse mitochondriale dans les fibres à 

contraction lente et rapide ((Beregi et al., 1988) (Rooyackers et al., 1996) (Joseph et al., 

2012)). Des études dans le muscle squelettique âgé ont montré des résultats divergents sur les 

niveaux de Tfam (Mitochondrial transcription factor A), qui agit sur la stabilité et la réplication 

de l’ADN mitochondrial ((Lezza et al., 2001) (Masuyama et al., 2005) (Pesce et al., 

2005)). Les changements liés au contenu et à la fonction des mitochondries dans le muscle 

squelettique âgé peuvent également être liés à une augmentation des mutations et des délétions 

de l’ADNmt (López-Otín et al., 2013). L'accumulation des lésions de l'ADNmt entraîne l’ETC, 

ce qui conduit à une diminution de la production d'ATP et à une augmentation de la production 

mitochondriale d’ERO (Harman, 1956).  

Des études morphologiques sur des muscles squelettiques âgés montrent des 

mitochondries géantes avec des crêtes perturbées (Beregi et al., 1988). Au niveau du muscle 

squelettique, deux localisations des mitochondries sont identifiées. Les mitochondries peuvent 

être localisé au niveau sous-sarcolemme (SS) ou bien entre les myofibrilles (inter- 

myofibrillaires : IMF). Les mitochondries SS et IMF présentent des caractéristiques 

biochimiques et morphologiques différentes, avec des capacités d’adaptation différentes à 

l’exercice et à la maladie (sarcopénie) (Picard et al., 2013). Au cours de la sarcopénie, les 

mitochondries SS apparaissent fragmentées et disposées en couche mince, tandis que les 

mitochondries IMF sont moins réticulaires par rapport au muscle jeune (Iqbal et al., 2013). La 

morphologie altérée des mitochondries du muscle squelettique âgé peut être la conséquence 
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d'une dynamique mitochondriale altérée, avec un déséquilibre en faveur de la fission plutôt que 

de la fusion (Joseph et al., 2012). La fusion mitochondriale est régulée par des protéines telles 

que les Mfn1 et 2 (Mitofusin), OPA1 et 2  (Mitochondrial Optic Atrophy) (Mishra & Chan, 

2016). Au contraire, la fission mitochondriale est modulée par la Drp1 (Dynamin-related 

protein 1), le Mff (mitochondrial fission factor) et la Fis1 ( Mitochondrial fission 1 protein), qui 

coopèrent pour favoriser la fission des mitochondries (Losón et al., 2013). Dans la sarcopénie, 

les mutations de l'ADNmt peuvent entraîner une dérégulation de la dynamique mitochondriale. 

Des résultats de souris âgées exprimant un ADNmt polymérase gamma défectueux ont montré 

une fission mitochondriale plus élevée dans le muscle squelettique (Joseph et al., 

2013). Cependant, une comparaison entre les souris jeunes et âgées a révélé un indice de fusion 

mitochondriale plus élevé (rapport Mfn2/Drp1) dans le muscle squelettique âgé (Leduc-

Gaudet et al., 2015). Un changement vers la fusion mitochondriale plutôt que la fission a 

également été rapporté dans le muscle squelettique de patients très âgés avec fracture de la 

hanche (Picca et al., 2017). Un modèle murin déficient en Mfn1/2, lié à la fusion dans le muscle 

squelettique, a montré des mutations d'ADNmt plus élevées et une atrophie tissulaire (Correia-

Melo et al., 2017). Néanmoins, une atrophie et une dégénérescence des muscles squelettiques 

ont également été signalées à la suite de l’inactivation génétique de Drp1 liée à la fission 

(Favaro et al., 2019).  

La biogenèse mitochondriale altérée joue également un rôle crucial pour déterminer la 

perte de qualité du muscle squelettique et la sarcopénie. Dans le muscle squelettique, 

l'homéostasie mitochondriale et la phosphorylation oxydative (OXPHOS) sont régulés par 

PGC-1α, qui est stimulé par l'activité contractile et induit le changement du phénotype : fibres 

glycolytiques (rapides) vers fibres oxydatives (lentes) (Akimoto et al., 2005). La réduction 

liée à l'âge de la biogenèse mitochondriale se traduit par une réponse altérée de PGC-1α à 

l'entraînement physique (Derbré et al., 2012). Le rôle potentiel de la biogenèse mitochondriale 

induite par PGC-1α en tant que cible thérapeutique de la sarcopénie est suggéré par plusieurs 

études précliniques, qui ont utilisé des agents tels que la ghréline (Tamaki et al., 2017), la 

trimétazidine (Molinari et al., 2017), l'exerkine (Vinel et al., 2018) et la 5,7-

diméthoxyflavone (C. Kim & Hwang, 2020) pour prévenir la sarcopénie. Par ailleurs, la 

protéine AMPK (Adenosine monophosphate-activated protein kinase)  et la protéine SIRT1 

(Sirtuin 1) peuvent affecter directement l'activité de PGC-1α par le biais de la phosphorylation 

et de la désacétylation, respectivement. Les résultats de modèles transgéniques in vivo 

montrent que l'AMPK, la SIRT1 et PGC-1α agissent comme un réseau orchestré pour 
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contrôler la dépense énergétique cellulaire et améliorer l'aptitude métabolique (Foreman et 

al., 2021). Ces effets positifs sur le métabolisme et la protéostase ouvrent la voie à de futurs 

essais cliniques sur la sarcopénie.  

Les mitochondries dysfonctionnelles sont normalement éliminées par mitophagie. Ce 

phénomène semble moins efficace avec le vieillissement, et tout particulièrement dans le 

muscle squelettique en raison d’altérations du fonctionnement des lysosomes (Foreman et 

al., 2021).  

7.2. Dysfonctions peroxysomales 

L’implication de dysfonctions peroxysomales dans la sarcopénie n’a pas encore été 

étudiée. Le rôle des peroxysomes au niveau des muscles est peu connu. L’altération des 

fonctions peroxysomales peut conduire à des modifications des mitochondries avec des 

altérations de leur ultrastructure, de leur activité et des changements dans l'expression des 

complexes de la chaîne respiratoire, ce qui peut entrainer des dommages cellulaires observés 

dans la sarcopénie (Baumgart et al., 2001). Nous pouvons considérer que le statut peroxysomal 

en influençant la mitochondrie pourrait intervenir dans l’activité musculaire squelettique. En 

effet, chez les patients atteints de peroxysomopathies congénitales (adrénomyéloneuropathies, 

maladie de Refsum), des lésions musculaires squelettiques sont présentes et se caractérisent par 

une intolérance à l'exercice et des myalgies suggérant que les anomalies peroxysomales 

affectent la fonction musculaire (D’amico & Bertini, 2013).  

Dans le métabolisme des acides gras, les peroxysomes sont impliqués dans la synthèse 

des acides biliaires, des plasmalogènes et du DHA (C22:6 n-3) ((Brites et al., 2004) (Savary 

et al., 2012)). Il est important de souligner que le DHA a des effets bénéfiques sur la fonction 

des muscles squelettiques en atténuant l'atrophie musculaire (J. H. Lee et al., 2020), en 

améliorant l’endurance à l’exercice (C.-C. Wang et al., 2020) et la récupération (W. Chen et 

al., 2022) (Ochi & Tsuchiya, 2018). Il faut souligner que le DHA endogène associé aux 

phospholipides en position sn2 est un précurseur de neuroprotectines avec des activités anti-

apoptotiques (Bazan, 2005). 

7.3. Dysfonctions lysosomales 

Les lysosomes sont des organites acides qui contiennent beaucoup d'enzymes 

protéolytiques pour aider à la dégradation de substrats au cours de la phagocytose ou de 

l’autophagie. Généralement considéré comme l'organite ‘digestif’, la littérature a impliqué le 

lysosome comme un composant important dans la surveillance et la réponse aux changements 
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du milieu cellulaire, tels que la disponibilité des nutriments ((Lawrence & Zoncu, 2019) 

(Ballabio & Bonifacino, 2020)).  

Dans les tissus vieillissants, nous observons une augmentation progressive de la 

lipofuscine, communément appelée "pigment de l'âge", qui indique un dysfonctionnement de 

la clairance lysosomale ((Brunk & Terman, 2002) (Terman et al., 2010)). Le muscle 

squelettique n'échappe pas à ce phénomène, puisque des granules de lipofuscine sont visibles 

dans les muscles des rongeurs (O’Leary et al., 2013) et des humains (Hütter et al., 2007). 

L’étude sur le muscle tibialis anterior de rats âgés, a révèle une augmentation des protéines 

lysosomales Lamp2 et Cathepsin D, ce qui pourrait être dû à l'augmentation observée du gène 

clé de la biogenèse lysosomale, TFEB (Transcription Factor EB), et à sa fonction de contrôle 

de la synthèse lysosomale (Carter et al., 2018). D'autres ont fait état de résultats similaires 

dans le muscle extenseur du grand dorsal de la souris (Fernando et al., 2020). Actuellement, 

les recherches sur la fonction lysosomale dans le muscle sont encore peu nombreuses. Les 

perturbations de la fonction lysosomale dans le muscle âgé auraient des implications à grande 

échelle pour l'autophagie et la mitophagie. Cela pourrait expliquer pourquoi les mitochondries 

dysfonctionnelles et les protéines oxydées s'accumulent dans les muscles des animaux et des 

humains âgés. Comme le suggère la "théorie lysosomale du vieillissement", cette capacité 

autophagique et mitophagique émoussée pourrait favoriser l'aggravation des lésions. Dans cette 

optique, il est établi que l'apoptose induite par les mitochondries est accrue dans les muscles 

squelettiques âgés ((A. Dirks & Leeuwenburgh, 2002) (Marzetti & Leeuwenburgh, 2006) 

(Cheema et al., 2015)), mais nous ne savons pas si l'apoptose médiée par les lysosomes est un 

facteur contribuant à déterminer le degré de sarcopénie. 

8. Métabolisme lipidique et sarcopénie 

Les lipides sont un ensemble hétérogène de composés essentiels aux tissus biologiques, 

notamment le muscle squelettique. Ils ont comme propriété commune d'être insoluble dans 

l'eau, mais soluble dans les solvants organiques apolaires (méthanol, hexane, benzène, 

chloroforme) (Folch et al., 1957). Les lipides exercent de multiples rôles biologiques: ce sont 

des constituants importants des membranes biologiques, ils servent d'isolant thermique, 

contribuent à la production des hormones et constitue une forme de réserve énergétique 

importante pour l’organisme. Parmi les lipides, nous distinguons les acides gras, lipides simples 

(glycérides, stérols et stéroïdes, cérides), Lipides complexes (phospholipides, sphingolipides, 

plasmalogènes), et Lipides isopréniques (carbures isopréniques (polymères d’isoprènes: 

terpènes), quinones et vitamines liposolubles).  
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8.1. Métabolisme des acides gras 

8.1.1. Structure des acides gras 

La majorité des lipides sont composés d'acides gras (AG). Les AG sont des acides 

carboxyliques formés par une chaîne aliphatique, un groupement carboxyle terminal (-COOH) 

en position alpha, et d’un groupement méthyle (CH3) en position oméga (Figure 16). Les divers 

AG se distinguent entre eux par la longueur de leur chaîne et la position des éventuelles doubles 

liaisons entre les atomes de carbone.  

La nomenclature des acides gras utilise la représentation suivante : C a:x ∆ (m,n,o) 

Avec : a : le nombre d’atomes de carbone 

x : le nombre de doubles liaisons carbone-carbone dans la chaîne hydrocarbonée 

m, n, o : les positions de doubles liaisons en partant de la fonction COOH 

Les AG sont classés, en deux grands groupes en fonction de la présence ou non des 

doubles liaisons. Nous distinguons les AG saturés (AGS) et les AG insaturés (AGI). Les AGI 

se répartissent en deux sous-groupes : les AG monoinsaturés (AGMI) et les AG polyinsaturés 

(AGPI) (Savary et al., 2012). 

➢ Les acides gras saturés (AGS) 

Ces AGS sont constitués d’une chaîne hydrocarbonée ; ils sont saturés en molécules 

d’hydrogène ce qui confère une forme incurvée à la chaîne. Leur formule générale est : CH3 – 

(CH2) n – COOH.  

➢ Les acides insaturés (AGI) 

Ces AGI ont au moins une double liaison au sein de leur chaîne hydrocarbonée. Selon 

la présence d’une seule double liaison ou plusieurs, nous distinguons :  

 

Figure 16 : Structure des acides gras. 
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• Acides gras monoinsaturés (AGMI) 

La présence d’une double liaison dans les AGMI peut faire apparaître une configuration 

isomérique Cis ou les deux atomes d’hydrogène (H) sont localisés de même côté par rapport à 

la double liaison, ou au contraire de part et d’autre, dans la configuration dite Trans (Figure 

17). 

• Acides gras polyinsaturés (AGPI) 

Les AGPI comportent dans leur chaîne hydrocarbonée deux ou plusieurs doubles 

liaisons. Ces AGPI peuvent aussi être Cis ou Trans. Ils se subdivisent en 3 familles selon la 

position de la première double liaison à partir de l’extrémité méthyle terminale de l’AG : les 

AGPI oméga-3 (n-3), les AGPI oméga-6 (n-6), et les AGPI oméga-9 (n-9).  

8.1.2. Acides gras et sarcopénie 

Les AG, en particulier les AGPI, contribuent à un grand nombre de processus 

biologiques. L’implication des AG dans le processus de vieillissement et dans la pathogenèse 

des maladies liées à l’âge tel que les maladies neurodégénératives, les maladies 

cardiovasculaires, le diabète de type 2 et la sarcopénie a été rapportée par diverses études ((Y.-

H. Huang et al., 2020) (Y. He et al., 2021) (Lemaitre & King, 2022)). En effet, le déficit en 

AGPI n-3 et plus particulièrement en acide alpha-linolénique (ALA, C18:3 n-3), l'acide 

eicosapentaénoïque (EPA, C20:5 n-3) et le DHA (C22:6 n-3), est impliqué dans la sarcopénie 

(Y.-H. Huang et al., 2020). L’étude de Rodacki et al.  a montré que la supplémentation en 

AGPI n-3 augmente le taux de synthèse des protéines musculaires chez les personnes âgées 

(Rodacki et al., 2012). En effet, la supplémentation en huile de poisson entraîne une 

amélioration significative de la force musculaire et de la capacité fonctionnelle des personnes 

âgées, par rapport aux contrôles non supplémentés (Rodacki et al., 2012). Une autre étude a 

Figure 17 : Configuration cis et trans de la double liaison et exemple des deux isomères cis et 

trans de l’acide gras C18:1 n-9 (acide oléique). L’acide oléique existe sous deux isoformes A) 

l'acide élaïdique, isomère trans; B) l'acide oléique, isomère cis. 
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montré que l'ALA diminue les niveaux de cytokines inflammatoires plasmatiques, telles que le 

TNF-α et l’IL-6, ce qui peut encore améliorer la masse et la force musculaires chez les 

personnes âgées (Cornish & Chilibeck, 2009). En tant que facteur modifiable du mode de vie, 

la supplémentation en AGPI n-3 est une cible potentielle pour prévenir la sarcopénie chez les 

personnes âgées (S. R. Gray & Mittendorfer, 2018). 

Les altérations du métabolisme lipidiques pourraient contribuer à un déséquilibre 

RedOx. En effet, une forte consommation d’AG Trans industriel et/ou naturel provoque un 

stress oxydant. L’étude de Smit et al. a montré une augmentation de 20 % du taux d'isoprostane 

(8-iso-PGF2α) dans l'urine des sujets sains après trois semaines d'une alimentation riche en AG 

Trans industriels par rapport au régime pauvre en AG Trans (Smit et al., 2011). En outre, le 

phénomène inverse et l'impact des événements oxydatifs sur la production d’AG Trans reste à 

déterminer. L’étude de Zambonin et al. a suggéré que les radicaux libres, formés dans des 

conditions stressantes, induisent la formation d’AG Trans in vivo via l'isomérisation cis-trans 

de leur précurseur cis (Zambonin et al., 2006). In vivo, le stress radicalaire couplé à des 

systèmes des défenses affaiblis peut modifier la forme moléculaire des résidus des AGPI. Le 

rôle des ERO et des radicaux NO2 en tant que médiateurs importants dans l'isomérisation des 

lipides a été mis en évidence (Zghibeh et al., 2004). En fait, les AGPI et les phospholipides 

dans les membranes cellulaires peuvent être modifiés chimiquement dans des conditions 

oxydatives. Ainsi, Zghibeh et al. ont démontré que certains isomères de l'acide trans-

arachidonique peuvent provenir de l'isomérisation de l'acide arachidonique médiée par le NO2, 

chez l'Homme (Zghibeh et al., 2004). Au total, ce processus est également envisagé comme un 

facteur clé dans le développement de la  sarcopénie, car le stress oxydant est largement décrit 

comme un inducteur de plusieurs troubles observés au cours de vieillissement  (Zarrouk et al., 

2015). 

8.2. Métabolisme du cholestérol  

Le cholestérol (Cholest-5-en-3beta-ol ; C27H46O ; masse molaire : 386,65 g/mole ; 

PubChem CID 5997) est l'un des principaux constituants des membranes plasmiques. Il a été 

découvert par le français Michel Eugène Chevreul en 1815 (Massaad et al., 2017). Il est 

impliqué dans les processus physiologiques de signalisation, de prolifération etde mort 

cellulaire. Il est formé d’un noyau tétracyclique stérol, comprenant trois cycles de type 

cyclohexane (A, B, C) et un cycle de type cyclopentane (D), d’une chaine iso-octyl flexible en 

position 17, et d’une fonction alcool en position 3. Le cholestérol est une molécule hydrophobe, 
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à l’exception de son groupement hydroxyle sur le carbone 3, qui constitue la tête polaire et donc 

la partie hydrophile de la molécule, ce qui lui donne son caractère amphiphile (Figure 18).  

  

Le cholestérol est un régulateur majeur de la fluidité des bicouches phospholipidiques. 

La tête hydroxyle polaire du cholestérol se positionne à peu près en parallèle des 

phospholipides, formant un ensemble serré avec les chaînes d’AGS des sphingolipides et des 

glycérophospholipides ; sa chaîne latérale hydrophobe pointe vers la partie interne de la 

bicouche lipidique ; et son groupement hydroxyle se situe à l’interface membrane-eau avec les 

têtes polaires des phospholipides. Ces caractéristiques structurelles lui permettent de rigidifier 

la membrane plasmique et de diminuer sa fluidité (S.-T. Yang et al., 2016) (Figure 19).  

 

En raison de la distribution corporelle élevée du cholestérol et de sa structure, cette 

molécule peut être oxydée, pour former des oxystérols. En effet, l'oxydation du cholestérol 

modifie sa polarité ; la présence d'un groupement oxygéné en plus de l’hydroxyle présent sur 

le carbone 3 en position β, permet aux oxystérols de s’insérer dans la bicouche phospholipidique 

de la membrane plasmique (Olkkonen & Hynynen, 2009). Cette orientation des oxystérols 

Figure 18 : Structure du cholestérol. 

Figure 19 : Disposition du cholestérol et des oxystérols dans la bicouche phospholipidique 

(Dias et al., 2019). 
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contribue à la formation de membranes plasmiques plus rigides et donc moins fluides ((Kulig 

et al., 2016) (Dias et al., 2019)). 

8.3. Dérivés oxydés du cholestérol : les oxystérols  

8.3.1. Origine et structure des oxystérols  

Les oxystérols sont des molécules de 27 atomes de carbones qui, comme le cholestérol, 

sont composées d’un noyau stérane et d’une chaîne latérale (Nury, Yammine, et al., 2021). 

Ces composés sont différenciés par leur site d’oxydation. Certains sont oxydés au niveau de la 

structure stérane (cycle B) du cholestérol, tels que ceux oxydés au niveau de la position C7 du 

cholestérol menant à la formation du 7α-hydroxycholestérol (7α-OHC) ou du 7β-

hydroxycholestérol (7β-OHC) ou encore du 7-cétocholestérol (7KC); d’autres sont oxydés sur 

la chaîne latérale tels que le 24S-hydroxycholestérol (24S-OHC), le 25-hydroxycholestérol (25-

OHC) et le 27-hydroxycholestérol (27-OHC) pour les plus connus.  

Les oxystérols peuvent s'accumuler au niveau des membranes plasmiques et/ou à 

l’intérieur des cellules (Mutemberezi, Guillemot-Legris, et al., 2016). À l'état physiologique 

normal, ces dérivés oxydés du cholestérol sont présents en très faible quantité (de l’ordre du 

nanomolaire dans le plasma ; 5-10 nM) et ils sont impliqués dans divers processus biologiques 

(métabolisme des lipides, réponse immunitaire, activité anti-virale, prolifération et 

différenciation cellulaire). Néanmoins, à fortes concentrations (de l’ordre du micromolaire 

identifiées dans le plasma de patients avec des maladies cardiovasculaires ou atteints de 

peroxysomopathies sévères), ces composés deviennent toxiques (induction de stress oxydant et 

d’inflammation, activation de la mort cellulaire) et pourraient ainsi être impliqués dans de 

nombreuses maladies liées à l’âge : maladies neurodégénératives (Alzheimer), dégénérescence 

maculaire liée à l’âge, cataracte, ostéoporose, diabète de type 2 et certains cancers (cancer de 

la prostate) ((Vejux & Lizard, 2009) (Zarrouk et al., 2014)).  

Les oxystérols, présents in vivo, peuvent être synthétisées par voie endogène, soit à la 

suite de l’auto-oxydation du cholestérol par des attaques radicalaires (voie non-enzymatique), 

soit par oxydation enzymatique (voie enzymatique), soit par les deux voies. Les oxystérols 

peuvent résulter d’un apport exogène avec des aliments riches en cholestérols. Généralement, 

les oxystérols oxydés sur le noyau stérane sont formés par voie non-enzymatique tandis que 

ceux oxydés sur la chaîne latérale sont issus de voies enzymatiques (Mutemberezi, Guillemot-

Legris, et al., 2016).  
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8.3.1.1. Source exogène liée à l’alimentation  

Les oxystérols sont souvent présents en grande quantité dans les produits alimentaires 

industriels riches en cholestérol tels que le beurre, la crème, le lait, les œufs, la charcuterie, les 

viennoiseries et le chocolat ((Clariana & García-Regueiro, 2011) (Risso et al., 2021) (Risso 

et al., 2022)). Lors des processus industriels, la hausse de température par chauffage et 

l'exposition à l'air, ainsi que le stockage prolongé de ces aliment favorisent l'oxydation du 

cholestérol (Sabolová et al., 2017). Il est important de souligner que plusieurs oxystérols ont 

été identifiés en grande quantité dans les aliments pour les bébés et pour les enfants ((Sander 

et al., 1989) (Kilvington et al., 2021)). Certaines données confirment les conséquences graves 

des oxystérols sur le développement intellectuel et physique des enfants (Kilvington et al., 

2021) et suggèrent qu'ils pourraient favoriser le syndrome métabolique et l'obésité ((Guillemot-

Legris et al., 2016) (Mutemberezi, Masquelier, et al., 2016)), ainsi que les maladies 

inflammatoires de l'intestin (Guina et al., 2015). Par conséquent, dans l'industrie alimentaire, 

il semble important de prendre des mesures appropriées pour contrôler et limiter les niveaux 

d'oxystérols dans les aliments. Dans un premier temps, le profil des oxystérols (réalisé par 

chromatographie liquide à haute performance couplée à la spectrométrie de masse ou par 

chromatographie gazeuse couplée à la spectrométrie de masse) pourrait être mis en œuvre 

comme une garantie de qualité, de sécurité et de valeur nutritionnelle lors de la sélection des 

ingrédients, mais aussi pendant la transformation et le stockage ((van de Bovenkamp et al., 

1988) (Razzazi-Fazeli et al., 2000) (Gorassini et al., 2017)). Par ailleurs, les oxystérols 

présents dans le tube digestif peuvent également provenir d'aliments riches en cholestérol et 

être la conséquence de la digestion dans l'estomac. En effet, le pH acide de ce dernier, la 

présence de fer libre et de protéines hémiques, comme la myoglobine apportée par les viandes 

rouges, en font un milieu très pro-oxydant qui peut favoriser l'oxydation du cholestérol 

((Kanner & Lapidot, 2001) (Lapidot et al., 2005)). 

8.3.1.2. Source endogène  

➢ Voie non-enzymatique  

Cette voie, nommée également auto-oxydation, peut s’effectuer dans les membranes 

cellulaires ou encore dans les lipoprotéines (LDL ; Low Density Lipoprotein) (Iuliano, 2011). 

Ces dernières transportent le cholestérol libre et estérifié, circulant dans le sang, depuis le foie 

vers les tissus périphériques. L’auto-oxydation du cholestérol a lieu sur les carbones des cycles 

A et B du noyau stérane, en particuliers les carbones 4, 5, 6, et 7, qui sont les plus vulnérables 
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aux attaques radicalaires, la probabilité étant la plus importante au niveau du carbone (C7). 

Nous distinguons deux types d’auto-oxydation, celle de type I et celle de type II.  

- L'auto-oxydation de type I est induite par les ERO (O2
•-, HO•), les ERN (NO, ONOO- 

(peroxynitrite)), la réaction de Fenton (H2O2 + Men+ → HO• + HO•- + Me(n+1)+ ; où Me est 

un métal de transition comme par exemple le cuivre, le fer ou l'aluminium) ou la réaction 

de Haber-Weiss (O2
•- + H2O2 → HO• + HO•-+ O2). Le site privilégié de cette oxydation se 

situe au niveau C7 où la liaison carbone-hydrogène est faible (Iuliano, 2011). Cette 

oxydation forme principalement le 7 α/β-hydroperoxycholestérol (7-OOHC) qui va former 

à son tour le 7KC, le 7β-OHC et le 7α-OHC. Le 7KC et le 7β-OHC peuvent être 

interconvertis ; la 11β-hydroxysteroide dehydrogenase de type 1 (11β-HSD1), est une 

enzyme qui catalyse la conversion réversible de la cortisone en cortisol et du 7KC en 7β-

OH, alors que la 11β-hydroxysteroide dehydrogenase de type 2 (11β-HSD2) convertit le 

7β-OH en 7KC (Figure 20) ((Larsson et al., 2007) (Anderson et al., 2020) (Vejux et al., 

2020) (Nury et al, 2021) (Ghzaiel, Sassi, et al., 2021)). Les hydroperoxycholestérols C4, 

C5 et C6 sont également produits par une auto-oxydation de type I et donnent 

respectivement du 4α-hydroxycholestérol (4α-OHC), du 5α- ou 5β-hydroxycholestanol (5α-

OHC ou 5β-OHC) et du 6α- ou 6β-hydroxycholestanol (6α-OHC ou 6β-OHC) (Zerbinati 

& Iuliano, 2017). 

- L’auto-oxydation de type II est induite par l'ozone (O3), l'acide hypochloreux (HOCl) et les 

singulets d’oxygéne (1ΔgO2) (Iuliano, 2011). Les époxydes de cholestérol (5α,6α-

epoxycholestérol, 5β,6β-epoxycholestérol) peuvent être formés soit par une auto-oxydation 

de type I et/ou une auto-oxydation de type II, et peuvent donner spontanément du cholestane 

3β, 5α,6β-triol (cholestane-triol) en milieu acide qui peut également être formé 

enzymatiquement à partir du 5α,6α-époxycholestérol par la cholestérol époxyde hydrolase 

(Ch-EH) ((Iuliano, 2011) (Zerbinati & Iuliano, 2017)). 
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➢ Voie enzymatique 

L’oxydation enzymatique induit l’addition d’un groupe hydroxyle à la chaine latérale 

du cholestérol pour former par exemple le 24-, 25- ou 27- hydroxycholestérol par des enzymes 

à cytochrome P450 pour le 24- et 27-hydroxycholesterol ((Russell, 2000) (Mutemberezi, 

Guillemot-Legris, et al., 2016)). En revanche pour le  25-hydroxycholestérol, qui peut être 

aussi formé par auto-oxydation, celui-ci est produit enzymatiquement par la cholestérol 25-

Figure 20 : Voie de synthèse du 7KC et du 7β-OHC  (Nury, Yammine, et al., 2021). 
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hydroxylase (CH25H), une enzyme contenant du fer non hémique localisée dans le RE et le 

Golgi, et qui est exprimée dans de nombreux tissus (Lund et al., 1998). Le 24- et le 27-

hydroxycholestérol sont des produits des cytochromes P450s cholestérol 24-hydroxylase 

(CYP46A1) et stérol 27-hydroxylase (CYP27A1), respectivement. CYP46A1 est fortement 

exprimé dans les neurones du système nerveux central  et se localise dans le RE, tandis que 

CYP27A1 qui est ubiquitaire est principalement exprimé dans le foie et les macrophages en 

étant localisé au niveau des mitochondries (Mutemberezi, Guillemot-Legris, et al., 2016). 

8.3.2. Oxystérols et maladies liées à l'âge 

Les oxystérols assurent plusieurs fonctions physiologiques importantes au niveau de la 

régulation de la différenciation et de la réponse immune, dans le contrôle de l’équilibre RedOx 

et de la mort cellulaire ((Zarrouk et al., 2014) (de Freitas et al., 2021)) et sont impliqués dans 

de nombreuses maladies. Ainsi, ils participent à la constitution des membranes sous leur forme 

estérifiée. Leur aspect hydrophile, comparé au cholestérol, leur permet de circuler et de 

traverser facilement les membranes lipophiles, ce qui leur permet de jouer un rôle important 

dans la régulation de l’homéostasie du cholestérol. Ils participent ainsi au rétrocontrôle de la 

synthèse de cholestérol pour limiter son accumulation (Meaney et al., 2002). Par ailleurs, ils 

permettent le contrôle des gènes impliqués dans la régulation et l’homéostasie du cholestérol 

via l'interaction avec des récepteurs nucléaires particuliers, les récepteurs LXR (Liver X 

receptor) et ROR (Retinoic acid receptor-related orphan receptor) ((Javitt, 2008) (Ma & 

Nelson, 2019) (Nixon & Andrew, 2021)). Le cholestérol et les oxystérols sont aussi essentiels 

pour la biosynthèse des hormones stéroïdiennes et la synthèse des acides biliaires (Griffiths et 

al., 2017). 

Les oxystérols, tout comme le cholestérol, peuvent s’accumuler au niveau des 

membranes cellulaires, conduisant à des changements de la fluidité membranaire, de la 

perméabilité membranaire, et de l’activité de protéines transmembranaires telles que des 

enzymes du type tyrosine kinase et Na/K ATPase (Bezine et al., 2018). De plus, ils peuvent 

s’accumuler dans  les radeaux lipidiques ce qui pourrait induire des changements biophysiques 

et biochimiques néfastes au niveau de la signalisation cellulaire ((Olkkonen & Hynynen, 

2009) (Zakyrjanova et al., 2021)).  

En raison de leur capacité à perturber les activités physiologiques normales, il est bien 

admis que les oxystérols contribueraient à l'apparition et au développement de maladies liées à 

l’âge ainsi que de maladies de civilisation (de Medina et al., 2022). Les oxystérols les plus 
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couramment générés par auto-oxydation (7KC ; 7β-OHC) sont les plus nuisibles pour la 

viabilité cellulaire ((Zarrouk et al., 2014) (Vejux et al., 2020) (Nury, Yammine, et al., 

2021)). 

Le 7KC et le 7β-OHC sont fortement augmentés dans la paroi vasculaire, la rétine et le 

cortex de patients atteints de maladies cardiovasculaires, de dégénérescence maculaire liée à 

l’âge, de maladie d'Alzheimer et de maladie de Parkinson (Zarrouk et al., 2014), mais aussi 

dans le plasma de patients avec des formes sévères d’adrénoleucodystrophie liée à l'X (X-ALD) 

associée à un important stress oxydant ((Deon et al., 2016) (Nury et al., 2017)). Par ailleurs, 

des augmentations plasmatiques de 7β-OHC et 7KC ont été observées chez les patients 

sarcopéniques âgées de 65 ans et plus (Ghzaiel, Zarrouk, et al., 2021). 

Actuellement, il est bien établi que ces oxystérols, qui déclenchent un stress oxydant et 

une inflammation conduisant à de nombreux dommages cellulaires, jouent des rôles clé dans la 

physiopathologie et dans l'issue des maladies liées à l'âge (Samadi et al., 2021). De nombreuses 

recherches soutiennent également que le 7KC ainsi que le 7β-OHC peuvent contribuer au 

vieillissement (de Medina et al., 2022) ainsi qu'aux maladies de civilisation telles que le 

diabète de type 2 ((Endo et al., 2008) (Samadi et al., 2019)), les maladies intestinales (Poli et 

al., 2013), le syndrome métabolique et l'obésité (Murdolo et al., 2016) résultant des habitudes 

de vie (alimentation, activité physique), de la pollution environnementale (perturbateurs 

endocriniens et obésogènes) et de la pollution neuro-émotionnelle (stress chronique).  

Le 7KC et le 7β-OHC qui sont de puissants inducteurs du stress oxydant activent 

également l’inflammation et déclenchent aussi des dysfonctionnements des organites 

(mitochondrie, peroxysome, lysosome, réticulum endoplasmique), conduisant à la mort 

cellulaire (Nury, Yammine, et al., 2021) (Ghzaiel, Zarrouk, et al., 2021). De nombreuses 

études ont montré que le 7KC et le 7β-OHC activent la mort cellulaire sur différents types de 

cellules (cultures primaires, lignées cellulaires) de différentes espèces dans une gamme de 

concentration de 25 à 50 μM après 24 à 48 h de culture. La mort cellulaire induite par ces 

oxystérols peut être un mode de mort cellulaire par apoptose (mort cellulaire dépendante des 

caspases) ou un processus de mort cellulaire indépendant des caspases.  

L'apoptose induite par le 7KC ou le 7β-OHC a été décrite sur des cellules de la paroi 

vasculaire, des monocytes/macrophages et des cellules nerveuses (neurones, cellules gliales 

(oligodendrocytes) et cellules microgliales). Sur les cellules monocytaires humaine THP-1, la 

mort cellulaire induite par le 7KC est associée à une augmentation soutenue du Ca2+ qui 
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déclenche la voie mitochondriale de l'apoptose (Berthier et al., 2004). Une mort cellulaire non-

apoptotique, sans activation des caspases, a été décrite sur des fibroblastes humains, des cellules 

tumorales mammaires MCF-7 déficientes en caspase-3, des cellules de glioblastome de rat C6 

(Vejux et al., 2020) et, dans certains cas, sur ARPE-19, une lignée humaine différenciée de 

cellules épithéliales pigmentaires de la rétine (Dugas et al., 2010). Une mort cellulaire 

indépendante des caspases est également observée sur des myoblastes murins C2C12 (Ghzaiel, 

Zarrouk, et al., 2021). Dans tous les cas, qu'il s'agisse d'un mode de mort cellulaire apoptotique 

ou d'un processus de mort cellulaire indépendant des caspases, d'importantes altérations 

mitochondriales et peroxysomales ont été constatées. Ainsi, des modifications topographiques 

et morphologiques des mitochondries ont été observées ; ces modifications ont été associées à 

une chute du potentiel mitochondrial transmembranaire (ΔΨm). Sur des cellules musculaires 

lisses d'aorte de rat A7r5, il a été montré que la chute du ΔΨm induite par le 7KC précède 

l'activation de l'apoptose associée à une perte d'adhésion cellulaire (Zahm et al., 2003). De 

plus, sous traitement par le 7KC ou par le 7β-OHC, le cycle de Krebs ainsi que la 

phosphorylation oxydative sont fortement altérés conduisant à une baisse de la glycolyse et à 

une diminution de la production d'ATP ((Leoni et al., 2017) (Ghzaiel, Zarrouk, et al., 2021)). 

Une surproduction d'ERO, notamment d' O2
•-, est également observée au niveau des 

mitochondries (Nury, Yammine, et al., 2021). Comme les mitochondries, le peroxysome, qui 

est fonctionnellement connecté aux mitochondries et vice versa (Fransen et al., 2017), est 

également sujet à d'importantes modifications topographiques, morphologiques et 

fonctionnelles. De plus, une réduction de la masse peroxysomale est toujours observée ainsi 

qu'une diminution de la β-oxydation peroxysomale qui se traduit par une accumulation 

cytoplasmique d'acides gras à très longue chaîne (C ≥ 22) connus pour leurs activités 

cytotoxiques et pro-oxydantes (Zarrouk et al., 2012). Cette altération du peroxysome, en 

particulier la diminution des niveaux des protéines peroxysomales ABCD1et ACOX1 pourrait 

contribuer au stress oxydant induit par le 7KC et le 7β-OH (Trompier et al., 2014). En effet, 

sur les myoblastes C2C12, il a été montré que la diminution de l'expression des enzymes 

peroxysomales ACOX1 et MFP2, déclenchait une accumulation des acides gras à très longue 

chaîne (C ≥ 22)  et une forte surproduction d’ERO (Ghzaiel et al., 2022).  

Ainsi, quel que soit le type de mort cellulaire induite par le 7KC ou 7β-OHC (mort 

dépendante ou indépendante des caspases), les dysfonctionnements mitochondriaux et 

peroxysomaux pourraient favoriser le stress oxydant. De plus, parmi les événements associés à 

la mort cellulaire induits par le 7KC et le 7β-OHC, une activation de  l’autophagie est aussi 
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observée. Avec le 7KC et le 7β-OHC, l’autophagie est observée dans la mort cellulaire 

dépendante des caspases (apoptose) mais aussi dans la mort cellulaire indépendante des 

caspases. Lorsque l'autophagie est associée au stress oxydant et à l'apoptose, le terme 

oxiapoptophagie (OXIdation + APOPTOsis + autoPHAGIE) est utilisé pour définir la mort 

cellulaire induite par les oxystérols (Nury, Zarrouk, et al., 2021). Dans le cas de 

l'oxiapoptophagie, l'autophagie observée (mitophagie, pexophagie et/ou réticulophagie) 

correspond à une autophagie de survie. En effet, lorsque le 7KC et le 7β-OHC sont associés à 

la 3-méthyl adénine (un inhibiteur d'autophagie) la mort cellulaire augmente, alors que 

lorsqu'ils sont associés à la rapamycine (un activateur d’'autophagie), la mort cellulaire diminue 

(Yammine, Zarrouk, et al., 2020). Le 7KC et le 7β-OHC ont également des activités pro-

inflammatoires en interagissant avec le récepteur TLR4 (Toll-like receptor 4) ((Erridge et al., 

2007) (J.-D. Huang et al., 2014) ). Le 7KC et le 7β-OHC  favorisent alors la production de 

cytokines et de leucotriènes (Prunet et al., 2006), diminuent le taux de molécules d'adhésion 

(Shimozawa et al., 2004), et favorisent la transition du phénotype M1 anti-inflammatoire au 

phénotype M2 pro-inflammatoire sur les macrophages (Buttari et al., 2013).  

9. Prévention de la sarcopénie : approche nutritionnelle 

La santé musculaire fait partie intégrante du vieillissement. Il est important de trouver 

une stratégie efficace pour prévenir ou retarder la sarcopénie où le vieillissement musculaire 

est exacerbé, et ainsi améliorer la qualité de la vie des personnes âgées. La restriction calorique, 

le régime Méditerranéen, et le régime d’Okinawa ont montré des effets positifs sur la santé, la 

longévité et le bien-être des personnes âgées.  

9.1. Restriction calorique 

La restriction calorique (RC) est définie comme une alimentation réduite en calories, 

sans malnutrition et sous nutrition. La RC est l'une des interventions les plus efficaces pour 

retarder l'apparition et la progression de maladies liées à l'âge (Redman & Ravussin, 2011) et 

prolonger la durée de vie (Fontana et al., 2010). La RC est étroitement impliquée dans la 

régulation de l'état d'oxydoréduction cellulaire et systémique et dans la modulation de 

l'expression des gènes liés au renouvellement des macromolécules et des organites, au 

métabolisme énergétique, à la mort et à la survie des cellules ((A. J. Dirks & Leeuwenburgh, 

2004)  (López-Lluch et al., 2006)). La RC atténue l'induction de gènes inflammatoires (Chung 

et al., 2006) qui peuvent être associés au stress oxydant interne et extracellulaire. La RC réduit 

également la signalisation inflammatoire et le stress oxydant dans les muscles squelettiques 
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vieillissants ((Fontana et al., 2004) (Dalle et al., 2017) (W.-Q. Xie et al., 2020)). Parmi les 

propriétés antivieillissement bien connues de la RC, des preuves solides indiquent qu’elle 

protège contre la perte musculaire liée à l'âge. En effet, plusieurs études ont montré de manière 

cohérente que la RC atténue de manière significative les taux de déclin fonctionnel et de perte 

du nombre de fibres musculaires qui surviennent avec l'âge ((Payne et al., 2003) (Phillips & 

Leeuwenburgh, 2005)). Ces effets protecteurs découlent probablement de la capacité de la RC 

à réduire l'incidence des anomalies mitochondriales, à atténuer le stress oxydant et à contrer 

l'augmentation liée à l'âge de la signalisation pro-apoptotique dans le muscle squelettique 

(Marzetti et al., 2008). Il a été rapporté que la RC réduit significativement la fuite d’électrons 

mitochondriaux qui favorisent la génération d’ERO dans le muscle squelettique (Bevilacqua 

et al., 2004) et augmente l'expression des gènes antioxydants (Lambert & Merry, 2004).  

9.2. Régime Méditerranéen et régime d’Okinawa 

Les habitudes alimentaires à base de plantes peuvent contribuer à un vieillissement en 

bonne santé. Les deux régimes alimentaires les plus étroitement liés à la longévité, le régime 

Méditerranéen et le régime japonais d'Okinawa, sont tous deux caractérisés par une abondance 

d'aliments à base de plantes et des quantités faibles à modérées de viande.  

9.2.1.1. Régime Méditerranéen 

Le régime Méditerranéen est principalement basé sur les aliments et les boissons 

traditionnels, souvent faits maison, caractéristiques des pays qui entourent la mer Méditerranée. 

Au cours des dernières décennies, le régime Méditerranéen a montré un rôle protecteur contre 

les facteurs de risque des maladies liées à l'âge. Il a été promu dans le monde entier comme le 

modèle alimentaire le plus sain, caractérisé par une consommation élevée de céréales non 

raffinées, de fruits, de légumes, et d'huile d'olive, une consommation modérée de produits 

laitiers et d'alcool, ainsi qu'une faible consommation de viande (Bach-Faig et al., 2011). Il a 

été démontré que ces habitudes alimentaires exercent des propriétés protectrices grâce à la 

teneur élevée en AGMI et en polyphénols provenant des huiles Méditerranéennes, en AGPI 

contenus dans les poissons et en différents antioxydants contenus dans les fruits, les légumes et 

le vin rouge ((Bach-Faig et al., 2011) (Grosso et al., 2017)), substances toutes directement 

liées à une réduction du risque d'apparition de maladies chroniques (Schwingshackl & 

Hoffmann, 2014) et favorisant un vieillissement sain (Bonaccio et al., 2018). Une méta-

analyse a confirmé une incidence plus faible de la fragilité et de l'incapacité fonctionnelle chez 

les personnes âgées caractérisées par une adhésion élevée au régime Méditerranéen (Silva et 
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al., 2018). En effet, les micronutriments ingérés grâce à l'adhésion au régime Méditerranéen, 

tels que les vitamines C et E ou les caroténoïdes, grâce à leurs propriétés anti-inflammatoires 

et antioxydantes, garantissent la préservation des fonctions des muscles squelettiques (Granic 

et al., 2019). Récemment, une étude systématique a été menée sur le rôle protecteur du régime 

Méditerranéen en matière d'incapacité fonctionnelle chez les personnes âgées (Granic et al., 

2019). Cette étude montre que le régime Méditerranéen exerce des effets myoprotecteurs par le 

biais de différents mécanismes d'action découlant de multiples composants alimentaires. Il est 

donc raisonnable de penser qu'une plus grande adhésion au régime Méditerranéen contribuerait 

à prévenir la réduction de la masse musculaire, avec un rôle direct dans le métabolisme 

musculaire grâce aux nutriments et micronutriments présents dans les aliments du régime 

méditerranéen ((Welch et al., 2013) (Welch, 2014) (Guasch-Ferré et al., 2017) (Granic et 

al., 2019)). D’autres recherches ont montré que les régimes alcalins (riches en légumes (y 

compris les fines herbes) et en fruits (frais et secs)) ont des effets positifs sur la masse 

musculaire maigre chez les personnes âgées en bonne santé ((Dawson-Hughes et al., 2008) 

(Welch et al., 2013) (Welch, 2014)). Par conséquent, un meilleur équilibre de la charge acido-

basique du régime Méditerranéen (Chauveau et al., 2018) et une réduction potentielle de 

l'acidose métabolique induite par le régime pourraient être un autre élément bénéfique de 

régime Méditerranéen sur le mécanisme "myoprotecteur" impliqué dans le vieillissement 

musculaire et la sarcopénie. 

Il est bien connu que les plantes Méditerranéennes sont une source précieuse 

d'antioxydants naturels, jouant un rôle crucial dans l'amélioration de la santé humaine 

(Vergallo, 2020) et dans la prévention de l'atrophie musculaire (Kang et al., 2020). Dans ce 

cadre, nous nous sommes intéressées à l’études de deux plantes, largement utilisées dans la 

médecine traditionnelle : le lentisque et le chardon-marie.  

➢ Le lentisque (Pistacia lentiscus L.), est l'un des arbustes aromatiques de la famille des 

Anacardiacées précieux et importants dans le bassin Méditerranéen. L’utilisation de 

lentisque en médecine traditionnelle s'est accrue au fil du temps et il est utilisé comme 

agent thérapeutique dans le traitement de la gale, des rhumatismes, des diarrhées et des 

brûlures mineures ((Daoued et al., 2015) (Khedir et al., 2017)). Des extraits de 

différentes parties de cette plante présentent diverses activités, telles que des effets 

antioxydants, anti-inflammatoires, anti-prolifératifs et neuroprotecteurs ((Mezni et al., 

2016) (Saidi et al., 2017) (Ammari et al., 2018) (Milia et al., 2021)). Les graines de 

lentisque donnent une huile comestible (PLSO : Pistacia lentiscus L seed oil) à haute 
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valeur nutritionnelle en raison de sa richesse en acides gras insaturés, tels que l'acide 

oléique (C18:1 n−9) et l'acide linoléique (C18:2 n−6) (Trabelsi et al., 2012). La PLSO 

a également une teneur en caroténoïdes et en polyphénols totaux comparable à celle de 

l'huile d'olive ((Gimeno et al., 2002) (Matos et al., 2007)), et il a été démontré qu'elle 

a des effets antioxydants et protecteurs contre diverses maladies associées au stress 

oxydant ((Debbabi et al., 2017) (Yammine, Nury, et al., 2020)). 

➢ Le chardon-marie (Silybum marianum), une plante de la famille des Astéracées, est 

largement connue en phytothérapie surtout dans le traitement des troubles hépatiques 

(Abenavoli et al., 2010). Les graines de chardon-marie (MTSO : milk thistle seed oil) 

donnent une huile qui peut être exploitée en alimentation. La MTSO contient plusieurs 

composants bioactifs, notamment les tocophérols en quantité élevée qui peuvent 

expliquer une partie de son effet thérapeutique. Elle contient aussi un mélange de 

flavonolignanes appelé silymarine, dont la silibinine est le principal constituant 

actif  (Bijak, 2017). La silibine a une activité antioxydante et anti-proliférative sur 

plusieurs lignées cancéreuses (Singh et al., 2002). 

9.2.1.2. Régime d’Okinawa 

Le régime d’Okinawa est un modèle d’alimentation traditionnel des habitants de l’île 

japonaise d’Okinawa. Cette île appartient au club très sélectif des cinq « zones bleues » du 

monde, connues pour leur longévité exceptionnelle (Buettner & Skemp, 2016). Le régime 

d’Okinawa, comme le régime Méditerranéen, est riche en légumes et pauvre en graisses et en 

produits laitiers. Plus précisément, le régime d’Okinawa contient une grande quantité de 

légumes et de fruits, en particulier de patates douces, de légumes à feuilles vertes ou à racines 

jaunes, de soja et de légumineuses, de petites portions de poisson, de nouilles et de viande 

maigre. Il est également assaisonné d'herbes, d'épices et d'huile de cuisson, et contient très peu 

de desserts et de sucreries (Willcox et al., 2014). Les caractéristiques spécifiques du régime 

d’Okinawa sont les suivantes : faible teneur en calories, forte teneur en fibres provenant des 

légumes et des légumineuses, consommation modérée de poisson, faible consommation de 

viande et de produits laitiers, faible consommation de graisses malsaines (faible teneur en AGS, 

forte teneur en AGMI et AGPI), consommation de glucide à faible indice glycémique (IG), qui 

contribuent à une augmentation plus lente du glucose plasmatique par rapport à l'ingestion de 

glucose, et consommation modérée d'alcool. Les avantages du régime d’Okinawa en matière 

de longévité peuvent provenir de la consommation de quantité élevée de fibres alimentaires, de 

glucides à faible IG, de niveaux élevés d'antioxydants (vitamines A et C), de potassium, de fer, 
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de calcium, de peu de sodium et de faibles quantités de graisses et de cholestérol 

(Wichansawakun & Buttar, 2019). Ces propriétés nutritionnelles du régime d’Okinawa 

semblent diminuent le risque de maladies chroniques, de cancers et de maladies 

cardiovasculaires (Willcox et al., 2009). 

10. Traitements de la sarcopénie 

La prise en charge de la sarcopénie doit être basée sur une compréhension de la 

physiopathologie et sur l'inclusion d'approches non-pharmacologiques et pharmacologiques.  

Les approches non pharmacologiques de la gestion de la sarcopénie comprennent 

l'exercice régulier et la consommation d'aliments riches en protéines, en vitamine D, et en 

antioxydants (Robinson et al., 2018). La pratique d’une activité physique régulière renforce et 

améliore la masse, la force musculaire ainsi que la performance physique (Suetta et al., 2008). 

De plus, l’activité physique est l'approche la plus efficace et la plus abordable pour prévenir la 

progression de la sarcopénie et améliore de multiples aspects de la santé globale (McKendry 

et al., 2020). Notamment, au moins 3 mois ou plus d’exercices peuvent être nécessaires pour 

obtenir une amélioration significative des paramètres cliniques pertinents (McKendry et al., 

2020). La supplémentation en protéines enrichies en leucine ou en protéines de lactosérum est 

efficace pour augmenter la masse musculaire et, dans une moindre mesure, la fonction 

musculaire ((Gryson et al., 2014) (Martínez-Arnau et al., 2020)). Alors que la 

supplémentation en vitamine D augmente la force musculaire mais n'a aucun effet sur la masse 

musculaire (Gryson et al., 2014), une combinaison de protéines et de vitamine D associée à la 

montée d’escaliers (ou à d’autres activités physiques quotidiennes) peut améliorer la fonction 

musculaire en développant aussi la masse musculaire ((Bauer et al., 2015) (Yoo et al., 2021)). 

Actuellement, aucun médicament spécifique n'a été approuvé par la Food and Drug 

Administration pour le traitement de la sarcopénie. Plusieurs agents, dont l'hormone de 

croissance, les stéroïdes anabolisants (androgènes), les modulateurs sélectifs des récepteurs 

androgènes, les stimulants de l'appétit, les inhibiteurs de la myostatine, les médicaments 

activateurs des récepteurs de l'activine II, les β-bloquants, les inhibiteurs de l'enzyme de 

conversion de l'angiotensine (ECA) et les activateurs de la troponine, sont recommandés. 

Cependant, ces traitements ont une efficacité variable.  

L'hormone de croissance augmente la synthèse des protéines musculaires et la masse 

musculaire mais n'améliore pas la force ou la fonction musculaire (Sakuma & Yamaguchi, 

2012). Les effets de la supplémentation en stéroïdes anabolisants diffèrent selon le sexe, avec 
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une augmentation du poids et de la masse maigre chez les hommes et une augmentation du 

poids, largement due à une augmentation de la masse grasse, chez les femmes (Meriggioli & 

Roubenoff, 2015). Chez les hommes comme chez les femmes, la supplémentation en 

testostérone augmente la force musculaire (Morley, 2011). Notamment, l'effet de la 

testostérone sur la masse musculaire était plus important chez les hommes ayant un faible taux 

sérique de testostérone (Snyder et al., 2018). Les suppléments à base de plantes tels que la 

curcumine, les alcaloïdes, les catéchines, la proanthocyanidine, les gingérols et les ‘shogaols’ 

ont montré des effets modestes sur la fonction musculaire squelettique (Gryson et al., 2014). 

La ghréline et l'acétate de mégestrol, utilisés comme stimulants de l'appétit, peuvent augmenter 

la masse corporelle et la masse musculaire (Rondanelli et al., 2016). La myostatine est produite 

par le muscle et empêche l'anabolisme musculaire et la synthèse des cellules satellites (Argilés 

& Stemmler, 2013). La myostatine réduit aussi la perte de la masse musculaire ((Elkina et al., 

2011) (Morley, 2016) (Jang et al., 2021)). Le bimagrumab, un anticorps monoclonal dirigé 

contre le récepteur de l'activine II, augmente le volume musculaire, la masse musculaire maigre 

et l'état fonctionnel (Yoo et al., 2021). Les β-récepteurs, les inhibiteurs de l'ECA et les 

activateurs de la troponine peuvent avoir des effets positifs sur la masse musculaire et la 

préhension (Stewart Coats et al., 2016).  

Il existe encore de nombreuses lacunes sur la sarcopénie. Les recherches futures 

devraient se concentrer sur les mécanimes biologiques de la sarcopénie et sur l'amélioration des 

approches diagnostiques telles que les biomarqueurs pour une détection précoce, le 

développement de nouveaux traitements pour les patients atteints de sarcopénie sévère, et 

l’identification de paramètres pour prédire la réponse au traitement. La recherche avancée et la 

compréhension des mécanismes cellulaires et moléculaires de la sarcopénie sera prépondérante 

pour aboutir à des traitements ciblés et à des stratégies préventives et curatives. 
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OBJECTIFS DE LA THESE 

 

La sarcopénie est une maladie invalidante conduisant à une perte d’autonomie liée au 

processus de vieillissement. La sarcopénie se caractérise par une perte de la masse, de la force 

et de la fonction musculaire. Elle peut s’observer dès 40 ans mais sa fréquence augment 

beaucoup à partir de 65 ans. Un mode de vie sédentaire et une mauvaise nutrition favorisent un 

vieillissement pathologique avec l’émergence de maladies lées à l’âge comme la sarcopénie. 

Cette dernière affecte sérieusement la santé et la qualité de vie des personnes âgées. Chez les 

sujets âgés, la sarcopénie est une maladie de plus en plus fréquente avec des conséquences 

majeures en santé publique. En effet, les personnes atteintes de sarcopénie doivent être prises 

en charge dans des structures gériatriques spécialisées en raison du risque important de chutes 

et de fractures pour les malades qui en plus d’une diminution de mobilité peuvent aussi être 

atteints de déclin cognitif. Comment mieux identifier, prévenir et soigner la sarcopénie est donc 

devenu un enjeu médical majeur en recherche gériatrique au niveau mondial. Au cours de la 

dernière décennie, il a été bien établi qu’au cours du vieillissement l’augmentation du stress 

oxydant conduit à des dommages tissulaires qui ont des conséquences majeures dans le déclin 

du muscle squelettique. Nous avons cherché à savoir si l’augmentation du stress oxydant, qui 

favorise la peroxydation lipidique ; pouvait entraîner la production d’oxystérols formés par 

auto-oxydation du cholestérol, en particulier des oxystérols oxydés en position C7 : 7-

cétocholestérol (7KC) et 7β-hydroxycholestérol (7β-OHC). Par ailleurs, il est bien connu que 

ces oxystérols ont des activités prooxydantes et pro-inflammatoires qui accélèrent le 

vieillissement et sont des caractéristiques des maladies liées à l’âge.  

Nos objectifs, ont donc été de mieux caractériser ce syndrome gériatrique qu’est la 

sarcopénie afin de proposer des stratégies préventives et thérapeutiques nouvelles et efficaces. 

L’aspect nutritionnel de la sarcopénie a été abordé en s’interessant à des huiles (huile de 

lentisque et huile de chardon-marie) et à leurs nutriments. 

Pour cela, le travail de Thèse inclut une étude clinique et des études in vitro (analyses 

chimiques d’huiles et travaux sur lignée cellulaire de mucle squelettique C2C12).  

Les principaux objectifs du travail de Thèse sont de :  

✓ Déterminer les paramètres associés à la sarcopénie incluant les marqueurs du stress 

oxydant, d’inflammation non spécifique (TNF-α, IL-6, IL-8, LTB-4) et spécifique 

(myokine : apeline) et du métabolisme lipidique (profil d’acides gras et d’oxystérols) 
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grace à une étude clinique cas-témoins menée sur 97 patients sarcopéniques et 63 sujets 

non sarcopéniques. 

 

✓ Définir les caractéristiques biochimiques de deux huiles Méditerranéennes (lentisque et 

chardon-marie : profils en polyphénols, flavonoïdes, caroténoïdes, acides gras, 

phytostérols et tocophérols) et évaluer leurs potentiels antioxydants.  

 

✓ Étudier les effets d’oxystérols (7β-OHC, 7KC), trouvés à des niveaux élevés dans le 

plasma des patients sarcopéniques, sur des cellules musculaires squelettiques C2C12 

non différenciées (myoblastes) et différenciées (myotubes), en prenant en comptent les 

paramètres associés au développement de la sarcopénie : stress oxydant, dysfonctions 

des organites (mitochondrie, peroxysomes), et mort cellulaire. 

 

✓ Étudier la capacité cytoprotectrice des huiles Méditerranéennes (lentisque et chardon-

marie) et de l’α-tocophérol. 
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ÉTUDE EXPÉRIMENTALE 

I. Etude clinique  

1. Population étudiée  

1.1. Recrutement des patients sarcopéniques et des sujets témoins 

Une étude cas-témoins a été menée durant la période allant de mars 2017 à fin février 

2019, chez des personnes âgées de 65 ans et plus recrutées au service de médecine interne de 

l’Hôpital Universitaire Fattouma Bourguiba-Monastir (Tunisie) et au niveau de la maison de 

retraite de Sousse (Tunisie). Le recrutement des sujets âgés a été basé sur le dépistage de la 

sarcopénie évalué par le questionnaire SARC-F. 

Les personnes âgées recrutées ont été choisies selon les critères décrits dans le tableau 

suivant : 

Tableau 1 : Critères d’inclusion et d’exclusion de la population étudiée. 

 

La collecte des données a été faite par utilisation d’un questionnaire minutieux 

comprenant différents Items telles que l’âge, le sexe, l’indice de masse corporelle (IMC), le lieu 

de vie (domicile ou institution), le niveau d’étude, les paramètres gériatriques (la mobilité, 

l’humeur, la nutrition, et les fonctions cognitives) (Annexe II). 

 Le dossier médical des personnes incluses a servi de support à toute information 

complémentaire concernant leurs antécédents médicaux et les analyses biologiques (protéine 

C-réactive (CRP), glycémie, cholestérol, High density lipoprotein (HDL), low density 

lipoprotein (LDL) et triglycéride (TG)).  

 

 Critères d’inclusion Critères d’exclusion 

Patients 

sarcopéniques 

Patients âgés de plus de 65 
ans et ayant un score SARC-
F supérieur ou égal à 4. 

Patients âgés de moins de 65 ans et  
refusant de participer à l'étude. 

Patients âgés avec démence sévère 
empêchant de répondre aux questions 
du score SARC-F. 

Sujets 

non sarcopéniques 

(témoins) 

Sujets âgés de plus de 65 ans 
et ayant un score SARC-F 
inférieur à 4. 

Sujets âgés de moins de 65 ans et 
refusant de participer à l'étude. 

Sujets âgés avec démence sévère 
empêchant de répondre aux questions 
du score SARC-F. 
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1.2. Prélèvement et préparation des échantillons sanguins 

Dans toute la population d’étude, les prélèvements sanguins sont réalisés le matin à jeun 

sur différents tubes : 1 tube EDTA (acide éthylène diamine tétra acétique), 1 tube héparine et 1 

tube sec (Figure 21).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21 : Schéma du protocole expérimental de l’étude clinique. 

 

Etude cas-témoins menée au service de médecine interne  

et au niveau de la maison de retraite (Tunisie)  

Personnes âgées de 65 ans et plus 

Questionnaire SARC-F 

Patients sarcopéniques 
SARC-F ≥ 4 

Sujets non sarcopéniques 
SARC-F < 4 

Prélèvement du sang 

Plasma Sérum Culot de globules rouges 

Lavage avec NaCl 0,9 % 

Lyse érythrocytaire  

✓ Dosage des marqueurs 
inflammations (TNF-α, 
IL-6, IL-8, LTB 4) 

✓ Dosage des marqueurs de la 
peroxydation lipidique (MDA, DC) 

✓ Dosage de marqueur de la 
peroxydation protéique 

✓ Dosage de myokine (apeline)  
✓ Profil d’oxystérols 

✓ Dosage de l’activité des enzymes 
antioxydantes (SOD, GPx, catalase) 

✓ Dosage des diènes conjugués (DC) 
✓ Détermination du profil des acides gras 
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Les plasmas et le sérum sont séparés par centrifugation à 1 400 g à +4 °C pendant 10 

min puis récupérés et aliquotés dans des tubes Eppendorfs. Le sérum est utilisé pour le dosage 

des marqueurs inflammations (facteur de nécrose tumorale alpha (TNF-α), interleukine-6 (IL-

6), et interleukine-8 (IL-8), et leucotriène B 4 (LTB-4). Les aliquots plasmatiques sont utilisés 

pour le dosage des marqueurs de la peroxydation lipidique et protéique (diènes conjugués, 

malondialdéhyde (MDA), et protéines carbonylées), de myokine (apeline) et des oxystérols (7-

cétocholestérol (7KC), 7β-hydroxycholestérol (7β-OHC), 7α-hydroxycholestérol (7α-OHC), 

24S-hydroxycholestérol (24S-OHC), 25-hydroxycholestérol (25-OHC), et 27-

hydroxycholestérol (27-OHC)). Le culot de globules rouges restant est lavé 3 fois avec du 

sérum physiologique (NaCl 0,9 %) afin d’éliminer le plasma résiduel. Les érythrocytes sont 

lysés avec quatre volumes d’eau déionisée glacée puis incubée à +4 °C pendant 15 min. Les 

débris cellulaires sont ensuite éliminés par centrifugation à 1 400 g à +4 °C pendant 5 min. Le 

surnageant récupéré, constituant le lysat érythrocytaire, est utilisé pour l’analyse des activités 

enzymatiques, de marqueurs de peroxydation lipidique (diènes conjugués (DC)) et du profil des 

acides gras. 

2. Evaluation du stress oxydant  

2.1. Dosage de l’activité des enzymes antioxydantes érythrocytaires  

2.1.1. Dosage de l’activité de la glutathion peroxydase érythrocytaire  

L’activité de la glutathion peroxydase (GPx) a été effectuée selon la méthode de Flohé 

& Günzler (Flohé & Günzler, 1984). Le principe de cette méthode consiste à mesurer la 

diminution du taux du glutathion réduit (GSH) en utilisant le peroxyde d'hydrogène (H2O2) 

comme substrat. Cette activité est exprimée en µmoles de GSH/min/mg d’hémoglobine (U/mg 

d’Hb).  

Le mélange réactionnel contient 200 µL d’hémolysât, 400 µL de glutathion réduit 0,1 

mM (GSH), 200 µL de tampon phosphate (50 mM, pH 7,8), 200 µL de peroxyde d'hydrogène 

1,3 mM (H2O2), ensuite ce mélange est incubé pendant 10 min à température ambiante. La 

réaction enzymatique est arrêtée par addition de 1 mL d’acide tricholoacétique (TCA 1 %). 

Après une incubation de 30 min dans la glace, les tubes sont centrifugés à 1 000 g pendant 10 

min. Sur 480 µL de surnageant, 2,2 mL de phosphate de sodium dibasique dodécahydraté 

(Na2HPO412H2O) et 320 µL du 5,5′-Dithiobis (acide 2- nitrobenzoïque) (DTNB) sont ajoutés. 

Une fois la couleur jaune développée une lecture au spectrophotomètre à λ= 412 nm est 
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immédiatement faite par rapport à un blanc (tous les réactifs sauf le lysat remplacé par le tampon 

phosphate).  

 

Calcul de l’activité enzymatique spécifique de la GPX :  

Quantité du GSH consommée µmol/min/mg de d’hémoglobine (U/mg d’Hb) = 0,04 ×(DOE−DOB) × 5× 1 000 × dDOB ×10 × X  

Avec : 
0,04 : Nombre de moles de GSH (0,1 mmol/l ×400×10-6 = 4×10-5 mmol= 0,04 µmol)  
DOB : Densité optique du Blanc  
DOE : Densité optique de l’échantillon  
d : Facteur de dilution  
10 : Temps en min  
X : Quantité d’hémoglobine (mg/mL) 
 

2.1.2. Dosage de l’activité de la superoxyde dismutase érythrocytaire  

L’activité de la superoxyde dismutase érythrocytaire (SOD) a été effectuée selon la 

méthode de Beauchamp & Fridovich (Beauchamp & Fridovich, 1971). Le principe de cette 

méthode est basé sur la mesure de l’inhibition de la réduction photochimique du Nitro Bleu de 

Tétrazolium (NBT) par l’anion superoxyde (O2
•-). En aérobie, le mélange riboflavine, 

méthionine et NBT donne une coloration bleue. En présence de SOD, l’oxydation du NBT est 

inhibée d’où l’atténuation de la coloration bleuâtre. Une unité de SOD est définie comme la 

quantité d’enzyme nécessaire pour une inhibition de 50 % du taux de réduction du NBT. Cette 

activité est exprimée en Unité SOD/mg d’hémoglobine (Figure 22). 

Figure 22 : Principe du dosage de l’activité de la superoxyde dismutase (SOD). 
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Le mélange réactionnel contient 50 µL d’hémolysât, 1 mL Méthionine (13 mM)-

Na2EDTA (0,1 mM), 1,8 mL de tampon phosphate (50 mM, pH 7,8), 85,2 µL NBT (75 mM), 

et 22,6 µL riboflavine (2 µM). Après incubation de 20 min à la lumière, la couleur bleue 

développée est mesurée à λ= 516 nm. En parallèle, un tube contrôle (blanc) qui contient le 

même mélange réactionnel à l’exception de lysat est préparé. 

Calcul de l’activité enzymatique spécifique de la SOD :  

SOD (U/mg d’Hb) = Y 50 

Avec : 

Y=  
(𝐷𝑂𝐵−𝐷𝑂𝐸) × 100 × 20 × 𝑑𝐷𝑂𝐵 × 𝑋  

DOB : Densité optique du Blanc  
DOE : Densité optique de l’Echantillon  
d : Facteur de dilution  
X : Quantité d’hémoglobine (mg/mL) 
 

2.1.3. Dosage de l’activité de la catalase érythrocytaire 

L’activité de la catalase (CAT) a été effectuée selon la méthode de Claibone (Claiborne, 

1985). Le principe de cette méthode est basé sur la mesure de la diminution de l’absorbance 

d’une solution H2O2 en fonction du temps.  

Le mélange réactionnel contient 80 µL d’hémolysât, 780 µL de tampon phosphate (100 

mM, pH 7,8), et 200 µL de H2O2 (75 mM). Une lecture continue du changement d’absorbance 

à 240 nm est effectuée toute les 15 s dans un intervalle de temps de 1 min 30 s. La cinétique de 

la courbe de la DO en fonction du temps est ensuite tracée pour le calcul de l’activité catalase. 

Cette dernière est exprimée en µmoles de H2O2/min/mg d’hémoglobine (U/mg d’Hb).  

Calcul de l’activité enzymatique spécifique de la CAT :  

CAT (U/mg d’Hb) =  
∆DO × d0,02 × ɛ × L × X 

Avec : 

ΔDO : La différence de la DO entre deux temps où la chute de la DO est exponentielle 
d : Facteur de dilution  
ε= coefficient d’extinction molaire du H2O2= 0,043 μM-1/ mL.cm-1  
0,02 = Facteur de dilution du H2O2 dans le tampon  
L= Longueur de la cuve =1 cm  
X= Quantité d’hémoglobine (mg/mL) 
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2.2. Dosage des marqueurs de la peroxydation lipidique plasmatique et/ou 

érythrocytaire  

2.2.1. Dosage des diènes conjugués plasmatiques et érythrocytaires  

Le dosage des diènes conjugués (DC) a été réalisé selon la méthode de Esterbauer et al. 

(Esterbauer et al., 1989). Les DC sont considérés comme les produits primaires de l’oxydation 

lipidique, qui se forment par réarrangement des doubles liaisons du radical lipoyle des acides 

gras polyinsaturés (AGPI) suite à l’abstraction radicalaire d’un hydrogène malonique, 

caractérisés par une absorption dans l’ultraviolet à 234 nm.  

Un volume de 100 µL de plasma ou d’hémolysât est homogénéisé avec 1 mL de NaCl 

(0,9 %) et 3 mL chloroforme/méthanol (2v/1v). Après agitation (au vortex pendant 2 min) et 

centrifugation (à 1 000 g pendant 10 min), la phase chloroformique inférieure est récupérée puis 

évaporée sous flux d’azote la phase inférieure. L’extrait sec est ensuite solubilisé dans 1 mL 

d’Hexane et une lecture de DO a été effectuée à 234 nm.  

Calcul de la concentration des diènes conjugués 

La concentration des diènes conjugués a été calculée selon la loi de Beer-Lambert : 

DC (nmol/mg de protéine ou d’Hb) =  
DO × d ×1 000 000 ɛ × L × X  

Avec  
DO = Densité optique lue à 243 nm  
d = Facteur de dilution  
ε= Coefficient d’extinction molaire du DC =2,8.104 M-1 cm-1  
L= Longueur de la cuve =1 cm  
X= Concentration de l’extrait en protéines ou en hémoglobine (mg/mL) 
 

2.2.2. Dosage du taux de malondialdéhyde plasmatique 

Le dosage du taux de malondialdéhyde (MDA) a été réalisé selon la méthode de 

Yoshioka et al. (Yoshioka et al., 1979). Le MDA représente le produit terminal de peroxydation 

lipidique issu de l’action des espèces réactives de l’oxygène (ERO) sur les acides gras 

polyinsaturés. Le principe de cette méthode repose sur la formation en milieu acide et à chaud 

entre le MDA et deux molécules d’acide thiobarbiturique (TBA), d’un chromophore de couleur 

rose absorbant à 532 nm et extractible par des solvants organiques comme le butanol (Figure 

23).  
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Un volume de 250 µL de plasma est incubé 30 min à 95°C avec 1,25 mL de solution de 

TCA 20 % et 500 µL de TBA 0,67 %. Après refroidissement dans la glace, 4 mL de n-butanol 

sont ajoutés et le mélange est centrifugé à 900 g pendant 10 min. La lecture d’absorbance est 

mesurée à 532 nm. Les concentrations plasmatiques de MDA sont exprimées en nmol/mg de 

protéine. 

Calcul de la concentration du MDA 

La concentration du MDA a été calculée selon la loi de Beer-Lambert (DO = ℇ. C. L) : 

MDA (nmol/mg de protéine) = 
DO × d × 1 000 ɛ × L × X  

Avec : 
DO = Densité optique lue à 532 nm 
d = Facteur de dilution  
ε= Coefficient d’extinction molaire du MDA =155 mM-1 cm-1  
L= Longueur de la cuve =1 cm 
X= Concentration de l’extrait en protéines (mg/mL) 

2.3. Dosage des protéines carbonylées plasmatiques 

Le dosage des protéines carbonylées (PC) plasmatiques a été réalisé selon la méthode 

d’Olivier et al. (Oliver et al., 1987). Les protéines carbonylées sont des produits d’oxydation 

des protéines, qui se forment par réaction des aldéhydes issus de la peroxydation lipidiques avec 

les résidus lysines des protéines (Grimsrud et al., 2008). Le principe de cette méthode repose 

sur la formation entre les protéines carbonylées et la 2,4- dinitrophénylhydrazine (DNPH), d’un 

dinitrophénylhydrazone de couleur orange absorbant à 370 nm. 

Un volume de 200 µL de plasma est homogénéisé avec DNPH (10 mM), dissous dans 

du HCl (2,5 M) pendant une heure à l’abri de la lumière avec une agitation toutes les 15 min. 

Ensuite, les protéines sont précipitées avec 1 mL de TCA (20 %) et incubées dans la glace 

Figure 23 : Principe du dosage du malondialdéhyde (MDA).  
TBA : acide thiobarbiturique 
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pendant 10 min. Une centrifugation 1 600 g pendant 5 min a eu lieu et le surnagent est éliminé, 

deux lavages du culot protéique sont effectués avec le TCA (10 %) et de l’éthanol-éthylacétate 

(1v/1v). Chaque lavage est suivi d’une centrifugation afin d’éliminer les traces de DNPH. Le 

précipité final est solubilisé dans 500 µL de guanidine hydrochloride (6 M) puis incubé à 37 °C 

pendant 10 min. La DO a été ensuite lue à 370 nm.  

Calcul de la concentration des protéines carbonylées 

La concentration des protéines carbonylées a été calculée selon la loi de Beer-Lambert : 

PC (nmol/mg de protéine) = 
DO × d × 1 000 ɛ × L × X  

Avec  
DO = Densité optique lue à 370 nm  
d = Facteur de dilution 
 ε= Coefficient d’extinction molaire = 22 mM-1 cm-1  
L= Longueur de la cuve =1 cm  
X=Concentration de l’extrait en protéines (mg/mL) 

3. Evaluation des marqueurs de l’inflammation 

3.1. Cytokine pro-inflammatoires : facteur de nécrose tumorale alpha (TNF-α), 
interleukine-6 (IL-6), et interleukine-8 (IL-8) 

Les taux sériques des cytokines pro-inflammatoires (facteur de nécrose tumorale alpha 

(TNF-α), interleukine-6 (IL-6), et interleukine-8 (IL-8)) ont été dosés par la technique « 

Enzyme-linked immunosorbent assay » (ELISA) de type sandwich, à l’aide de kits 

commercialisés ELISA (Enzyme Linked Immunosorbent Assay) (réf : KHC3011, réf : 

KHC0061, réf : EH2IL8, Invitrogen Human, USA) en suivant les instructions du fabricant 

(Thermo Fisher Scientific). 

Le principe de cette technique consiste à piéger, entre un anticorps de capture et un 

anticorps de détection, les antigènes d’intérêt. Chaque puits de la plaque fournie avec le kit est 

recouvert d’un anticorps de capture, absorbé par des liaisons covalentes sur le fond du puits, 

spécifique à la cytokine recherchée. Les échantillons ou les étalons sont incubés sur la 

microplaque revêtue d’anticorps de capture. Le second anticorps de révélation conjugué à la 

biotine (anticorps de détection) est ajouté, se lie à la cytokine capturée par le premier anticorps. 

La HRP (Hors Radish Peroxidase) conjuguée à la streptavidine est ajoutée pour reconnaître « 

les sandwiches ». La concentration de chaque cytokine sérique est déterminée en mesurant 

l’activité enzymatique de HRP en utilisant le substrat chromogène TMB (Tétraméthylbenzine). 

Après une période d’incubation, la réaction est arrêtée avec l’acide phosphorique, formant un 
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produit avec une coloration jaune mesurable à 450 nm (Figure 24). L’intensité de cette couleur 

est proportionnelle à la concentration de cytokine dans le sérum du patient.  

 

3.2. Médiateur lipidique de l’inflammation : leucotriène B 4  

Les taux sériques de leucotriène B 4 (LTB-4) ont été dosés par le test ELISA compétitif, 

à l’aide d’un kit commercialisé ELISA (réf: EHLTB4, Invitrogen Human, USA) en suivant les 

instructions du fabricant (Thermo Fisher Scientific). 

Le principe de ce test est basé sur la compétition entre le LTB-4 du sérum et le LTB-4 

du kit qui est conjuguée à la phosphatase alcaline (LTB 4-AP). La concentration du LTB 4-AP 

est constante et la concentration de LTB-4 des échantillons varie. Quand la quantité de LTB-4 

de l’échantillon augmente, la quantité de LTB 4-AP qui se fixe à l’antisérum de lapin diminue. 

Après l’incubation, la plaque est lavée pour retirer tous les réactifs non liés, puis le substrat est 

ajouté aux puits. Le produit de cette réaction enzymatique qui a une couleur jaune absorbe à 

405 nm. L’intensité de cette couleur est inversement proportionnelle à la quantité de LTB-4 de 

l’échantillon.  

3.3. Quantification de myokine (apeline) 

Les taux plasmatiques d’apeline ont été dosés par une technique ELISA de type 

sandwich, à l’aide d’un kit commercialisé ELISA (réf : CSB-E14334h, Cusabio, USA) en 

suivant les instructions du fabricant. Le principe de dosage d’apeline est comparable à celle du 

dosage des cytokines pro-inflammatoires. 

Figure 24 : Principe de l’ELISA de type Sandwich. 
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4. Quantification des marqueurs lipidiques  

4.1. Dosage des acides gras érythrocytaires par chromatographie en phase 

gazeuse 

4.1.1. Extraction des lipides totaux   

Les lipides totaux sont extraits selon la méthode de Folch et al. (Folch et al., 1957). 

Cette méthode repose sur l’utilisation de solvants organiques pour extraire la totalité des lipides 

polaires et apolaires. Un volume de 200 µL de lysat érythrocytaire est mélangé avec 1 mL de 

méthanol, 500 µL de dichlorométhane (DCM), 50 µL de standard interne (acide 

heptadécanoique C17:0 ; 1 mg/mL) et 40 µL Butylhydroxytoluène (BHT, 5 mM). Après 2 min 

de vortex, 500 µL d’eau désionisé et 500 µL de DCM sont ajoutés et une centrifugation à 1 200 

g pendant 10 min est réalisée. La phase inférieure chloroformique est alors transférée dans un 

tube à hémolyse en verre et vaporisée sous flux d’azote. Une deuxième extraction est réalisée 

en ajoutant 1 mL de DCM à la phase supérieure suivie d’une centrifugation à 1 200 g pendant 

10 min. Appliquant la même méthode, la phase inférieure est récupérée et vaporisée sous flux 

d’azote. 

4.1.2. Méthylation des acides gras 

Les extraits lipidiques sont ensuite méthylés en présence de 1 mL du chlorure d’acétyle 

(CH3COCl, 8 % méthanol) à 70 °C pendant 1 h. Après refroidissement, 1 mL d’hexane et 1 mL 

de l’eau désionisée sont ajoutés à l’extrait. Suite à une agitation et centrifugation (à 1 200 g 

pendant 10 min), la phase supérieure hexanique, contenant les esters méthyliques, est récupérée 

et séchée sous flux d’azote. Cette étape de récupération des acides gras méthylés est répétée 

deux fois. 

4.1.3. Analyse en chromatographie gazeuse des esters méthyliques des 

acides gras  

Les acides gras ainsi extraits et méthylés ont été identifiés et quantifiés par 

chromatographie en phase gazeuse (CPG). 1 µL d’extrait est injecté dans le chromatographe 

(Hewlett Packard, Palo Alto, Calif.) muni d’un détecteur à ionisation de flamme et d’une 

colonne capillaire polaire en silice de type HP Innowax (Crabowax 20M) (30 m × 0.25 mm 

diamètre intérieur) et de 0.25 µm épaisseur du film). La durée d’injection (ou temps de 

rétention) est fixée à 45 min afin de permettre la détection des acides gras à très longues chaine 

. Le programme de température de l'injecteur et du détecteur est respectivement de 280 °C et 
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220 °C, et celle du four est maintenue à 180 °C puis programmée à raison de 10°C/min jusqu’à 

250 °C pendant 10 min. La quantification des différents acides gras est déterminée grâce au 

logiciel HP-Chemstation en comparant les pics obtenus avec celui du standard interne (acide 

heptadécanoique C17:0) et leur identification est faite par comparaison avec des 

chromatogrammes des standards commerciaux injectes séparément dans la colonne.  

4.2. Dosage des oxystérols plasmatiques par chromatographie en phase gazeuse 

couplée à spectrométrie de masse  

4.2.1. Saponification des acides gras 

Cette étape est effectuée pour neutraliser les acides gras, présents en grande quantité 

dans le plasma. Un volume de 200 µL de plasma est incubé 45 min à 56 °C avec 10 µL de mixte 

des standards internes (7KC (d7) et le 7β-OHC (d7) (Avanti Polar Lipids, 700 Industrial Park 

Drive Alabaster, AL, USA)), 2,4 mL d’éthanol absolu contenant du BHT (50 µg/mL), et 120 

µL de KOH (10 M).  

4.2.2. Extraction des oxystérols plasmatiques 

Le mélange réactionnel est ensuite lavé avec 800 µL de H2O afin d'ajuster le pH à 7 et 

les stérols sont extraits avec 6 mL d’hexane. Après agitation (au vortex pendant 5 min) et 

centrifugation (à 1 000 g pendant 5 min), la phase hexanique supérieure est récupérée dans un 

tube à hémolyse en verre et évaporée sous flux d’azote.  

4.2.3. Dérivation (silylation) des stérols 

Cette étape consiste à rendre les échantillons moins polaires, plus volatiles et plus stable 

thermiquement afin d’être analysés par chromatographie en phase gazeuse couplée à 

spectrométrie de masse (CPG-MS). L’extrait sec est repris avec 100 µL d’un mélange de N, O-

Bis-triméthylsilyl-trifluoroacétamide (BSTFA)/chlorure de triméthylsilyle (TMCS) (4v/1v) 

préparé extemporanément. Après une incubation 1 h à 80 °C, les échantillons sont vaporisés 

sous flux d’azote puis repris dans 100 µL d’hexane et transférés dans des tubes en verre pour 

être injectés dans le chromatographe (CG-MS). 

4.2.4. Analyse par chromatographie en phase gazeuse couplée à 

spectrométrie de masse 

Cette technique d’analyse combine à la fois les performances de la chromatographie en 

phase gazeuse pour la séparation des composés d’un échantillon et celles de la spectrométrie de 

masse pour la détection et l’identification des composés en fonction de leur rapport masse sur 
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charge (m/z). La CPG-MS est réalisée à l'aide d'un GC Agilent Technology 6890 équipé d'un 

injecteur HP7683 et d'un détecteur sélectif de masse 5973 (Agilent Technologies, Santa Clara, 

CA, USA). La quantification des différents oxystérols (7β-OHC, 7α-OHC, 7KC, 24S-OHC, 25-

OHC et 27-OHC) est faite à partir du rapport entre les surfaces des pics correspondant aux ions 

choisis pour les composés à doser et à celles des ions choisis pour les étalons internes. Ce 

rapport est comparé à des courbes d’étalonnage réalisées dans les mêmes conditions d’analyse 

à partir de produits standards. Ces analyses de CG-MS ont été réalisées sur la plateforme 

lipidomique (Lipidomic Analytical Platform, Université de Bourgogne - CHU Dijon – 

INSERM, Responsable : Jean-Paul Pais de Barros, Dijon, France). 

II. Caractérisation des huiles Méditerranéennes : huile de lentisque et 

huile de chardon-marie 

1. Préparation des huiles   

Deux huiles utilisées dans l’alimentation et relativement peu étudiées, l’huile de 

lentisque (Pistacia lentiscus : Taxonomy ID: 371726 ; 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?id=371726  site consulté le 

24-10-2022) et l’huile de chardon-marie (Sylibum marianum : Taxonomy ID: 92921 ; 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?lvl=0&id=92921 site consulté 

le 24-10-2022) ont été choisies sur la base de leurs diverses utilisations en médecine 

traditionnelle, et de leurs richesses en molécules bioactives notamment les acides gras, les 

phytostérols, les tocophérols et les polyphénols. 

 

1.1. Huile de lentisque (Pistacia lentiscus seed oil : PLSO) 

L’huile de lentisque a été extraite de graines du Pistacia lentiscus selon la méthode 

traditionnelle à froid (Figure 25).  

Cette méthode se déroule en plusieurs étapes distinctes à savoir : 

- Récolte : Les graines de lentisque sont récoltées à la fin du mois de novembre 2019 

dans la région de Tabarka située au Nord-ouest de la Tunisie.  

- Broyage et malaxage : Les fruits récoltés sont ensuite broyés manuellement à l’aide 

d’un mortier, et malaxés pour les transformer en une pâte homogène. La pâte résultante 

est reposée pendant une nuit au réfrigérateur.   

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?id=371726
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?lvl=0&id=92921
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- Macération et filtration : Le lendemain, la pâte est trempée dans de l'eau froide, et 

laissée macérer pendant 24 h. Le mélange est placé dans un bain-marie afin d’éviter 

l'exposition directe du broyat à la chaleur et ainsi la dégradation de la qualité d'huile. 

Ensuite, le mélange est filtré à l’aide d’un papier filtre.   

- Décantation : Le filtrat récupéré est décanté, afin de récupérer la phase supérieure 

contenant l’huile, puis centrifugé pour éliminer la margine.   

- Stockage : L’huile obtenue est conservée à +4 °C et à l'abri de la lumière pour des 

analyses ultérieures.  

 

 

1.2. Huile de chardon-marie (Milk thistle seed oil : MTSO) 

L’huile de chardon-marie (Sylibum marianum ) a été préparée et caractérisée par Dr. 

Wiem MEDDEB au laboratoire de Bio-PeroxIL (Extraction, caractérisation physicochimique, 

Figure 25 : Différentes étapes d’extraction de l'huile de graines de Pistacia lentiscus (PLSO). 
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profil lipidique et activité cytoprotectrice d'huile de chardon-marie de Tunisie, 2018). 

L’extraction de cette huile est faite par pression à froid. 

2. Détermination de la composition chimique des huiles 

La quantification des composés phénoliques est précédée par une étape de préparation 

des extraits méthaloniques des huiles. 4 g des huiles sont soigneusement mélangés avec 2 mL 

de n-hexane et de 4 mL de méthanol/eau 60 % (v/v), suivi d’une vigoureuse agitation pendant 

10 min. Le mélange est centrifugé à 1 490 g pendant 15 min pour séparer les deux phases. La 

phase méthalonique supérieure, contenant les polyphénols, est récupéré, et la phase n-

hexanique, contenant les résidus d’huile, est ré-extraite deux fois avec du méthanol 60 % (v/v). 

Les extraits méthanoliques obtenues sont combinées, lavées avec 4 mL de n-hexane et stockées 

à -20 °C jusqu'à l'analyse. 

2.1. Dosage des composés phénoliques 

2.1.1. Dosage des polyphénols totaux 

Le dosage des phénols totaux a été effectué avec le réactif colorimétrique Folin-

Ciocalteu, mélange d’acide phosphotungstique (H3PW12O40) et d’acide phosphomolybdique 

(H3PMo12O40) de couleur jaune, selon le protocole de Singleton & Rossi (Singleton & Rossi, 

1965). Le principe de ce dosage est basé sur la réduction de Folin-Ciocalteu par les groupements 

oxydables des composés phénoliques en un mélange d'oxydes bleu de tungstène et de 

molybdène. La coloration produite est proportionnelle à la quantité de polyphénols présents 

dans les extraits.  

Pour le dosage, 200 µL de chaque extrait ou de la molécule standard (acide gallique) est 

mélangé avec 1 mL de réactif de Folin-Ciocalteu fraîchement préparé et 800 µL de carbonate 

de sodium à 7,5 % (Na2CO3). Après 30 min d'incubation dans l'obscurité à température 

ambiante, l'absorbance est mesurée à 765 nm. La concentration des polyphénols totaux, 

exprimée en mg d'équivalent acide gallique par g d'extrait, est calculée à partir de l'équation de 

régression de la gamme d'étalonnage établie avec l'acide gallique (0,016 - 2 mg/mL). 

2.1.2. Dosage des flavonoïdes  

Le dosage des flavonoïdes a été effectué selon le protocole décrit par Kim et al. (D.-O. 

Kim et al., 2003). Le principe de ce dosage repose sur la capacité de ces composés à former 

des complexes chromogènes avec le chlorure d’aluminium (AlCl3). 
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Un volume de 100 μL de chaque extrait ou de la molécule standard (catéchine) est 

mélangé avec 400 μL d’H20, puis avec 30 μL de nitrite de sodium (NaNO2, 5 %). Après 5 min, 

20 μL d’une solution de AlCl3 (10 %) fraichement préparée est ajouté. Après 5 min de repos à 

température ambiante, 200 μL de Na2CO3 (1 M) et 200 μL d’H2O sont additionnées. 

L’absorbance du mélange est mesurée à 510 nm. La concentration des flavonoïdes, exprimée 

en mg d'équivalent de catéchine par g d'extrait, est déduite à partir de l'équation de régression 

de la gamme d'étalonnage établie avec la catéchine (0,016 - 2 mg/mL). 

 

2.1.3. Dosage des caroténoïdes 

Le dosage des caroténoïdes a été mesuré par un dosage colorimétrique selon la méthode 

décrite par Dhibi et al. (Dhibi et al., 2014).  

Un volume de 50 μL d’huiles a été homogénéisé avec 1 mL d’éther de pétrole. Après 2 

min d’agitation, la teneur en caroténoïdes a été mesurée à des longueurs d'onde comprises entre 

440 et 480 nm. La concentration des caroténoïdes a été déterminée à l’aide de l’équation 

suivante : 

Caroténoïdes (mg/kg) = Amax x (105/2650) 

Avec 

Amax : Maximum d’absorption compris entre 440 et 480 nm 

2.2. Analyse du profil des polyphénols  

Les analyses qualitative et quantitative des polyphénols ont été réalisées par 

chromatographie en phase liquide à haute performance HPLC (Perkin Elmer série 200) équipée 

d'un injecteur automatique, d'une pompe quaternaire, d'un four à colonne à effet Peltier, et d'un 

détecteur DAD. La séparation des composés phénoliques est réalisée sur une colonne 

Licrospher 100 RP-18 (150 × 4,6 mm de diamètre, 5 µm de taille de particules, Merck). La 

phase mobile est composée d’un système de solvant binaire (A et B). Le premier système (A) 

est constitué de l’eau distillée à pH ajusté à 2,2 et d'acide trifluoroacétique (ATF) et le deuxième 

système (B) d’acétonitrile. Le gradient d’élution est programmé comme suit : 0 à 5 min avec le 

solvant A 100 %, et 5 à 50 min avec le solvant A 100 à 45 %. Le débit est fixé à 1 mL/min tout 

au long du gradient et la température de la colonne est maintenue à 25 °C. Le volume d’injection 

était de 20 µL. La quantification des composés phénoliques des huiles est faite grâce à 

l’utilisation des étalons à une longueur d’onde de 280 nm. La courbe d'étalonnage est construite 
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en utilisant une solution standard de quercétine à différents niveaux de concentration (25 à 400 

mg de quercétine/L). Les données sont exprimées en équivalents mg de quercétine/100 g 

d'huile. L'analyse des polyphénols est réalisée par le laboratoire Lara-Spiral (Emmanuelle 

Camus-Prost / Dr Michel Prost, Couternon, France). 

2.3. Analyse du profil des acides gras 

Les lipides totaux ont été extraits à partir des huiles selon la méthode décrite par 

Moilanen & Nikkari (Moilanen & Nikkari, 1981). Les lipides sont trans-méthylés avec du 

méthanol-trifluorure de bore (BF3 à 14 %) en utilisant la méthode de Morrison & Smith 

(Morrison & Smith, 1964). Par la suite, les esters méthyliques d'acides gras (FAME) sont 

analysés par CPG. 1 μL de chaque échantillon est injecté dans le système de CPG (Hewlett 

Packard Modèle 5890, Palo Alto, CA, USA) équipé d'un détecteur à ionisation de flamme (FID) 

et d'une colonne CP-88 SIL (100 mx 0,25 mm de diamètre interne, l’épaisseur du film de 0,20 

mm, Varian, Les Ulis, France). La température du four est maintenue à 60 °C pendant 5 min, 

augmentée jusqu’à 165 °C à 15°C/min et maintenue pendant 1 min, puis à 225°C à 2°C/min et 

enfin maintenue à 225°C pendant 17 min. L’hydrogène est utilisé comme gaz vecteur. 

L'injecteur et le détecteur sont maintenus à 250°C. Le pourcentage de chaque acide gras est 

exprimé en rapportant l’aire de chaque pic d’acide gras à la somme des aires de tous les pics 

d’acides gras détectés. Ces analyses ont été réalisées sur la plateforme lipidomique (Lucy 

Martine / Dr Niyazi Acar, INRAe, Dijon, France). 

2.4. Analyse des phytostérols 

L’analyse des phytostérols est basée sur un isolement de la fraction insaponifiable puis 

une silylation de la fraction insaponifiable avant une injection directe en chromatographie en 

phase gazeuse (CPG). 

2.4.1. Isolement de la fraction insaponifiable  

Le principe de cette méthode repose sur la saponification d’une prise d’essai de 50 mg 

de l’huile par 5 mL d’une solution de d’hydroxyde de potassium méthanolique (1 N), et 25 μL 

de cholestanol utilisé comme standard interne (1 mg/mL). Le mélange est resté 

à température ambiante pendant une nuit. Après l’ajout de 10 mL d’eau distillée et 10 mL de 

dichlorométhane, le mélange est mélangé vigoureusement et centrifugé à 1 120 g pendant 3 

min. La fraction organique est transférée dans un deuxième flacon. La matière insaponifiable 

est extraite deux fois avec du dichlorométhane (10 mL). Les extraits de dichlorométhane sont 
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lavés avec 5 mL de l'eau distillée jusqu'à neutralité. Le solvant est ensuite évaporé sous flux 

d’azote à 40 °C.  

2.4.2. Silylation de la fraction insaponifiable  

Les dérivés de stérol ont été préparés selon Park & Addis (Park & Addis, 1985). Après 

élimination du dichlorométhane, le résidu a été mélangé avec 300 µL de bis-triméthylsilyl-

trifluoroacétamide (BSTFA) (avec 1 % trimethylchlorosilane) (TMCS) et 50 µL de pyridine. 

Le mélange est chauffé à 60 °C pendant 30 min.  

2.4.3. Identification des stérols 

L’analyse des stérols est effectuée par chromatographie en phase gazeuse - couplée à un 

détecteur à ionisation de flamme (CPG-FID). Le système de CPG utilisé est un Hewlett-Packard 

HP-4890D équipé d'un DB-5MS, fusionné à une colonne capillaire de silice (30 m x 0,25 mm 

d'épaisseur de film de 0,25 um de diamètre interne). Les températures de l'injecteur et du 

détecteur sont à 290 °C. L'hélium est utilisé comme gaz porteur à une pression d'entrée de 120 

kPa. L’injection se fait en mode avec division avec un rapport de 1/20. Les stérols sont identifiés 

par leurs temps de rétention par rapport à l’étalon interne (cholestanol). Les résultats obtenus 

sont confirmés par la suite par couplage à la spectrométrie de la masse en opérant les mêmes 

conditions que celle de la CPG-FID. Ces analyses sont réalisées sur la plateforme lipidomique 

(Lucy Martine / Dr Niyazi Acar, INRAe, Dijon, France). 

2.5. Analyse de l'α-tocophérol 

L’analyse de l'α-tocophérol a été réalisée sur la plateforme d'analyse lipidomique 

(Lipidomic Analytical Platform, Université de Bourgogne-CHU Dijon- INSERM, Responsable 

: Jean-Paul Pais de Barros, Dijon, France). Les échantillons d'huile sont dilués 10 fois avec de 

l'hexane. Une quantité de 5 mg de chaque échantillon dilué est mélangée pendant 1 min avec 

200 µL de solution saline, 200 µL d'éthanol/BHT (50 mg/L) contenant du Tocol utilisé comme 

standard interne (1 ng/µL) et 500 µL d'hexane. Les extraits sont centrifugés à 10 000 g pendant 

5 min à 4 °C. La couche supérieure est recueillie dans un nouveau tube et évaporée à sec sous 

un flux d'azote. Les extraits séchés sont mis en suspension avec 50 μL de méthanol/BHT (50 

mg/L) et centrifugés à 10 000 g pendant 5 min à 4 °C. Les surnageants sont finalement transférés 

dans un flacon d'injection. 2 µL de chaque extrait sont injectées à l'aide d'un passeur 

automatique dans un Poroshell 120 EC-C18 (3 x 50 mm, 2,7 µm) maintenu à 35 °C. La 

séparation est réalisée avec une pompe HPLC 1260 (Agilent Technologies) en utilisant un 

gradient linéaire de méthanol (90 % jusqu'à 100 % en 5 min, et maintenu à 100 % pendant 3 
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min). La détection est réalisée avec un détecteur de lumière à fluorescence (Agilent 

Technologies) à λExmax 292 nm et λEmmax 325 nm. Les étalons d'α-tocophérol (0-800 ng) sont 

extraits avec le même protocole que les échantillons. Les rapports de surface de l'α -tocophérol 

(Temps de rétention (RT) = 5,4 min) au tocol (RT = 4,0 min) sont calculés pour les échantillons 

et les standards de calibrage.  

3. Détermination de l’activité antioxydante des extraits d’huiles 

L’activité antioxydante des différents extraits méthanoliques d’huile de lentisque 

(PLSO) et d’huile de chardon-marie (MTSO) ont été quantifiées en utilisant les tests 

complémentaires : DPPH, FRAP, chélation des ions ferreux, et KRL.  

3.1. Test de piégeage du radical libre 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH•) 

L'activité de piégeage de radicaux libres des extraits méthanoliques a été réalisé suivant 

la méthode décrite par Molyneux (Molyneux, 2004) en utilisant le 2,2-diphényl-1-

picrylhydrazyl (DPPH). Le principe de ce test est basé sur la capacité d’un composé antioxydant 

à réduire le radical 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH•), qui est un radical stable et de 

coloration violette. Le maximum de son absorption dans le visible se situe à 517 nm en solution 

alcoolique. La réduction de ce radical par un donneur l’atome d’hydrogéne (AH), provenant du 

composé antioxydant, conduit à la formation de 2,2-diphényl-1-picrylhydrazine (DPPHH) de 

coloration jaune. L’activité antioxydante des extraits est alors corrélée à sa capacité à réduire le 

DPPH• (Figure 26).  

 

À différentes concentrations (de 0,016 mg/mL à 2 mg/mL), 50 μL de chaque extrait 

méthanolique ou du standard (acide ascorbique) sont mélangés avec 950 μL d’une solution 

méthanolique de DPPH (10 - 4 M). Après 30 min d’incubation à l'obscurité, l’absorbance est 

mesurée à 517 nm. L'activité antioxydante liée à l'effet de piégeage des radicaux DPPH• est 

exprimée en pourcentage d'inhibition à l'aide de la formule suivante : 

Figure 26 : Principe du test DPPH•. 
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L’activité anti-radicalaire (%) =  
A0−A1 A0 × 100 

Avec 

A0= Absorbance de la solution de DPPH  

A1= Absorbance de l'extrait ou standard 

La réalisation de la cinétique de cette activité permet de déterminer les concentrations 

qui correspondent à 50 % d’inhibition (IC50) ; la valeur d’IC50 la plus faible correspond à 

l’activité anti-radicalaire de l’extrait la plus élevée. La valeur de l’IC50 a été exprimée en 

mg/mL. 

3.1. Test de la réduction du fer : FRAP (Ferric reducing-antioxidant power) 

Le pouvoir réducteur du fer présent dans les extraits méthanoliques a été déterminé selon 

la méthode de Bassene (Bassene, 2012). Le principe de ce test est basé sur la capacité des 

extraits à donner un électron tout en convertissant le fer ferrique (Fe+3), présent dans le 

complexe hexacyanoferrate de potassium (K3Fe(CN)6) , en fer ferreux (Fe+2). La réaction se 

manifeste par le virement de couleur jaune du Fe+3 en couleur bleue du Fe+2 mesurable à 700 

nm (Figure 27). Plus la coloration de la solution contenant l’extrait testé est claire, plus le 

pouvoir chélateur de l’extrait n’est important. 

 

À différentes concentrations (de 0,016 mg/mL à 2 mg/mL), 400 µL de chaque extrait 

méthanolique ou du standard (acide ascorbique) sont mélangés avec 1 mL de tampon phosphate 

(0,2 M ; pH 6,6) et 1 mL de K3Fe(CN)6 à 1 %. Après 30 min d’incubation à 50 °C, 1 mL de 

TCA 10 % a été ajouté pour stopper la réaction, puis le mélange est centrifugé à 1750 

× g pendant 10 min. Ensuite, 1 mL du surnageant obtenu est incubé avec 200 μL d’une solution 

de chlorure ferrique (FeCl3 ; 0,1 %) fraîchement préparé. Après 30 min d’incubation à 

l'obscurité, l'absorbance du mélange réactionnel est mesurée par spectrophotométrie à 700 nm 

Figure 27: Principe du test FRAP. 
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contre un blanc sans échantillon préparé dans les mêmes conditions en remplaçant l'extrait par 

méthanol. L'activité antioxydante liée pouvoir réducteur des extraits est exprimée en 

pourcentage de pouvoir réducteur à l'aide de la formule suivante : 

Le pouvoir réducteur de fer (%) =  
Aa−Ab Aa × 100 

Avec 
Aa= Absorbance de l'extrait ou standard 

Ab= Absorbance bu blanc 

 Les résultats sont exprimés en concentrations (mg/mL) en fonction des absorbances 

obtenues.  

3.2. Test de chélation des ions ferreux (Fe2+) 

La capacité chélatrice des extraits méthanoliques a été déterminée selon la méthode de 

Dinins et al. (Dinis et al., 1994). Le principe de ce test est basé sur l’inhibition de la formation 

du complexe Fe+2-Ferrozine, chromophore de couleur violette mesurable à 562 nm. En présence 

d’agents chélateurs, la formation de ce complexe est perturbée aboutissant à une diminution 

intense du couleur violette. Plus la coloration de la solution contenant l’extrait testé est claire, 

plus le pouvoir chélateur est important.  

À différentes concentrations (de 0,016 mg/mL à 2 mg/mL), 100 μL de chaque extrait 

méthanolique ou du standard (EDTA) sont mélangés avec 50 μL de solution de chlorure ferreux 

(FeCl2, 2 mM). Après 10 min, 100 μL de ferrozine (5 mM dans l’éthanol) sont additionnés au 

milieu réactionnel, le mélange est bien agité puis laissé pour réagir pendant 10 min à 

température ambiante permettant ainsi la formation de complexe avec une couleur violet (Fe+2 

- Ferrozine). L’absorbance du complexe formé est mesurée à 562 nm contre un blanc sans 

échantillon préparé dans les mêmes conditions en remplaçant l'extrait par méthanol. L’effet 

séquestrant des extraits vis-à-vis du fer est exprimé en pourcentage de chélation selon la formule 

suivante : 

L’activité chélatrice (%) =  
Aa−Ab Aa × 100 

Avec 

Aa= Absorbance de l'extrait ou standard 

Ab= Absorbance bu blanc 
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Les résultats sont exprimés en concentrations (mg/mL) en fonction des absorbances 

obtenues.  

3.3. Test KRL (Kit radicaux libres) 

Le potentiel global de défense antioxydante des huiles a été mesuré avec le test KRL 

(Kit Radicaux Libres) ((Rossi et al., 2013) (Zarrouk et al., 2019)). Ce test consiste à soumettre 

le sang total à une attaque radicalaire pour mobiliser les capteurs de radicaux présents dans le 

sang et neutraliser les processus d'oxydation (Rossi et al., 2013). Les défenses antioxydantes 

intra- et extra-cellulaires contribuent au maintien de l’intégrité membranaire et des fonctions 

cellulaires jusqu’à la lyse des globules rouges. Ce test biologique permet donc de mesurer de 

façon dynamique la capacité globale de défense antiradicalaire d’un individu. Cette capacité est 

donnée par l’augmentation de la durée de résistance à l’hémolyse par rapport à un témoin. A 

l’aide de ce test, nous pouvons également déterminer in vitro, dans des conditions biologiques, 

la capacité antioxydantes des huiles. Des échantillons de sang témoin dilués en présence ou en 

l'absence des huiles, diluées dans du DMSO, sont oxydés par l'oxygène moléculaire dans une 

suspension aqueuse à l'aide d'une solution de dichlorhydrate de 2,2′–azobis (2-amidinopropane) 

(AAPH). La résistance globale du sang témoin à l’attaque radicalaire en présence ou non du 

produit AAPH est exprimée par le temps au bout duquel 50% des cellules sanguines sont lysées 

(T ½ en min) (Figure 28).  

L'hémolyse a été enregistrée à l'aide d'un lecteur de microplaques à 96 puits en mesurant 

la décroissance de la densité optique turbidimétrique à 620 nm. L'efficacité antioxydante de 

l'huile est exprimée en équivalent Trolox. La même analyse est réalisée avec l'α-tocophérol 

Figure 28 : Principe du test KRL (Kit Radicaux Libres ; Société Lara-Spiral, Couternon, France). 
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(Sigma-Aldrich, St-Quentin-Fallavier, France) utilisé comme contrôle. Le test KRL a été réalisé 

par le laboratoire Lara-Spiral (Dr Philippe Durand / Dr Michel Prost, Couternon, France). 

III. Etude in vitro 

1. Matériel biologique : cellules musculaires squelettiques murines 

C2C12 (myoblastes murins)  

1.1. Choix du modèle cellulaire  

Les cellules C2C12 sont une lignée cellulaire de myoblastes de souris immortalisées, 

obtenues à partir de muscles des pattes arrières de souris femelles C3H après une blessure par 

écrasement (Yaffe & Saxel, 1977). Ces myoblastes présentent l’avantage 

de proliférer rapidement dans un milieu à concentration sérique élevée (10 % de sérum de veau 

fœtal (SVF)) et de se différencier en myotubes plurinucléés dans des conditions à faible 

pourcentage de sérum de cheval (2% de sérum de cheval (SC)). Cette lignée cellulaire constitue 

un bon modèle pour étudier les aspects de la myogenèse dans différentes conditions 

environnementales (absence ou présence d’oxystérols associés ou non à des nutriments ou à 

des huiles). 

1.2. Culture cellulaire  

Les cellules C2C12 sont cultivées dans du milieu Dulbecco’s Modified Eagle Medium 

(DMEM) renfermant tous les nutriments indispensables à la survie cellulaire (minéraux, 

vitamines, acides aminés, glucose) et le rouge de phénol. Le milieu de culture est supplémenté 

avec 10 % (v/v) de sérum de veau fœtal (SVF) decomplémenté et avec 1 % d’un mélange 

d’antibiotique (10 000 U/mL pénicilline, 10 000 μg/mL streptomycine). Les cellules sont 

maintenues dans un incubateur à 37 °C dans une atmosphère humide contenant 5 % de CO2. Le 

milieu de culture est renouvelé tous les deux jours afin que les nutriments du milieu ne 

deviennent pas limitants pour le bon développement des cellules.  

Lorsque les cellules atteignent 80 % de confluence, le milieu de culture est éliminé et le 

tapis cellulaire est rincé avec du PBS 1X (Phosphate Buffered Saline) stérile afin d’éliminer les 

débris cellulaires et le milieu contenant du SVF qui pourrait inhiber l’action ultérieure de la 

trypsine pour décoller le tapis cellulaire. Le PBS 1X est ensuite remplacé par 2 mL d’un 

mélange de trypsine (0,5 mg/mL) et d’EDTA (0,2 mg/mL). Une fois les cellules détachées, 

l’action de la trypsine est bloquée par ajout de 8 mL de milieu de culture complet. Les cellules 

sont centrifugées pendant 5 min à 300 g puis reprises dans 10 mL de milieu de culture. Elles 
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sont ensuite comptées grâce à une cellule de Malassez et redistribuées dans de nouvelles des 

boîtes de Pétri à raison de 1,2 × 106 cellules par boîte. Toutes les expériences sont réalisées 

avec des cultures n’excédant pas 20 passages.  

2. Substances pro et antioxydantes 

2.1. Oxystérols 

Les deux oxystérols (7β-OHC : CID 473141, et 7KC : CID 91474) sont fournis soit par 

le Prof. Mohammad Samadi (Université de Lorraine, Metz, France), soit par Sigma-Aldrich. Ils 

sont préparés à la concentration de 2 mM (800 µg/mL) comme suit : 5 mg d’oxystérols (7β-

OHC, ou 7KC) sont solubilisés dans 250 µL d’éthanol absolu, puis mélangés avec 6 mL de 

milieu de culture. Les solutions sont bien agitées et conservées à 4 °C. Ces dernières sont ensuite 

diluées dans du milieu de culture afin d’obtenir les concentrations souhaitées.  

2.2. Huiles Méditerranéennes  

Les deux huiles Méditerranéennes (PLSO et MTSO) sont préparées à la concentration 

de 80 mg/mL comme suit : 80 mg d’huiles (PLSO et MTSO) sont solubilisés dans 1 mL du 

diméthylsulfoxyde (DMSO), vortexés puis conservés à 4 °C. Ces dernières sont ensuite diluées 

dans du milieu de culture afin d’obtenir les concentrations souhaitées.  

2.3. α-tocophérol  

Une solution d’α-tocophérol (80 mM) (réf : T 3251, Sigma Aldrich) est préparée par 

dissolution de 0,34 g dans 1 mL d’éthanol absolu. La solution mère sont ensuite bien agitée et 

conservée à 4 °C. Cette dernière est ensuite diluée dans du milieu de culture aux concentrations 

désirées. 

3. Traitements cellulaires 

Selon l’expérimentation, les cellules C2C12 sont ensemencées pendant 12 h soit dans 

des boîtes Pétri de à raison de 1,2 × 106 cellules par boite, soit dans des plaques 6 puits (1,6 × 

105 cellules par puits), soit dans des plaques 12 puits (8 × 104 cellules par puits), soit dans des 

plaques 24 puits (4 × 104 cellules par puits), soit dans des plaques 96 puits (104 cellules par 

puits).  Les cellules sont ensuite incubées pendant 24 h en présence ou en absence du 7β-OHC 

(50 µM) ou de 7KC (50 µM) associés ou non au PLSO (100 µg/mL), au MTSO (100 µg/mL) 

ou à l’α-tocophérol (400 µM).  
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• Le 7β-OHC et le 7KC sont utilisés à 50 µM. À cette concentration, les deux oxystérols 

sont cytotoxiques ((Sghaier, Zarrouk, et al., 2019) (Yammine, Nury, et al., 2020) 

(Nury, Yammine, et al., 2021)). 

• Les huiles de graines de lentisque « PLSO » et de chardon-marie « MTSO » sont 

utilisées à 100 µg/mL (plus faible concentration qui protège les C2C12 des effets 

toxiques de 7β-OHC (50 µM) et de 7KC (50 µM)).  

• L’α-tocophérol est utilisée à 400 µM comme contrôle positif pour la cytoprotection, en 

raison de sa capacité à réduire les effets toxiques d’oxystérols (Ragot et al., 2013).  

4. Analyse de la morphologie cellulaire par microscopie à contraste de phase 

La morphologie et la densité de myoblastes C2C12 ont été étudiées en plaque de 24 

puits après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en présence ou en 

absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM) à l'aide 

d'un microscope à contraste de phase (Axiovert 40 CFL, Zeiss). Les images sont digitalisées 

grâce à une caméra Axiocam (Zeiss). 

5. Evaluation de la viabilité cellulaire  

5.1. Mesure de l’activité de l’enzyme succinate déhydrogénase par le test MTT  

L’impact de différents traitements sur la viabilité cellulaire et/ou l’activité 

mitochondriale ont été déterminé par l’utilisation du MTT (Bromure de sel de tétrazolium 3- 

(4,5-diméthylthiazol-2-yl) -2,5 diphényltétrazoilum). Ce test consiste à mesurer l'activité de la 

succinate déhydrogénase mitochondriale qui n’est observée que sur des cellules vivantes. Cette 

enzyme, par coupure du cycle tétrazolium, transforme le MTT, de couleur jaune, en cristaux de 

formazan de couleur violet foncé. La membrane des cellules est imperméable aux cristaux de 

formazan conduisant ainsi à leur accumulation intracellulaire (Figure 29).  

Figure 29 : Réaction de réduction du MTT en cristaux de formazan. 
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Les cellules C2C12 sont ensemencées dans des plaques de 96 puits à raison de 104 

cellules par puits. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en 

présence ou en absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 

µM), une solution MTT (0,05 mg/mL) dilué dans de milieu DMEM) est ajoutée dans chacun 

des puits et incubée pendant 3 h à 37 °C sous atmosphère humide et en présence de 5 % (v/v) 

de CO2. La solution de MTT est ensuite éliminée et 100 μL de DMSO sont ajoutés pour 

dissoudre les cristaux de formazan. Après agitation, l’absorbance est mesurée à 570 nm à l’aide 

d’un lecteur de microplaques (Tecan Sunrise, Tecan, Lyon, France). L’activité succinate 

déhydrogénase est déterminée par rapport à celle des cellules contrôles (cellules non traitées).  

5.2. Mesure de l’activité estérase par le test FDA  

La viabilité cellulaire a été étudiée à l’aide de la fluorescéine diacétate (FDA). La FDA 

est une molécule non fluorescente modifiée par l’acétylation de ses deux groupements 

hydroxyles. Une fois mise en contact avec les cellules, la FDA pénètre rapidement dans les 

cellules. Si la cellule est vivante, la FDA est hydrolysée par des estérases produisant de la 

fluorescéine, une molécule qui fluoresce selon un couple excitation-émission (485nm-528 nm). 

La fluorescence FDA est liée à la viabilité cellulaire. 

Les cellules C2C12 sont ensemencées dans des plaques de 24 puits à raison de 4 x 104 

cellules par puits. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en 

présence ou en absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 

µM), les cellules adhérentes sont incubées à l’obscurité à 37 °C avec 15 μg/mL de FDA (Sigma-

Aldrich). La solution de FDA est ensuite éliminée et les cellules sont lysées en présence de 100 

μL de Tris-HCl (10 mM) contenant 1 % de dodécylsulfate (SDS). L’intensité de fluorescence 

est mesurée à l’aide d’un lecteur de microplaques à fluorescence (Tecan Sunrise, Tecan, Lyon, 

France). La viabilité cellulaire mesurée avec le FDA est évaluée par rapport à celle des cellules 

contrôles.  

5.3. Quantification des cellules adhérentes par le test Sulforhodamine 101  

La Sulforhodamine 101 (SR101) qui colore les protéines cellulaires a été utilisée pour 

quantifier les cellules adhérentes et évaluer la confluence (Namsi et al., 2019). 

Les cellules C2C12 sont ensemencées dans des plaques de 24 puits à raison de 4 x 104 

cellules par puits. À la fin de la période de traitement, les cellules adhérentes sont fixées avec 

de l'éthanol froid 70 % pendant 20 min à 4 °C, rincées deux fois dans du PBS 1X, colorées avec 

une solution de SR101 (1,5 µg/mL, 30 min, 4 °C) puis lavées deux fois avec du PBS 1X. La 
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fluorescence est mesurée avec un lecteur de microplaques à fluorescence (Tecan Sunrise, 

Tecan, Lyon, France) en utilisant λEx max = 535 nm / λEm max= 610 nm. 

5.4. Quantification de la mortalité cellulaire par coloration à l’iodure de 
propidium  

La mortalité cellulaire tardive a été évaluée par coloration à l’iodure de propidium (IP). 

Ce dernier est un agent fluorescent capable de pénétrer dans les cellules aux membranes 

cytoplasmiques endommagées, considérées comme des cellules mortes (Yeh et al., 1981). L’IP 

s’intercale de manière irréversible au niveau des acides nucléiques (ADN, ARN) produisant 

une fluorescence orange/rouge (λEx max = 538 nm ; λEm max = 617 nm). 

Les cellules C2C12 sont ensemencées en plaques 24 puits à raison de 4 x 104 cellules 

par puits. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en présence ou en 

absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), les 

cellules C2C12 (cellules adhérentes et non adhérentes) sont colorées avec une solution IP (1 

µg/mL de PBS) pendant 5 min à 37 °C, puis immédiatement analysées sur un cytomètre en flux 

BD Accuri™ C6 (BD Biosciences). La fluorescence d’IP est sélectionnée sur un filtre passe-

bande de 590 ± 20 nm, en prenant en compte 10 000 cellules par échantillons. Les données 

collectées sur une échelle logarithmique sont analysées avec le logiciel FlowJo. Le pourcentage 

de cellules mortes correspond aux cellules IP positives.  

6. Evaluation du stress oxydant  

6.1. Mesure de la surproduction d’espèces réactives de l’oxygène avec le 
dihydroéthidium (DHE) 

La coloration au dihydroéthidium (DHE) permet d’évaluer la surproduction des 

espèces réactives de l’oxygène (ERO), principalement les anions superoxydes (O2
●−). Le DHE, 

est un fluorochrome lipophile non fluorescent, traversant librement les membranes cellulaires 

et qui est rapidement oxydé en présence d’ERO en éthidium fluorescent (Figure 30). Ce dernier 

s’intercale de façon covalente au niveau des bases de l’ADN et émet une fluorescence 

orange/rouge (λEm max = 575 nm) en réponse à une excitation bleue (488 nm) (Rothe & Valet, 

1990). 
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Les cellules C2C12 sont ensemencées en plaques 24 puits à raison de 4 x 104 cellules 

par puits. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en présence ou en 

absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), les 

cellules adhérentes et non-adhérentes sont collectées par trypsination, lavées et puis 

centrifugées à 300 g pendant 5 min. Le culot cellulaire est repris dans 1 mL de PBS 1X 

contenant 2 μM de DHE. Après 15 min d’incubation à 37 °C, les cellules sont ensuite analysées 

au cytomètre en flux BD Accuri™ C6 (BD Biosciences). Les signaux fluorescents des cellules 

colorées par le DHE sont collectés par un filtre passe-bande de 580 nm, en prenant en compte 

10 000 cellules. Les données collectées sur une échelle logarithmique sont analysées avec le 

logiciel FlowJo.  

6.2. Dosage des activités des enzymes antioxydantes et des marqueurs de 

l’oxydation des lipides et des protéines  

Les méthodes utilisées pour le dosage de l’activité enzymatiques GPx et SOD, pour la 

peroxydation des lipides (DC, MDA) et des protéines (PC) sur lysats cellulaires sont les mêmes 

que dans la partie clinique « Evaluation du stress oxydant ». 

7. Evaluation du statut mitochondrial  

7.1. Mesure du potentiel transmembranaire mitochondrial par coloration au 

3,3′-dihexyloxacarbocyanine iodide (DiOC6(3)) 

Le potentiel transmembranaire mitochondrial (ΔΨm) est essentiel pour maintenir la 

fonction physiologique de la chaîne respiratoire pour produire l'ATP. La détermination de son 

état est largement utilisée pour caractériser le métabolisme, et la mort cellulaire à un stade 

précoce (L. B. Chen, 1988). Une différence de potentiel existe de part et d'autre de la membrane 

Figure 30 : Oxydation du Dihydroéthidium (DHE) en Ethidium fluorescent. 
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interne mitochondriale. Cette différence est créée par les pompes à protons qui réalisent un 

gradient électrochimique (ΔΨm) entre l’espace intermembranaire et la matrice mitochondriale. 

Cette variation du potentiel transmembranaire mitochondrial (ΔΨm) est détectée à l’aide de 

l’iodure de 3,3′-dihexyloxacarbocyanine (DiOC6(3)). Le DiOC6(3) (λEx max= 488 nm ; λEm 

max= 501 nm) est un fluochrome cationique, lipophile, son accumulation dans la mitochondrie 

dépend du ΔΨm. Plus le ΔΨm est élevé, plus la fluorescence associée au DiOC6(3) est forte et 

vice-versa (Vejux et al., 2020). 

Les cellules C2C12 sont ensemencées en plaques 24 puits à raison de 4 x 104 cellules 

par puits. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en présence ou en 

absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), les 

cellules adhérentes et non-adhérentes sont collectées, lavées, puis centrifugées à 300 g pendant 

5 min. Le culot cellulaire est repris dans 1 mL de PBS 1X contenant 40 nM de DiOC6(3) et 

incubé pendant 15 min à 37 °C (Ragot et al., 2013). Les cellules sont ensuite analysées au 

cytomètre en flux BD Accuri™ C6 (BD Biosciences). La chute de ΔΨm est indiquée par une 

diminution de l’intensité de fluorescence verte qui est recueillie à travers un filtre passe-bande 

de 520 ± 10 nm. Les données collectées sur une échelle logarithmique sont analysées avec le 

logiciel FlowJo en prenant en compte 10 000 cellules. 

7.2. Dosage de l’ATP intracellulaire  

L’adénosine triphosphate (ATP) est le majeur vecteur d’énergie utilisé dans toutes les 

activités cellulaires. Il est produit par la mitochondrie au cours de la phosphorylation oxydative.  

Le dosage de l’ATP a été réalisé à l’aide du kit « ATP Bioluminescence Assay Kit CLS 

II », en suivant les instructions du fabricant (réf: 11699695001, Roche). 

Les cellules C2C12 sont ensemencées en plaques 12 puits à raison de 8 x 104 cellules 

par puits. À la fin des traitements, les cellules sont trypsinées et centrifugées à 300 g pendant 5 

min. Le culot cellulaire est ensuite repris par 100 μL de tampon de lyse. Après 10 min 

d’incubation à température ambiante, une centrifugation est réalisée à 1000 g pendant 5 min. 

Ensuite, 50 μL de luciférase sont ajoutés à 50 μL de chaque lysat cellulaire pour mesurer la 

bioluminescence des échantillons à l’aide d’un lecteur de microplaques (Tecan Infinite M200 

Pro). Une courbe d’étalonnage est réalisée à partir d’une solution mère d’ATP (10,5 mg/mL) 

en utilisant l’ATP lyophilisé fourni par le kit pour déterminer la concentration d’ATP cellulaire. 
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7.3. Mesure de la masse mitochondriale par coloration au MitoTracker Red 

La masse mitochondriale a été quantifiée par cytométrie en flux après coloration avec 

le MitoTracker Red (Thermo Fisher Scientific). Le MitoTracker Red est un fluorochrome qui 

a la capacité à traverser la membrane par diffusion passive pour s’accumuler dans les 

mitochondries des cellules vivantes (Zarrouk et al., 2012). 

Les cellules C2C12 sont cultivées dans des plaques 24 puits à raison de 4 x 104 cellules 

par puits. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en présence ou en 

absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), les 

cellules adhérentes et non adhérentes sont collectées par trypsination puis lavées avec du 

DMEM sans SVF, et 100 nM d’une solution de Mitotracker Red, préparée dans du DMEM sans 

SVF, sont ajoutés. Après 30 min d’incubation à 37 °C, les cellules sont lavées avec du PBS 1X 

et re-suspendues dans 1 mL de PBS 1X pour être analysées avec un cytomètre en flux BD 

Accuri™ C6 (BD Biosciences). Les signaux fluorescents sont recueillis avec un filtre passe-

bande de 580 ± 20 nm. Pour chaque échantillon, la fluorescence est quantifiée sur 10 000 

cellules et les données collectées sur une échelle logarithmique sont analysées avec le logiciel 

FlowJo.  

7.4. Mesure de la production d’anions superoxydes mitochondriaux par 

coloration au MitoSOX Red 

La production d’anions superoxydes mitochondriaux (O2
●-) a été mesurée par 

cytométrie en flux après coloration au MitoSOX Red, qui cible particulièrement les 

mitochondries dans les cellules vivantes (Zarrouk et al., 2012). Une fois dans les 

mitochondries, cette molécule est oxydée par l’O2
●−  et émet une fluorescence orange/rouge (λEx 

max = 510 nm ; λEm max = 580 nm). 

Les cellules C2C12 sont ensemencées en plaques 24 puits à raison de 4 x 104 cellules 

par puits. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en présence ou en 

absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), les 

cellules adhérentes et non-adhérentes sont détachées par la trypsine et lavées dans du PBS 1X 

et marquées avec 5 µM de MitoSOX Red à 37 °C pendant 15 min. Les signaux fluorescents 

sont collectés avec un filtre passe-bande de 580 ± 20 nm et mesurés avec un cytomètre en flux 

BD Accuri™ C6 (BD Biosciences), en prenant en compte10 000 cellules échantillons. Les 

analyses sont réalisées à l'aide du logiciel FlowJo. 
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8. Evaluation du statut peroxysomal : Etude de la quantité et de la 

topographie du transporteur membranaire peroxysomal ABCD3 par 

immunofluorescence indirecte 

Le transporteur peroxysomal ABCD3 (ATP-binding cassette transporter D3) / PMP70 

(70-kDa peroxisomal membrane protein) est un constituant majeur de la membrane 

peroxysomale utilisé pour mesurer la masse peroxysomale ((Schrader & Fahimi, 2008) 

(Tawbeh et al., 2021)). La topographie et la distribution d’ABCD3 sont identifiées par 

microscopie à illumination structurée (Apotome) et le niveau d’ABCD3 est mesuré par 

cytométrie en flux. 

8.1. Évaluation de la topographie et de la distribution d’ABCD3 par 

microscopie à illumination structurée (Apotome) 

ABCD3 a été visualisé par immunofluorescence indirecte ((E. Gray et al., 2014) (Nury 

et al., 2018)). Pour analyser l’aspect de l’immunomarquage, les cellules sont cultivées sur des 

lames de verre dans des plaques à 6 puits à raison de 2 x 105 cellules par puits. À la fin du 

traitement, des cellules C2C12 adhérentes et non-adhérentes sont collectées, fixées avec du 

paraformaldéhyde (PFA) à 2 % pendant 15 min à température ambiante, puis rincées deux fois 

avec du PBS 1X. Les cellules sont perméabilisées et les sites non spécifiques sont ensuite 

saturés avec une solution de saturation « blocking buffer » (PBS, 0,05 % saponine, 10 % SVF) 

pendant 30 min à température ambiante. Après lavage avec du PBS 1X, les cellules sont 

incubées avec un anticorps polyclonal de lapin dirigé contre ABCD3 (# 11523651, 

Pierce/Thermo Fisher Scientific, Asheville, NC, USA) dilué (1/500) dans la solution de 

saturation. Après 1 h d’incubation, les cellules sont lavées et incubées dans l'obscurité pendant 

30 min avec un anticorps de chèvre anti-lapin 488-Alexa (Santa-Cruz Biotechnology, Santa 

Cruz, CA, USA) dilué au 1/500 dans du la solution de saturation. Après lavage avec du PBS 

1X, les noyaux des cellules sont colorés avec Hoechst 33342 (1 µg/mL). Les cellules sont 

recouvertes de milieu de montage Dako (Dako, Copenhague, Danemark) et montées entre lame 

et lamelle. Les échantillons sont conservés dans l'obscurité à +4 °C jusqu’à l’observation. 

8.2. Quantification d’ABCD3 par cytométrie en flux 

Pour les analyses en cytométrie en flux, les cellules C2C12 en suspension sont 

immunomarquées selon le même protocole que celui décrit en microscopie. L’analyse est 

réalisée sur un cytomètre en flux BD Accuri™ C6 (BD Biosciences). La fluorescence verte de 

l’Alexa Fluor 488 est collectée avec un filtre passe-bande de 520 ± 20 nm. Pour chaque 
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échantillon, 10 000 cellules sont acquises et les données collectées sur une échelle 

logarithmique sont analysées avec le logiciel FlowJo. 

9. Caractérisation et analyse des acides organiques, des stérols et des 

acides gras par Chromatographie en phase gazeuse couplée en 

spectrométrie de masse 

9.1. Extraction des acides organiques 

 Pour l'analyse des acides organiques, les homogénats cellulaires sont transmis dans des 

flacons à bouchon vissé en présence de standards internes (marqués au deutérium ou 

structurellement homologues), de l'hydroxy toluène butylé (BHT) et de l’éthylène diamine tétra 

acétique (EDTA). Les flacons sont scellés avec un septum teflon et leur contenu sont rincés 

avec l'argon pendant 20 min pour chasser l'air. Les hydrolyses alcalines sont ensuite incubées 

en présence d'une solution d’hydroxyde de potassium éthanolique (0,5 M), pendant 30 min à 

température ambiante (20°C) sous agitation magnétique (Leoni et al., 2017). 

9.2. Extraction des acides gras 

Les lipides totaux sont extraits selon la méthode de folch (Folch et al., 1957). Après 24 

h traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en présence ou en absence de PLSO (100 

µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), les culots cellulaires sont placés 

dans des tubes en verre en présence de diheptadecanoyl phosphatidylcholine (C17 :0) (1 mg 

/mL) utilisé comme standard interne. Ce composé est mélangé avec du chloroforme: méthanol 

(2V :1V), de BHT (50 mg/L) et de NaCl (150 mM). Les échantillons sont incubés pendant 30 

min sous agitation puis centrifugés pendant 5 min à 2000 g. La phase organique inférieure est 

récupérée et évaporée à sec sous vide.  

Pour l’analyse des acides gras, y compris les acides gras à très longue chaîne (AGTLC 

; C ≥ 22) par CPG-SM, une étape de dérivation des AG doit être effectuée afin d’avoir des 

dérivés sous forme de pentafluorobenzyl esters (PFB). Pour cela, l’extrait sec est repris dans 

100 μL d’acétonitrile, 5 μL de pentafluorobenzylebromide et 5 μL de di-iosopropylethylamine. 

Après agitation, le mélange est incubé pendant 30 min à température ambiante. Les PFB formés 

sont extraits par l’ajout de 2 mL d‘hexane dans 1 mL d’eau désionisée puis centrifugés à 1 000 

g pendant 5 min. À la fin de la centrifugation, la phase hexanique supérieur est récupérée puis 

évaporée sous vide. Ensuite l’extrait sec obtenue est repris dans 100 μL d’Hexane pour 

l’analyse.  
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9.3. Extraction des stérols 

Les stérols sont recueillis par extraction liquide à liquide avec de l'hexane.  Après 

correction du pH (<3) avec HCl, tous les métabolites sont extraits dans une extraction 

séquentielle liquide à liquide avec de l'hexane et de l'acétate d'éthyle. Les solvants organiques 

sont évaporés sous un léger courant d'argon et convertis en éthers triméthylsilyliques avec le 

mélange de BSTFA (Bis (triméthylsily) trifluoroacetamide) et 1 %  de TMCS 

(Triméthylchlorosilane) (Pierce/Thermo Fisher Scientific). Après une incubation pendant 45 

min à 80°C, la phase organique est évaporée et l’extrait sec obtenu est ensuite repris dans 50 

μL d’hexane pour être analysé par CPG-MS. 

10. Evaluation et caractérisation de la mort cellulaire  

10.1. Détection des cellules en Sub-G1 

La mesure du cycle cellulaire par cytométrie en flux divise le cycle en trois phases : 

G0/G1, phase de quiescence (G0) et d'activation (G1) des cellules ; phase de synthèse de l'ADN 

(S) et phase de division (G2 + M). Au cours de l'apoptose, l'analyse du cycle cellulaire peut 

révèler un pic Sub-G1, localisé juste avant le pic G0/G1. Ce pic contient des cellules 

caractérisées par une condensation et/ou une fragmentation nucléaire associée à une 

fragmentation internucléosomale de l’ADN, et permet de quantifier la proportion de cellules en 

apoptose. 

Pour cette analyse, les cellules C2C12 sont ensemencées en plaque 12 puits à raison 

de 8 x 104 cellules par puits. Après 24 h traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) 

en présence ou en absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol 

(400 µM), les cellules sont détachées par la trypsine, centrifugées, puis rincées deux fois au 

PBS 1X . Les cellules sont fixées dans l’éthanol 70 % froid et placées à -20 °C pendant 12 h. 

L’éthanol fragilise les membranes cellulaires et facilite le passage de l’IP dans les cellules. 

Avant l’analyse au cytomètre, les cellules sont lavées au PBS 1X, centrifugées et le culot est 

repris dans 100 µL de PBS 1X contenant 50 µg/mL d’IP et 100 µg/mL de RNAse A (Sigma 

Aldrich). Après incubation à l’obscurité et à 37 °C pendant 30 min, les cellules sont analysées 

au cytomètre en flux BD Accuri™ C6 (BD Biosciences), en prenant en compte 10 000 cellules. 

La fluorescence est collectée à l’aide d’un filtre passe-bande 590/10 nm et mesurée sur une 

échelle linéaire. L’analyse des données est faite avec le logiciel FlowJo. 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/organic-solvents
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10.2. Quantification des cellules apoptotiques par coloration au Hoechst 33342 et 

coloration de May-Grünwald-Giemsa 

10.2.1. Morphologie des noyaux colorés au Hoechst 33342 

La coloration de Hoechst 33342 est utilisée pour quantifier les noyaux apoptotiques 

carctérisés par des noyaux condensés et/ou fragmentés. Les cellules C2C12 sont ensemencées 

dans des plaques de 24 puits à raison de 4 x 104 cellules par puits cellules. Après 24 h de 

traitement, les cellules adhérentes et non adhérentes sont collectées par trypsination, 

centrifugées (300g x 5min) puis fixées avec du paraformaldéhyde à 2% pendant 15 min à 

température ambiante. Après lavage en PBS 1X, les cellules sont incubées avec du Hœchst 

33342 à 1 µg/mL pendant 5 min puis lavées et une cytocentrifugation est réalisée (utilisation 

du cytospin 2 (Shandon/Thermo Scientific) à 1500 tours/minute pendant 5 min afin de déposer 

environ 40 000 cellules sur une lame de microscope. Le montage lame / lamelle est effectué 

avec du milieu de montage (Dako). La morphologie nucléaire est analysée sous microscope à 

fluorescence en utilisant une excitation ultra-violette (Axioskop fluorescent, Zeiss). Dans ces 

conditions, une couleur bleue des noyaux est observée. 

10.2.2. Morphologie des noyaux colorés au May-Grünwald-Giemsa 

La coloration de May-Grünwald Giemsa a aussi été utilisée pour quantifier des cellules 

avec des noyaux apoptotiques et dont le cytoplasme contient des vacuoles qui peuvent 

correspondre à des vacuoles d’autophagie . Environ 40 000 cellules sont déposées sur lames 

par cytocentrifugation (5 min, 1 500 tours / min), puis fixées avec du méthanol 100% pendant 

5 min. Les lames sont ensuite incubées avec la coloration de May-Grünwald pendant 5min puis 

incubés avec le Giemsa pendant 15 min à température ambiante. Les préparations sont ensuite 

lavées à l’eau distillée, séchées puis immergées pendant 30 secondes dans du xyléne. Le 

montage est réalisé en EUKITT entre lame et lamelle et les échantillons stockées à + 4°C jusqu'à 

observation. Dans ces conditions deux couleurs sont observées en lumière blanche : noyau 

colloré en rose et cytoplasme coloré en bleu/violet.  

10.2.3. Marquage Annexine-V / Iodure de propidium 

L’analyse de l’apoptose a été réalisée sur un cytomètre en flux spectral à l’aide du kit « 

Annexin V-FITC/PI Apoptosis », en suivant les instructions du fournisseur (réf : CAK2001, 

Cohesion Biosciences).  

Par rapport à un cytomètre en flux conventionnel, le cytomètre en flux spectral collecte 

toute la fluorescence émise sans utiliser de filtres. Toute la fluorescence, qui est émise, est 
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collectée puis analysée et quantifiée sur un large spectre. La fluorescence émise dans les 

différentes régions du spectre est quantifiée avec des photomultiplicateurs. Le cytomètre en 

flux spectral dispose de 8 à 16 canaux (fluorescence émise) pour chaque longueur d’onde 

d’excitation et permet théoriquement la détection simultanée de 50 couleurs par cellule. 

10.3. Identification des vacuoles autophagiques  

Les vacuoles autophagiques ont été détectées par le kit autophagie, en suivant les 

instructions du fabricant (réf: ab139484, Abcam).  

11. Etude de l’ultrastructure cellulaire par microscopie électronique 
à transmission  

La microscopie électronique à transmission (MET) est une technique permettant de 

visualiser à grande résolution (1 à 2 Angstrom) des échantillons biologiques très minces ce qui 

permet de visualiser les organites cellulaires. Un faisceau d’électrons émis par un canon à 

électrons traverse l’échantillon à grande vitesse. L’interaction entre les électrons et l’échantillon 

donnent un rayonnement transcrit en image visualisable sur un écran. L’image optique obtenue 

en noir et blanc présente différents contrastes dépendants de la quantité d’électrons ayant 

traversé l’échantillon. 

Dans notre étude, la MET a été utilisée pour étudier les mitochondries et les 

peroxysomes (Nury et al., 2018) dans les cellules C2C12 cultivées pendant 24 h en présence 

ou en l'absence de 7β-OHC (50 µM) ou 7KC (50 µM), associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), ou α-tocophérol (400 µM). La technique utilisée est spécifique pour une 

détection simultanée de tous les organites y compris les peroxysomes. Les échantillons sont 

fixés pendant 1 h à 4 °C dans du glutaraldéhyde à 2,5 % (p/v) dilué dans un tampon cacodylate 

(0,1 M, pH 7,4), lavés deux fois dans du tampon cacodylate, incubés dans l'obscurité pendant 

1 h à 21 °C dans Tris–HCl (0,05 M, pH 9,0) contenant de la diaminobenzidine (DAB : 2,5 

mg/mL) et H2O2 (10 µL/mL d'une solution à 3 %) ; lavés dans le tampon cacodylate (0,1 M, 

pH 7,4) pendant 5 min à 21 °C; post-fixés dans du tétroxyde d'osmium à 1 % (p/v) dilué dans 

du cacodylate de sodium (0,1 M, pH 7,4) pendant 1 h à 21 °C dans l'obscurité ; et rincés dans 

du tampon cacodylate (0,1 M, pH 7,4). Les préparations sont ensuite déshydratées dans des 

bains croissants d’éthanol puis imprégnées dans des bains de concentration croissante 

d’Epon. Des coupes ultrafines sont coupées à l’aide d’un ultramicrotome, colorées avec de 

l'acétate d'uranyle et du citrate de plomb, et examinées à l'aide d'un microscope électronique 

HT7800 (Hitachi, Tokyo, Japon) fonctionnant à 100 kV et équipé de deux caméras de technique 
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de microscopie avancée (AMT) (Woburn, MA, USA). Les images sont obtenues à la plateforme 

de microscopie électronique DimaCell par Laure Avoscan (Agroécologie, AgroSup Dijon, 

CNRS, INRAE, Université Bourgogne Franche-Comté). 

12. Identification des gouttelettes lipidiques par coloration à l'huile 

rouge (Oil Red O (ORO))  

Les gouttelettes lipidiques sont des organites dynamiques et fonctionnent comme une 

structure de stockage pour les lipides neutres, y compris les triglycérides et les esters de 

cholestérol (Walther & Farese, 2012). La présence de lipides neutres a été étudiée par 

coloration avec de l'Oil Red O (ORO ; Sigma Aldrich). L'ORO est soluble dans les lipides 

neutres et reste dissous dans les triglycérides après le lavage. Après 24 h de traitement par le 

7β-OHC (50 µM) en présence ou en absence de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 

µM), les cellules C2C12 cultivées dans des plaques de 6 puits sont lavées avec du PBS 1X et 

colorées avec une solution ORO (trois volumes de colorant ORO à 0,5 % dans de l'isopropanol 

pour deux volumes d'eau) pendant 30 min, puis conservées dans l'obscurité à température 

ambiante. Les cellules colorées sont lavées trois fois avec de l'eau distillée et les observations 

sont toujours réalisées au centre des puits d'une plaque 6 puits sont faites sous un microscope 

inversé à contraste de phase (Axiovert 40 CFL, Zeiss). 

13. Analyse protéique par Western blot  

Le western blot aussi appelé "Immunoblotting" est une technique de biologie 

moléculaire employée pour identifier et quantifier une ou des protéines spécifiques dans un 

mélange protéique. Cette technique consiste en une électrophorèse, un électro-transfert et une 

révélation à l’aide d’anticorps par chimiluminescence. Les différentes étapes sont les suivantes : 

13.1. Extraction et dosage des protéines  

Les cellules C2C12 sont ensemencées dans des boîtes de Pétri à raison de 1,2 x 106 

cellules par boîte. Après 24 h de traitement par le 7β-OHC (50 µM), le 7KC (50 µM) en 

présence ou en absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 

µM), les cellules adhérentes et non-adhérentes sont collectées, lavées deux fois avec du PBS 

1X, et puis centrifugées à 300 g pendant 5 min. Le culot cellulaire est suspendu dans 100 μL de 

tampon de lyse RIPA (50 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 0,1 % SDS, 0,5 % sodium 

déoxycholate, 1 % NP40, 2 mM EDTA, 50 mM NaF, pH 8) en présence d’un cocktail 

d’inhibiteurs de protéases (réf: 11697498001, Roche) pendant 30 min dans la glace, afin de 
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détruire les membranes et de libérer l’ensemble du contenu cellulaire notamment les protéines. 

Après homogénéisation et centrifugation à 20 000 g pendant 15 min à +4 °C, le surnageant, 

contenant l’extrait protéique, est récupéré, réparti en tubes et conservé à -20 °C.  

La concentration de protéines totales est dosée à l’aide d’un kit bicinchonique (BCA)  

(Sigma-Aldrich). Ce kit se base sur la capacité des protéines à réduire en milieu alcalin l’ion 

cuivrique en ion cuivreux. Le complexe formé par l’ion cuivreux et l’acide bicinchonique 

(BCA) donne une couleur bleue mesurée à 570 nm. Dans une plaque de 96 puits, 1 μL d’extrait 

protéique est mis en présence de 24 μL d’eau distillée et de 200 μL du mélange BCA et d’ions 

cuivreux (50:1). Après 30 min d’incubation à 37 °C, l’intensité de la coloration est mesurée à 

570 nm. L’absorbance étant proportionnelle à la concentration de protéines, la quantité de 

protéines totales dans les échantillons est déterminée à l’aide d’une courbe étalon réalisée avec 

de l’albumine de sérum bovin (BSA). 

13.2. Electrophorèse des protéines en conditions dénaturantes (SDS-PAGE) 

Les protéines totales extraites et dosées sont séparées par électrophorèses en conditions 

dénaturantes SDS-PAGE (Sodium Dodecyl Sulfate- Polyacrylamide Gel Electrophoresis). Ce 

type d’électrophorèse permet de séparer les protéines en fonction de leur poids moléculaire sous 

l’effet d’un champ électrique. 

 70 μg d’extrait protéique est mis en présence de tampon de charge Laemmli 4X (pour 

20 mL de tampon 4X : 8 mL de glycérol, 4 mL de β- mercaptoéthanol, 2 g de SDS, 5 mL de 

Tris 1 M pH 6,8, quelques cristaux de bleu de bromophénol qsp 20 mL eau distillée), puis 

dénaturées à 95°C pendant 5 min. Les extraits protéiques ainsi qu’un marqueur de taille (réf; 

1610374, Precision Plus Protein, Standards, BioRad) sont déposés sur un gel d’acrylamide dont 

la composition est indiquée dans le Tableau 2. Un champ électrique de 70 V est appliqué 

pendant 30 min pour la migration des protéines dans le gel de concentration, suivi pendant 1h 

30 min d’une migration sous une tension de 110 V dans le gel de séparation. Sous l’influence 

d’un courant électrique, les protéines chargées migrent vers l’anode permettant une séparation 

en fonction de leur poids moléculaire.  
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Tableau 2 : Composition des différents types de gel d'acrylamide. 

Solutions mères 
Pour deux gels 
de séparation 8 
% (Vf= 15 mL) 

Pour deux gels 
de séparation 12 
% (Vf= 15 mL) 

Pour deux gels 
de séparation 14 
% (Vf= 15 mL) 

Pour 2 gels de 
concentration 4 
% (Vf= 15 mL) 

Eau ultrapure 8,15 mL 7,5 mL 6 mL 7,7 mL 

Tris Base 1,5 M, 
SDS 0,4 %, pH 8,8 

3,75 mL  3,75 mL 3,75 mL - 

Tris Base 1,5 M, 
SDS 0,4 %, pH 6,8 

- - - 3 mL 

Acrylamide/ 
Bisacrylamide 40 % 

3 mL 3,75 mL 5,25 mL 1,2 mL 

Persulfate 
d’ammonium 10 % 

75 μL 75 μL 75 μL 100 μL 

TEMED 18 μL 18 μL 18 μL 20 μL 

 

13.1. Transfert des protéines sur la membrane de PVDF 

La migration des protéines est suivie d’un transfert sur la membrane polyfluorure de 

vinylidène (PVDF). Pour cela, le gel est pris en sandwich avec la membrane de PVDF, deux 

éponges et deux papiers Wattman de 3 mm. La membrane est préalablement activée dans du 

méthanol puis équilibrée pendant 5 min dans du tampon de transfert. Un courant de 50 V est 

ensuite appliqué pendant 30 min pour les protéines de poids moléculaires inférieurs à 50 KDa 

et pendant 1 h pour celle entre 50 et 120 KDa sous agitation avec refroidissement. Sous l’effet 

du champ électrique, les protéines chargées négativement migrent vers l’anode et sont piégées 

par la membrane suivant la même disposition que dans le gel. 

13.2. Détection et révélation des protéines  

Après transfert sur la membrane, cette dernière est incubée pendant 1 h sous agitation 

dans une solution de saturation (PBS 1X, 0,1 % Tween-20) additionnée de 5 % de lait écrémé, 

pour masquer les sites de liaisons aspécifiques. Cette dernière est ensuite incubée pendant une 

nuit à +4 °C en présence de l’un des anticorps primaires d’intérêt indiqués dans le Tableau 3. 

Après 3 lavages de 5 min par une solution de PBS-Tween 0,1 %, la membrane est incubée 

pendant 1 h en présence de l’anticorps secondaire couplé à une peroxydase (Horse Radish 

Peroxidase). L’excès d’anticorps est éliminé par 3 lavages consécutifs au PBS-Tween 0,1 %. 

Enfin, la membrane est révélée en utilisant le kit chimioluniscence (réf ; 34096, SuperSignal™ 
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West Femto Maximum Sensitivity Substrate (Fisher Scientific)) et le signal est enregistré avec 

l‘appareil Chemidoc XRS+ (Bio-Rad). L’analyse de la densitométrie des bandes obtenues est 

effectuée par le logiciel Image Lab (BioRad). 

Tableau 3 : Conditions d'utilisation des anticorps primaires et secondaires. 

Anticorps Références Dilution Espèces 

Anticorps primaires 

Anti-ABCD3 11523651, Pierce/Thermo Fisher Scientific 1/500 Lapin 

Anti-MFP2 GTX114978, Gentex 1/1000 Lapin 

Anti-ACOX1 Produits par le Prof. Cherkaoui-Malki (Dijon) 1/200 Lapin 

Anti-Nrf2 C0279, Assay bioTech 1/1000 Lapin 

Anti-P-Nrf2 MA5-32116, Invitrogen 1/1000 Lapin 

Anti-Sirt1 9475, Cell signaling 1/1000 Lapin 

Anti-AMPKα 2532, Cell signaling 1/1000 Lapin 

Anti-Caspase-3 9662, Cell signaling 1/1000 Lapin 

Anti-PARP 9532S, Cell signaling 1/1000 Lapin 

Anti-LC3 L8918, Sigma-Aldrich 1/1000 Lapin 

Anti-Atg13 ab201467, Abcam  1/1000 Lapin 

Anti- p62 ab56416, Abcam 1/1000 Souris 

Anti-β-actine A2228, Sigma-Aldrich 1/10 000 Souris 

Anticorps secondaires 

Anti-IgG de lapin 7074S, Cell signaling 1/5000 Chèvre 

Anti-IgG de souris sc-2005, Santa-Cruz Biotechnology 1/5000 Chèvre 

 

14. Analyse des ARNm par RT-qPCR 

14.1. Extraction et dosage des ARN totaux  

L’extraction d’ARNm a été réalisée en utilisant le kit RNeasy Mini Kit (réf; 74106, 

Qiagen). Une fois les cellules C2C12 préalablement ensemencées dans des boîtes de Pétri à 

raison de 1,2 x 106 cellules par boîte et traitées aux conditions désirées, les cellules adhérentes 

et non-adhérentes sont récupérées par trypsination, centrifugées et rincées au PBS 1X stérile. 
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Le culot cellulaire est lysé dans un tampon de lyse (buffer RLT) à 1 % de β-mercaptoéthanol. 

Le lysat est transféré sur une colonne RNeasy spin placée dans un tube de 2 mL puis centrifugé 

à 8 000 g pendant 30 s. Le surnageant est homogénéisé en ajoutant 350 µL d’éthanol à 70 % 

afin d’augmenter la spécificité de liaison des ARNs avec la membrane de la colonne. Un 

premier lavage avec le tampon RW1 (RNA Wash Buffer 1) est effectué et la colonne est de 

nouveau centrifugée 30 s à 8 000 g. Afin d’éliminer les traces d’ADN, de la DNAse est ajoutée 

à la colonne pendant 15 min à température ambiante. Deux nouveaux lavages sont effectués 

avec deux tampons successifs ((RW1 : RNA Wash Buffer 1) et (RPE : RNA Buffer Ethanol)). 

La colonne est ensuite centrifugée à une vitesse maximale pendant 1 min, afin d’éliminer toute 

trace d’éthanol. Un volume de 30 µL d’eau dépourvue de RNAse est ajouté à la colonne afin 

d’éluer les ARN. Celle-ci est ensuite centrifugée pendant 1 min à 8 000 g afin de récupérer les 

ARN. La concentration en ARNs est mesurée avec un spectrophotomètre (UV-1800, 

Schmadzu). Un volume de 3 µL de chaque extrait d’ARN est placé sur le dispositif TrayCell 

(Hellma). Les concentrations sont lues à 260 nm et à 280 nm. Le rapport DO 260 nm/DO 280 

nm permet de vérifier la pureté des ARNs, ce rapport doit être compris entre 1,8 et 2,2.  

14.2. RT-PCR : Reverse Transcriptase- Polymerase Chain Reaction 

La reverse transcription est l’étape qui permet la synthèse d’ADN complémentaire 

(ADNc) à partir d’un brin d’ARN, par l’action d’ARN Polymérase. Elle est réalisée en utilisant 

le kit iScript cDNA Synthesis (réf :1708891, BioRad). Dans chaque tube, un volume d’ARNs 

total correspondant à 1 µg d’ARN, 4 μL de tampon 5X iScript reaction mix, et 1 μL de iScript 

reverse transcription, 14 µL d’eau dépourvue de RNAse sont ajoutés. Dans le thermocycleur, 

le mélange est incubé pendant 5 min à 25 °C puis la synthèse d’ADNc s’effectue pendant 20 

min à 46 °C. La réaction se termine par dénaturation des brins néosynthétisés pendant 5 min à 

95 °C puis retour à 4 °C. Les ADNc sont conservés à -20 °C jusqu’à utilisation.  

14.3. qPCR : Quantitative Polymerase Chain Reaction  

La PCR quantitative est utilisée pour déterminer l’expression de nombreux gènes dont 

les séquences sont reportées dans le Tableau 4.  
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Tableau 4 : Séquences des différentes amorces utilisées pour les qPCR. 

 

Les 20 µL d’ADNc obtenus sont dilués en ajoutant 80 µL d’eau. Un volume de 25 µL 

de chaque échantillon est alors ajouté dans un même tube, qui sert à réaliser une gamme 

standard. Ensuite, 225 µL d’eau sont ajoutés aux 75 µL restants de chaque échantillon afin 

d’obtenir un volume de 300 µL. Dans une plaque 96 puits, 10 μL d’un mélange réactionnel sont 

déposés dans chaque puits. Ce mélange est constitué de 12,5 µL de MESA GREEN qPCR 

Gène Amorce sens Amorce anti-sens 

SOD1 5′-AACCAGTTGTGTTGTCAGGAC-3′ 5′-CCACCATGTTTCTTAGAGTGAGG-3′ 

SOD2 5′-CAGACCTGCCTTACGACTATGG-3′ 5′-CTCGGTGGCGTTGAGATTGTT-3′ 

GPx1 5′-CCACCGTGTATGCCTTCTCC-3′ 5′-AGAGAGACGCGACATTCTCAAT-3′ 

GPx4 5′-CGCGATGATTGGCGCT-3′ 5′-CACACGAAACCCCTGTACTTATCC-3′ 

GPx4 
Mitochondrial 

5′-AGCTGGGGCCGTCTGAGCCG-3′ 5′-ATGTCCTTGGCTGAGAATTCGT-3′ 

Catalase 5’-AGCGACCAGATGAAGCAGTG-3’ 5’-TCCGCTCTCTGTCAAAGTGTG-3’ 

Abcd3 5′-CTGGGCGTGAAATGACTAGATTG-3′ 5′-CTTCTCCTGTTGTGACACCATTG-3′ 

Pex5 5′-GTGGGCAGCAGAGTTTATACAG-3′ 5′-CTCCCTCCTCAAGTCGATGC-3′ 

Pex13 5′-AACCAACACTTACAAGAGTGCC-3′ 5′-CCGTAGGCTCCATATCCAGAAG-3′ 

Pex14 5′-ACAGCAGTGAAGTTCCTACAGA-3′ 5′-GCCAGGTCAATCTCTTCGTCT-3′ 

Mfn1 5′-CATGGGCATCATGGTTGTTGGG-3′ 5′-TCTCCACTGCTCGGGTGTAG-3′ 

Mfn2 5′-CAAGTGTCCGCTCCTGAAGG-3′ 5′-GAACCTCCTTGGCAGACACG-3′ 

Opa1 5′-CAAGCATTACAGGAAGGTGTCAGAC-3′ 5′-CACTGAGAGTCACCTTCACTGG-3′ 

Fis1 5- TGTCCAAGAGCACGCAATTTG -3 5′-CCTCGCACATACTTTAGAGCCTT-3′ 

Drp1 5′-GGAGTTGAAGCAGAAGAATGGGG-3′ 5′-CAGTGACGGCGAGGATAATGG-3′ 

Tfam1 5’-CGCAGCACCTTTGGAGAA-3’ 5’-CCCGACCTGTGGAATACTT-3’ 

NRF1 5’-GCCGTCGGAGCACTTACT-3’ 5’-CTGTTCCAATGTCACCACC-3’ 

Sirt3 5′-GGATTCGGATGGCGCTTGA-3′ 5′-CACCTGTAACACTCCCGGAC-3′ 

AMPKα-1 5′-CATGGCTGAGAAGCAGAAGCAC-3′ 5′-CTTAACTGCCACTTTATGGCCTG-3′ 

36B4 5′-GCGACCTGGAAGTCCAACTA-3′ 5′-ATCTGCTTGGAGCCCACAT-3′ 
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MasterMix Plus (Eurogentec), 0,075 µL d’amorce sens (100 µM), 0,075 µL d’amorce anti-sens 

(100 µM), 7,35 µL d’eau.  Puis, 5 μL d’ADNc dilué sont ajoutés. Le volume total dans chaque 

puits est de 25 µL. 

  La gamme standard pour chaque gène est obtenue en mélangeant un volume de 25 µL 

de chaque échantillon puis en réalisant une gamme de dilutions en cascades (1/2, 1/4, 1/8, 1/16, 

1/32, 1/64). Cette gamme permet de mesurer l’efficacité de l’amplification de chaque gène sur 

la plaque de qPCR. En effet, pour une efficacité de 100 %, il y aura un cycle d’amplification 

d’écart entre chaque point de la gamme. Par exemple, le point à 1/2 aura 1 Ct (Cycle threshold) 

de moins que le point au 1/4 et ainsi de suite. Une gamme standard est réalisée pour chaque 

gène étudié.  

L’amplification est réalisée via l’iCycler « StepOne Plus de (Life Technologies) » selon 

le programme suivant : 20 s à 90 °C pour activer la Taq polymérase, 40 cycles de 3 s à 95°C, 

puis 30 s à 60 °C et enfin un cycle passant de 60 °C à 95 °C pour réaliser une courbe de fusion. 

Le gène de référence 36B4 permet de normaliser l’expression des gènes cibles. 

14.4. Analyse des résultats de qPCR 

La quantification relative des ARNm se fait par la méthode de comparaison des Ct 

(Cycle threshold), c’est-à-dire le nombre de cycles réalisés à une fluorescence donnée. La 

moyenne des Ct des gènes de référence et la moyenne des Ct du gène d’intérêt sont comparées 

entre chaque groupe. La quantification est déterminée par la formule 2- ∆Ct, où ∆Ct correspond 

à la différence entre le Ct du traité et Ct du témoin : plus la différence est importante, plus le 

traitement a un effet sur la transcription.  

IV. Analyses Statistiques 

Les analyses statistiques de l’étude clinique ont été effectuées à l’aide du logiciel SPSS 

(Statistical Package for Social Sciences), version 22.0. Les variables qui ne suivent pas la loi 

normale (distribution gaussienne anormale) ont été représentées par la valeur de médiane et 

l’intervalle de variance (médiane [25 percentile-75 percentile]). Les variables continues qui 

suivent une distribution gaussienne ont été exprimées par la moyenne plus ou moins l’écart type 

(moyenne ± écart type). Pour les variables quantitatives, la comparaison entre les deux groupes 

(patients sarcopéniques et sujets non sarcopéniques) a été effectuée à l’aide du test t de Student 

ou par son alternative non paramétrique (test U de Mann-Whitney) selon que les variables 

suivent ou non une distribution gaussienne. Pour les variables qualitatives, la comparaison a été 

faite par le test de Chi 2 (χ2). Les corrélations ont été utilisées pour estimer le degré de liaisons 
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entre deux variables continus, r est le coefficient de corrélation, sa valeur est comprise entre –

1 et 1. Les tests ont été considérés comme statistiquement significatifs pour une valeur de p 

inférieure ou égale à 0,05 et très significative pour une valeur de p inférieure ou égale à 0,001. 

Les résultats expérimentaux d’étude in vitro ont été analysés statistiquement avec le 

logiciel GraphPad Prism 8.0 (GraphPad Software, San Diego, CA, USA). Les données in vitro 

ont été exprimées en moyenne ± écart type et comparées à un test ANOVA suivi d'un test de 

Tukey, qui permet de multiples comparaisons et permet d'évaluer toute interaction.  
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RÉSULTATS EXPÉRIMENTAUX 

I. Etude clinique 

1. Description de la population étudiée 

Notre étude clinique a porté sur une population qui comprend 160 sujets âgés de 65 ans 

et plus. Tous les participants ont répondu au questionnaire SARC-F. Ce questionnaire a été mis 

en place pour permettre un diagnostic rapide et facile de la sarcopénie en déterminant le niveau 

de difficulté ressenti dans 5 Items comprenant la force musculaire, les troubles de la marche, le 

lever de chaise, la montée des escaliers et les antécédents de chutes. Les participants sont classés 

en deux groupes selon leur score SARC-F : Groupe 1, sujets non sarcopéniques (n=63 ; SARC-

F < 4), et Groupe 2, patients sarcopéniques (n=97 ; SARC-F ≥ 4).  

1.1. Caractéristiques démographiques de la population  

Les caractéristiques démographiques de la population d’étude sont résumées dans le 

Tableau 5.  

Les patients sarcopéniques sont significativement plus âgés que les sujets non 

sarcopéniques (témoins), avec un âge médian de 77 ans [70,50 - 82,00] versus 69 ans [66,50 - 

75,00] (p< 0,001). Une prédominance féminine est marquée dans le groupe des patients 

sarcopéniques avec 55 femmes parmi les 97 (56,70 %). Par ailleurs, l’indice de la masse 

corporelle (IMC) témoigne d’une diminution significative (p = 0,033) chez les patients 

sarcopéniques comparés aux sujets non sarcopéniques. La majorité des patients sarcopéniques 

est illettrée (76,29 %). Seulement 20,62 % ont un niveau primaire et secondaire. Aucun patient 

de ce groupe, ayant un niveau d’étude supérieur, n’a été noté. Dans le groupe des patients 

sarcopéniques, le pourcentage d’assistance est très fort et présente 62,29 %. Par contre, dans le 

groupe témoins, le pourcentage d’assistance est très faible et ne présente que 7,94 %. En outre, 

plus de la moitié des patients sarcopéniques (53,60 %) vivent en maison de retraite, tandis que 

plus de 76,19 % des participants non sarcopéniques vivent avec leur famille. 
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Tableau 5 : Caractéristiques démographiques de la population étudiée. 

Les données sont présentées soit sous forme de moyenne ± écart-type, soit sous forme de 

médiane [25-75ème percentiles] pour les paramètres quantitatifs et sous forme de pourcentage 

pour les paramètres qualitatifs. L’analyse statistique des données a été réalisée par le test t de 

student ou le test de Man Whitney et le test χ². IMC : Indice de la masse corporelle ; NS : Non 

significatif. 

1.2. Caractéristiques médicales de la population  

Dans le Tableau 6 dérivant les antécédents médicaux de deux groupes, nous relevons 

que sur notre population de 160 personnes de 65 ans et plus, l’hypertension artérielle est la 

pathologie la plus fréquente dans le groupe des patients sarcopéniques avec une fréquence de 

52,58 % suivie du diabète (32,99 %) et de la dyslipidémie (15,46 %). 

Tableau 6 : Caractéristiques médicales de la population étudiée. 

 L’analyse statistique des données a été réalisée par le test χ². n : nombre de sujets. 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 

Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

Age (années) 69,00 [66,50 – 75,00] 77,00 [71 - 81] <0,001 

IMC (Kg/m2) 26,11 ± 4,65 25,55 ± 4,77 0,033 

Sexe n (%) 
Masculin 44 (69,84) 42 (43,30) 

0,002 
Féminin 19 (30,16) 55 (56,70) 

Niveau culturel 

n (%) 

Analphabète 28 (44,44) 74 (76,29) 

<0,001 

"Cottabe" 4 (6,35) 3 (3,1) 

Primaire 19 (30,16) 16 (16,5) 

Secondaire 10 (15,87) 4 (4,12) 

Supérieur 2 (3,17) 0 (0) 

Assistance n (%) 5 (7,94) 74 (62,29) <0,001 

Lieu de vie 

n (%) 

Avec la famille 48 (76,19) 45 (46,40) 
NS 

Maison de retraite 15 (23,81) 52 (53,60) 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 

Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

Diabète n (%) 24 (38,09) 32 (32,99) NS 

Hypertension artérielle n (%) 31 (49,20) 51 (52,58) NS 

Dyslipidémie n (%) 8 (12,70) 15 (15,46) NS 
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1.3. Caractéristiques gériatriques de la population  

Tous les participants ont subi une évaluation gériatrique complète (EGC) incluant une 

évaluation de la dépression par l’échelle Mini-GDS (Mini Geriatric Depression Scale), de l'état 

cognitif par le test Mini-Cog (Mini-cognitive), de l'état nutritionnel par le test MNA-SF (Mini 

Nutritional Assessment Short-Form), de l'état d'autonomie fonctionnelle par le test ADL 

(Activities of Daily life), et de la performance physique par le test TUG (Test Timed Up and 

Go). L’EGC a été considéré comme anormal si le patient avait l'un des critères suivants : Mini-

GDS ≥ 1/4, MNA-SF ≤ 8/14, ADL ≤ 5/6 ou TUG ≥ 20 secondes. Les résultats obtenus sont 

illustrés dans le Tableau 7 et la Figure 41.  

Le groupe des patients sarcopéniques a une symptomatologie dépressive. 76,29 % des 

patients sarcopéniques ont un risque de dépression contre 53,97 % des sujets non sarcopéniques. 

En appliquant le test de nutrition MNA à 6 items, nous remarquons une diminution très 

significative du score de MNA chez le groupe des sarcopéniques comparativement au groupe 

des sujets non-sarcopéniques. Concernant l’autonomie, pour les activités de base de la vie 

quotidienne (hygiène, habillage, toilette, continence, locomotion et alimentation) de la 

population évaluée selon l’échelle ADL, nous notons une bonne indépendance chez les 

personnes âgées non sarcopéniques puisque aucun sujet de ce groupe, ayant un score ADL ≤ 5, 

par rapport 95,88 % des patients sarcopéniques présentant un risque élevé de perte d’autonomie. 

Par ailleurs, l’évaluation cognitive des participants a été réalisée à l’aide du test Mini-cog. Un 

score médian significativement plus faible est observé dans le groupe des patients 

sarcopéniques rapport au score des sujets contrôles.  

Tableau 7: Caractéristiques gériatriques de la population étudiée. 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 

Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

Score Mini-GDS 0 [0 – 1,5] 1 [0 - 4] <0,001 

Mini-GDS ≥ 1 n (%) 34 (53,97) 74 (76,29) <0,001 

Score MNA 12 [10 - 14] 8 [5,5 - 11] <0,001 

Score MNA ≤ 8 n (%) 11 (17,46) 73 (75,26) <0,001 

Score ADL 6 [6 - 6] 4 [3 - 5] <0,001 

Score ADL ≤ 5 n (%) 0 (0) 93 (95,88) <0,001 

Score Mini-Cog 4 [3 - 5] 2 [2 - 3] <0,001 

Les données sont présentées soit sous forme de médiane [25-75ème percentiles] pour les 
paramètres quantitatifs et sous forme de pourcentage pour les paramètres qualitatifs. L’analyse 
statistique des données a été réalisée par le test de Man Whitney et le test χ². 
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Le test TUG aide à déterminer en 20 secondes le risque de chute. Il permet d’apprécier 

l’équilibre, la force musculaire des membres inférieurs, la vitesse de marche, les capacités de 

compréhension de consignes relativement simples. Ce test permet d’évaluer la gravité de la 

sarcopénie (Figure 31). En effet, pour les sujets non sarcopéniques, 21 personnes ont réalisé le 

test en une chronologie inférieure à 20 secondes. Ils ont une mobilité normale et sont considérés 

comme indépendants la plupart du temps. Pour les patients sarcopéniques, seulement 5 patients 

ont réalisé le test en plus de 20 secondes. Ils ont une mobilité réduite et sont considérés comme 

dépendants. 

2. Evaluation des marqueurs du stress oxydant plasmatique et/ou 

érythrocytaire  

Puisque le stress oxydant est reconnu comme l’accélérateur principal du vieillissement 

et l’un  des principaux facteurs potentiellement impliqués dans la pathogenèse de la sarcopénie, 

une évaluation des marqueurs du système de défense antioxydant enzymatique (SOD, GPx, 

catalase) ainsi que les produits d’oxydation lipidique (diènes conjugués, malondialdéhyde) et 

protéique (protéines carbonylées) a été réalisée sur le plasma et les érythrocytes des patients 

âgés sarcopéniques et des sujets âgés non sarcopéniques. 

2.1. Mesure de l’activité des enzymes antioxydantes érythrocytaires  

Les résultats du dosage de l’activité des enzymes antioxydantes (GPx, SOD, et CAT) 

au niveau érythrocytaire sont présentés dans le Tableau 8. La comparaison des activités des 

enzymes antioxydantes érythrocytaires mesurés dans le groupe des patients sarcopéniques et le 

groupe des sujets non sarcopéniques témoigne des augmentations significatives de l’activité de 

GPx, SOD, et CAT chez le groupe des patients âgés sarcopéniques. 
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Figure 31 : Répartition de la population non sarcopénique et sarcopénique selon le 

temps TUG (Time Up and Go). 
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Comme le montre le tableau ci-dessous, l’activité médiane de GPx s’échelonne de 79,80 

[65,16 - 100,18] U/mg Hb chez les sujets non sarcopéniques à 87,11 [81,15 - 100,79] U/mg Hb 

chez les patients âgés sarcopéniques. De plus, nous notons une augmentation très significative 

de l’activité de SOD chez le groupe des participants sarcopéniques comparés aux non 

sarcopéniques (2,04 [1,50 - 3,29] U/mg Hb versus 2,78 [2,40 - 3,31] U/mg Hb). De même, 

l’activité de catalase, est augmentée chez le groupe des seniors sarcopéniques comparé aux non 

sarcopéniques (0,12 [0,09 - 0,14] U/mg Hb versus 0,10 [0,09 - 0,12] U/mg Hb).  

Tableau 8 : Activité catalytique des enzymes antioxydantes érythrocytaires GPx, SOD et 

CAT dans la population étudiée. 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 

Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

GPx (U/mg Hb) 79,80 [65,16 - 100,18] 87,11 [81,15 - 100,79] 0,004 

SOD (U/mg Hb) 2,04 [1,50 - 3,29] 2,78 [2,40 - 3,31] <0,001 

CAT (U/mg Hb) 0,10 [0,09 - 0,12] 0,12 [0,09 - 0,14] 0,035 

Les données sont présentées sous forme de médiane [25-75ème percentiles]. L’analyse 

statistique des données a été réalisée par le test de Man Whitney. GPx : Glutathion 

peroxydase ; SOD : Superoxyde dismutase ; CAT : Catalase ; UGPx : µmoles de GSH 

oxydé/min ; Ucatalase : µmoles de H202/min ; Hb : Hémoglobine.  

2.2. Evaluation des marqueurs de la peroxydation lipidique et des protéines 

carbonylées plasmatiques et/ou érythrocytaires  

Un déficit de la réponse antioxydante induit des dommages aux biomolécules (lipides, 

protéines). Un dosage des produits de l’oxydation lipidique et protéique a été réalisé aux 

niveaux du plasma et/ou des érythrocytes des patients âgés sarcopéniques ainsi que chez les 

sujets âgés non sarcopéniques. Les résultats sont résumés dans le Tableau 9.  

Le dosage d’un biomarqueur de la peroxydation lipidique, les diènes conjugués (DC), 

montre une augmentation significative de son taux érythrocytaire et plasmatique chez le groupe 

des patients sarcopéniques comparativement au groupe des non sarcopéniques. Au niveau 

érythrocytaire, le taux des diènes conjugués des patients sarcopéniques est relativement 

augmenté de 0,16 [0,12 - 0,21] nmoles/mg d’Hb à 0,19 [0,15 - 0,29] nmoles/mg d’Hb vis-à-vis 

au groupe des sujets non sarcopéniques. Au niveau plasmatique, le taux moyen des diènes 

conjugués qui était de 0,19 ± 0,04 nmoles/mg de protéine, chez le groupe des non sarcopéniques 

passe à 0,22 ± 0,06 nmoles/mg de protéine, chez le groupe des seniors sarcopéniques. 
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La mesure d’un autre marqueur de peroxydation lipidique, malondialdéhyde (MDA), 

révèle une augmentation significative de son taux plasmatique chez le groupe des patients 

sarcopéniques (15,10 x 10-3[10,48 x 10-3 - 17,96 x 10-3] nmoles/mg de protéine) comparé au 

groupe des non sarcopéniques (9,90 x 10-3[8,32 x 10-3 - 14,45 x 10-3] nmoles/mg de protéine).   

Par ailleurs, le taux des protéines carbonylées a été mesuré au niveau plasmatique chez 

les personnes âgées sarcopéniques et non sarcopéniques. Une augmentation significative de la 

carbonylation des protéines est observée en comparant le groupe des non sarcopéniques aux 

groupes des sarcopéniques.  

Tableau 9 : Taux des marqueurs de peroxydation lipidique et de protéines carbonylées 

plasmatiques et/ou érythrocytaires dans la population étudiée. 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 

Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

DC érythrocytaire 

(nmoles/ mg Hb) 
0,16 [0,12 - 0,21] 0,19 [0,15 - 0,29] 0,011 

DC plasmatique 

(nmoles/ mg de protéine) 
0,19 ± 0,04 0,22 ± 0,06 0,013 

MDA plasmatique 

(nmoles/ mg de protéine) 

9,90 x 10-3 

[8,32 x 10-3 - 14,45 x 10-3] 

15,10 x 10-3 

[10,48 x 10-3 - 17,96 x 10-3] 
<0,001 

Pc plasmatique 

(nmoles/ mg de protéine) 
2,85 [1,58 - 3,41] 2,97 [2,07 - 3,59] 0,045 

Les données sont présentées soit sous forme de moyenne ± écart-type, soit sous forme de 

médiane [25-75ème percentiles]. L’analyse statistique des données a été réalisée par le test t de 

student ou le test de Man Whitney. DC : Diènes conjugués ; MDA : Malondialdéhyde ; PC : 

Protéines carbonylées, Hb : Hémoglobine. 

3. Evaluation des marqueurs inflammatoires sériques 

Les résultats du dosage des cytokines pro-inflammatoires (TNF-α, IL-8, IL-6) et de 

CRP sériques sont présentés dans le Tableau 10. 

Le taux de TNF-α est significativement plus élevé dans le groupe des patients 

sarcopéniques (28,22 [25,78 - 30,50] pg/mL) que dans le groupe des sujets non sarcopéniques 

(25,54 [24,23 - 29,59] pg/mL) (p= 0,032). De même, le niveau d'IL-8 est significativement plus 

élevé dans le groupe des patients sarcopéniques (21,50 [12,08 - 31,24]) par rapport aux non 

sarcopéniques (11,52 [7,90 - 20,90]) (p = 0,003). Le groupe des patients sarcopéniques présente 
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également un taux de CRP significativement plus élevé que les sujets non sarcopéniques. En 

revanche, aucune différence significative n’a été observée pour l’IL-6 entre le groupe des 

sarcopéniques et celui des non sarcopéniques.  

Tableau 10 : Taux de marqueurs inflammatoires sériques dans la population étudiée. 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 

Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

TNF-α (pg/mL) 25,54 [24,23 - 29,59] 28,22 [25,78 - 30,50] 0,032 

IL-8 (pg/mL) 11,52 [7,90 - 20,90] 21,50 [12,08 - 31,24] 0,003 

IL-6 (pg/mL) 9,91 [7,90 - 13,42] 10,62 [8,12 - 18,39] NS 

CRP (mg/L) 16,40 [6,87 - 50,00] 40,00 [9,00 - 89,00] 0,019 

Les données sont présentées sous forme de médiane [25-75ème percentiles]. L’analyse 

statistique des données a été réalisée par le test de Man Whitney. TNF-α : Facteur de nécrose 

tumorale ; IL-8 : Interleukine-8 ; IL-6 : Interleukine-6 ; CRP : Protéine C-réactive ; NS : Non 

significatif. 

La leucotriène B4 (LTB-4) est un médiateur lipidique pro-inflammatoire généré à partir 

de l’acide arachidonique via la voie de la 5-lipoxigénase. La LTB-4 exerce des actions 

biologiques bien caractérisées, en particulier la promotion du chémotactisme des leucocytes et 

la régulation des cytokines pro-inflammatoires (DiMeo et al., 2008). De ce fait, un dosage du 

taux de LTB-4 a été réalisée aux niveaux du sérum des patients âgés sarcopéniques ainsi que 

chez les sujets âgés non sarcopéniques. Les résultats obtenus sont présentés dans la Figure 32. 
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Figure 32 : Taux de leucotriène B 4 sérique dans la population étudiée. Les résultats sont 

présentés sous forme de médiane [25-75ème percentiles]. L’analyse statistique des données a 

été réalisée par le test de Man Whitney. LTB-4 : Leucotriène B 4. 
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Les résultats montrent une augmentation hautement significative des taux sériques de 

LTB-4 chez les patients sarcopéniques comparativement aux sujets non sarcopéniques. En effet, 

le taux médian de LTB-4 qui était de 2721,20 [1723,92 - 3765,99] pg/mL passe à 6181,34 

[3964,30 - 7947,13] pg/mL, respectivement chez les sujets non sarcopéniques et les patients 

sarcopéniques.  

4. Evaluation d’apeline (myokine) plasmatique  

L’apeline est une myokine sécrétée dans les muscles lors de l’exercice physique. Elle 

est produite lors de la contraction musculaire et semble capable de maintenir et de préserver les 

capacités musculaires. Avec l’âge, la régulation d’apeline est altérée entraînant une diminution 

des fonctions musculo-squelettiques (sarcopénie). L’apeline empêche la sarcopénie en 

stimulant les cellules satellites, en régénérant les fibres musculaires (myofibres) et en stimulant 

le métabolisme cellulaire. Les résultats du dosage d’apeline plasmatique sont présentés dans la 

Figure 33 . 

Le dosage de myokine, l’apeline, montre une augmentation significative chez le groupe 

des patients sarcopéniques alors qu’une diminution est observée chez le groupe des sujets non 

sarcopéniques (519,94 ± 207,61 pg/mL versus 372,10 ± 181,77 pg/mL chez les sarcopéniques 

et les non sarcopéniques, respectivement). 
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Figure 33 : Taux d’apeline plasmatique dans la population étudiée. Les résultats sont 

présentés sous forme de moyenne ± écart-type. L’analyse statistique des données a été 

réalisée par le test t de student. 
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5. Analyse des marqueurs lipidiques  

5.1. Evaluation du profil des acides gras érythrocytaires  

L’évaluation du profil des acides gras érythrocytaires a été réalisé par chromatographie 

en phase gazeuse sur les érythrocytes des sujets non sarcopéniques et les patients sarcopéniques. 

Les résultats exprimés en µg/mL sont consignés dans les Tableaux 11 et 12.  

L’analyse des acides gras saturés étudiés (de C12:0 à C25:0) a montré que les taux des 

acides gras à très long chaîne (C22:0, C24:0, et C25:0) sont significativement augmentés chez 

les patients sarcopéniques par rapport aux sujets non sarcopéniques. Des taux de C12:0, C14:0, 

C16:0 plus faibles sont remarqués chez le groupe des sarcopéniques comparé au non 

sarcopéniques.  

Pour les acides gras monoinsaturés (AGMI) érythrocytaires, une augmentation 

significative a été mise en évidence chez le groupe des personnes âgées sarcopéniques 

comparativement au groupe des non sarcopéniques. Cette augmentation est associée à 

l’élévation significative de C17:1 n-7, C22:1 n-9, et C24:1 n-9.  

Concernant les acides gras polyinsaturés (AGPI), une augmentation significative a été 

notée chez le groupe des aînés sarcopéniques, en comparaison au groupe des aînés non 

sarcopéniques. Cette augmentation résulte surtout l’augmentation significative de la somme des 

AGPI oméga-6. Un niveau très élevé de C20:2 n-6, de C20:4 n-6, et de C22:2  n-6  a été détecté 

dans les érythrocytes des patients sarcopéniques par rapports aux sujets témoins. Pour les AGPI 

de la famille oméga-3, une augmentation significative de C18:3 n-3 a été observé chez les 

patients sarcopéniques alors que les autres oméga 3 aucune variation n’a été observée.  

Parlons des acides gras Trans (Tableau 12), une augmentation significative de la 

concentration totale en acides gras trans érythrocytaires a été mise en évidence chez le groupe 

des patients sarcopéniques comparativement aux sujets non sarcopéniques. Cette augmentation 

se traduit par une augmentation hautement significative de C18:1 trans 11, et C18:2 cis 9 trans 

12 (p<0,001), et par une augmentation significative de C18:1 trans 9, C18:2 trans 9 cis 12, C18:3 

cis 9 cis12 trans 15, C18:2 cis 9 trans 11, et C18:2 trans 10 cis 12 dans le groupe des patients 

sarcopéniques comparativement au groupe témoins. 
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Tableau 11 : Profil érythrocytaire des acides gras chez les patients sarcopéniques et les 

sujets non sarcopéniques étudiés. 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 
Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

∑AGS 59,53 [51,70 - 87,06] 65,92 [43,25 - 90,23] NS 
C12:0 0,33 [0,27 - 0,49] 0,25 [0,14 - 0,40] NS 
C14:0 0,68 [0,47 - 0,91] 0,62 [0,46 - 0,94] NS 
C16:0 49,79 [32,46 - 61,44] 47,49 [26,94 - 59,20] NS 
C18:0 29,83 [23,68 - 35,96] 25,34 [15,75 - 35,71] NS 
C20:0 0,09 [0,06 - 0,23] 0,18 [0,09 - 0,30] 0,017 
C21:0 0,17 [0,12 - 0,30] 0,20 [0,15 - 0,29] NS 
C22:0 0,49 [0,26 - 0,96] 0,56 [0,28 - 0,89] 0,027 
C24:0 0,36 [0,25 - 0,57] 0,46 [0,29 - 0,80] 0,001 
C25:0 0,08 [0,02 - 0,19] 0,09 [0,04 - 0,20] 0,043 

∑AGMI 20,41 [16,31 - 34,93] 26,78 [16,25 - 43,84] 0,007 

C14:1 n-5 0,87 [0,5 - 1,06] 0,81 [0,40 - 1,27] NS 
C16:1 n-7 0,54 [0,32 - 0,73] 0,52 [0,36 - 0,86] NS 
C17:1 n-7 0,11 [0,04 - 0,74] 0,34 [0,16 - 1,00] 0,027 

C18:1 9 n-9 16,87 [13,40 - 30,18] 22,43 [12,36 - 37,99] NS 
C18:1 n-7 1,88 [1,50 - 2,67] 2,35 [1,42 - 3,87] NS 
C20:1 n-9 0,08 [0,03 - 0,21] 0,13 [0,06 - 0,31] NS 
C22:1 n-9 0,07 [0,03 - 0,16] 0,13 [0,05 - 0,25] 0,049 
C24:1 n-9 0,06 [0,04 - 0,12] 0,09 [0,05 - 0,17] 0,030 

∑AGPI 14,61 [8,49 - 23,27] 18,31 [14,51 - 45,64] 0,021 

∑AGPI n-3 1,28 [0,83 - 3,45] 1,30 [0,73 - 4,11] NS 

C18:3 n-3 0,04 [0,02 - 0,09] 0,12 [0,05 - 0,25] 0,001 
C20:3 n-3 0,79 [0,34 - 2,46] 0,59 [0,22 - 2,71] NS 
C20:5  n-3 0,12 [0,04 - 0,25] 0,09 [0,04 - 0,28] NS 
C22:5 n-3 0,07 [0,05 - 0,18] 0,07 [0,03 - 0,17] NS 
C22:6 n-3 0,25 [0,07 - 0,42] 0,12 [0,06 - 0,41] NS 

∑AGPI n-6 13,78 [7,95 - 20,70] 17,56 [13,36 - 40,05] 0,007 

C18:2  n-6 7,81 [3,98 - 13,26] 8,38 [3,39 - 22,36] NS 
C18:3  n-6 0,33 [0,16 - 0,73] 0,49 [0,29 - 0,83] NS 
C20:2 n-6 0,12 [0,08 - 0,18] 0,18 [0,10 - 0,36] 0,019 
C20:3  n-6 0,37 [0,1 - 0,88] 0,35 [0,06 - 0,85] NS 
C20:4 n-6 3,55 [1,49 - 7,33] 10,30 [3,75 - 15,45] <0,001 
C22:2  n-6 0,9 [0,04 - 0,21] 0,14 [0,08 - 0,27] 0,027 
C22:4 n-6 0,05 [0,02 - 0,17] 0,09 [0,03 - 0,39] NS 

Les concentrations en acides gras sont exprimées en µg/mL. Les données sont présentées sous 

forme de médiane [25-75ème percentiles]. L’analyse statistique des données a été réalisée par 

le test de Man Whitney. 
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Tableau 12 : Profil érythrocytaire des acides gras Trans chez les patients sarcopéniques 

et les sujets non sarcopéniques étudiés. 

Groupe 
Non sarcopéniques 

n = 63 
Sarcopéniques 

n = 97 
p-value 

∑AG Trans 3,64 [2,32 - 5,61] 4,12 [3,20 – 4,94] 0,048 

C16:1 trans 11 0,21 [0,07 - 0,42] 0,14 [0,09 - 0,29] NS 

C18:1 trans 9 0,17 [0,04 - 0,61] 0,37 [0,19 - 0,55] 0,018 

C18:1 trans 11 0,20 [0,10 - 0,34] 0,69 [0,38 - 0,96] <0,001 

C18:2 trans 9 cis 12 0,06 [0,02 - 0,16] 0,15 [0,07 - 0,24] 0,012 

C18:2 trans 9 trans 12 0,21 [0,11 - 0,31] 0,14 [0,83 - 0,29] NS 

C18:2 cis 9 trans 12 0,54 [0,32 - 0,67] 0,20 [0,13 - 0,32] <0,001 

C18:3 trans 9,12,15 0,15 [0,05 - 0,25] 0,20 [0,12 - 0,35] NS 

C18:3 trans 9,12 cis 15 0,18 [0,11 - 0,30] 0,23 [0,11 - 0,36] NS 

C18:3 trans 9 cis 12 trans 15 0,18 [0,10 - 0,31] 0,17 [0,11 - 0,41] NS 

C18:3 cis 9 trans 12 trans 15 0,23 [0,11 - 0,37] 0,22 [0,14 - 0,39] NS 

C18:3 trans 9 cis12 cis 15 0,18 [0,10 - 0,31] 0,22 [0,14 - 0,39] NS 

C18:3 cis 9 trans 2 cis 15 0,11 [0,04 - 0,20] 0,16 [0,07 - 0,27] NS 

C18:3 cis 9 cis12 trans 15 0,08 [0,04 - 0,15] 0,17 [0,05 - 0,26] 0,019 

C18:2 cis 9 trans 11 0,16 [0,09 - 0,33] 0,12 [0,06 - 0,16] 0,012 

C18:2 trans 10 cis 12 0,14 [0,08 - 0,25] 0,28 [0,11 - 0,55] 0,048 

Les concentrations en acides gras sont exprimées en µg/mL. Les données sont présentées sous 

forme de médiane [25-75ème percentiles]. L’analyse statistique des données a été réalisée par 

le test de Man Whitney. 

 

5.2. Evaluation du taux du cholestérol et de certains de ses dérivés oxydés 
(oxystérols) au niveau plasmatique  

L’évaluation du taux du cholestérol et de certains de ses dérivés oxydés (oxystérols) au 

niveau plasmatique a été réalisé par CPG-MS sur 45 participants (22 patients sarcopéniques et 

23 sujets non sarcopéniques) parmi les 160 participants inclus dans notre étude. Les résultats 

obtenus sont présentés dans la Figure 34.  

Chez les patients sarcopéniques, le taux plasmatique du 7β-OHC, et du 24S-OHC sont 

significativement plus élevés comparativement aux sujets non sarcopéniques alors qu'aucune 

différence significative n'a été observée pour le taux de cholestérol, le 7α-OHC, le 7KC, et le 

25-OHC. En revanche, une diminution non significative du taux du 27-OHC a été remarquée 

dans le plasma des patients sarcopéniques par rapport aux sujets témoins.  
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Figure 34 : Taux de cholestérol et de ses dérivés oxydés (oxystérols) dans le plasma de 

patients sarcopéniques et de sujets non sarcopéniques. Les concentrations sont exprimées en 

nmol/mL. Les données sont présentées sous forme de médiane [25-75ème percentiles]. L’analyse 

statistique des données a été réalisée par le test de Man Whitney. 7α-OHC : 7α-

hydroxycholestérol ; 7β-OHC : 7β-hydroxycholestérol ; 7KC : 7-cétocholestérol ; 24S-OHC : 

24S-hydroxycholestérol ; 25-OHC : 25-hydroxycholestérol ; 27-OHC : 27-hydroxycholestérol. 
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6. Evaluation de la corrélation entre score SARC-F, stress oxydant, 

inflammation, myokine,  acides gras, cholestérol et dérivés oxydés 

(oxystérols) 

Afin d’évaluer la liaison entre les différents paramètres étudiés dans le groupe des 

patients sarcopéniques ayant un score SARC-F ⩾ 4 , une analyse statistique a été réalisée avec 

le test de corrélation de Spearman. L’étude de corrélation est illustrée par la matrice de 

corrélation de Spearman ci-dessous :  

Figure 35 : Matrice de corrélation entre les différents paramètres dans le groupe des 

patients sarcopéniques.  
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La corrélation a été réalisée par le test du coefficient de Spearman. Le coefficient de Spearman 

mesure les relations entre les variables quantitatives prises deux à deux. Sa valeur est comprise 

entre -1 et 1. La matrice de corrélation est graduée du rouge (la valeur proche de -1 indique 

une forte corrélation négative) au bleu (la valeur proche de 1, implique une forte corrélation 

positive). GPx : Glutathion peroxydase ; SOD : Superoxyde dismutase ; CAT : Catalase ; DC : 

Diènes conjugués ; MDA : Malondialdéhyde ; PC : Protéines carbonylées ; TNF-α : Facteur de 

nécrose tumorale ; IL-8 : Interleukine-8 ; IL-6 : Interleukine-6 ; CRP : Protéine C-réactive ; 

AGS : Acides gras saturés ; AGMI : Acides gras monoinsaturés ; AGPI : Acides gras 

polyinsaturés ; AG Trans ; Acides gras Trans ; 7α-OHC : 7α-hydroxycholestérol ; 7β-OHC : 

7β-hydroxycholestérol ; 7KC : 7-cétocholestérol ; 24S-OHC : 24S-hydroxycholestérol ; 25-

OHC : 25-hydroxycholestérol ; 27-OHC : 27-hydroxycholestérol. 

 

Dans le groupe des patients sarcopéniques, aucune corrélation significative n'a été 

trouvée entre le score SARC-F, et les activités des enzymes antioxydantes (GPx, SOD, et CAT) 

érythrocytaires. Toutefois, des corrélations positives significatives ont été observée entre le 

score SARC-F et les marqueurs d’inflammation IL-6, LTB-4, et CRP avec des valeurs 

respectives du coefficient de corrélation r de 0,354, 0,541, et 0,238. Au niveau érythrocytaire, 

l’activité de SOD et de catalase sont corrélées positivement avec le taux sérique de TNF-α ( 

avec respectivement r= 0,363, et r=0,601). L’activité de SOD est corrélée négativement avec 

les taux plasmatiques de 7KC (r= -0,483, p=0,011) et de 7β-OHC (r= -0,563, p=0,002). Au 

niveau plasmatique, une corrélation négative a été révélée entre MDA et le taux du 7β-OHC 

(r= -0,350, p=0,058). Des corrélations positives entre le taux des protéines carbonylées (PC) et 

les marqueurs d’inflammation LTB-4 et CRP, avec des coefficients de corrélations respectifs r 

de 0,354, et 0,314, tandis que des corrélations négatives entre le taux des PC, le taux d’apeline, 

et le taux du 25-OHC ont été observées (avec respectivement r= -0,362, et r= -0,377).  

En outre, différentes corrélations ont été obtenues entre les différents marqueurs de 

l’inflammation, l’apeline et les marqueurs lipidiques chez les patients âgées sarcopéniques. En 

effet, taux de TNF-α est corrélé négativement avec le taux d’AGPI, le taux du 7β-OHC et le 

taux du 25-0HC avec des coefficients de corrélations respectifs r de -0,339, -0,305, et -0,393. 

Une corrélation positive significative a été dévoilée entre le taux d’IL-6 et les taux d’apeline 

plasmatique (r= 0,398; p= 0,004). De même, des corrélations positives ont été révélées entre le 

taux d’IL-8 et les taux du cholestérol, du 7KC, et du 7β-OHC (avec respectivement r= 0,416, 

r= 0,0512, et r=0,444). De surcroît, une corrélation positive a été constatée entre le taux de 
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LTB-4 et le taux du 24S-OHC (r=0,332), tandis que des corrélations négatives entre le taux 

d’apeline, le taux du 24S-OHC, et le taux du 27-OHC ont été observées (avec respectivement 

r= -0,392, et r= -0,489). Concernant les acides gras, des corrélations positives ont été révélées 

entre le niveau des AGs, des AGMI et des AG Trans, et le taux plasmatique du 7KC ainsi que 

du 7β-OHC. 

7. Régression logistique  

Après ajustement pour les facteurs de risque adaptés aux traits cliniques (l’âge, le sexe, 

l’IMC, l’hypertension artérielle, le diabète, la glycémie) entre le groupe des sujets non 

sarcopéniques et le groupe des patients sarcopéniques, notre étude indique que le taux de C24:0 

érythrocytaire est le facteur le plus associé au risque de sarcopénie [OR = 8,61 ; IC à 95% (1,46 

- 50,78) ; p = 0,017], suivi par le taux de protéines carbonylées plasmatiques [OR = 2,38 ; IC à 

95% (1,06 - 3,57) ; p = 0,035], le taux de LTB-4 sérique [OR = 1,00 ; IC à 95% (1,00 -1,01) ; 

p <0,001], et l’assistance [OR = 0,64 ; IC à 95% (0,02 - 0,28) ; p <0,001] (Tableau 13).  

 

Tableau 13 : Régression logistique. 

 Odd ratio (OR) IC 95% p-value 

C24:0 érythrocytaire 

(µg/mL) 
8,61 1,46 - 50,78 0,017 

PC plasmatique 

(nmoles/ mg de protéine) 
2,38 1,06 - 3,57 0,035 

LTB-4 sérique 

(pg/mL) 
1,00 1,00 -1,01 <0,001 

Assistance (n) 0,64 0,02 - 0,28 p <0,001 

OR : Odd ratio ; IC : intervalle de confiance ; PC : Protéines carbonylées ; LTB-4 : 

Leucotriène B4.  
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II. Etude in vitro  

À la lumière des résultats cliniques montrant une augmentation plasmatique de dérives 

oxydés du cholestérol (oxystérols), en particulier de ceux oxydés en C7 (7β-OHC, 7KC), chez 

les patients sarcopéniques âgés de plus de 65 ans, notre étude in vitro a consisté :  

i) à étudier les caractéristiques biochimiques de deux huiles Méditerranéennes (lentisque 

et chardon-marie) en termes de polyphénols, flavonoïdes, caroténoïdes, acides gras, 

phytostérols et tocophérols et à évaluer leurs potentiels antioxydants, 

ii) à caractériser les activités cytotoxiques du 7β-OHC et du 7KC sur des cellules 

musculaires squelettiques C2C12, en abordant les paramètres associés au développement de la 

sarcopénie, le stress oxydant, les dysfonctions des organites, et la mort cellulaire, 

iii) à évaluer la capacité de ces deux huiles Méditerranéennes (lentisque et chardon-

marie) et de l’α-tocophérol (constituant majeur de la vitamine E présent en grande quantité dans 

ces huiles) à s’opposer aux effets toxiques induits par le 7β-OHC et le 7KC sur les myoblastes 

C2C12. 

iiii) à évaluer la toxicité du 7β-OHC et du 7KC associés ou non à PLSO ou α-tocophérol 

sur des cellules C2C12 différenciées en myotubes en utilisant du sérum de cheval comme agent 

différenciateur. 

1. Caractéristiques des huiles Méditerranéennes : huile de lentisque et 

huile de chardon-marie 

1.1. Composition biochimique des huiles de graines de lentisque et de chardon-

marie 

1.1.1. Teneurs en polyphénols totaux, en flavonoïdes et en caroténoïdes 

La détermination de la teneur en polyphénols totaux, en flavonoïdes et en caroténoïdes 

a été effectuée par la méthode spectrophotométrique en utilisant respectivement le réactif de 

Folin–Ciocalteu, le trichlorure d'aluminium (AlCl3), et l’éther de pétrole. Les résultats obtenus 

sont consignés dans le Tableau 14. 

Nos résultats montrent que les teneurs en polyphénols totaux et en flavonoïdes des deux 

huiles (PLSO, MTSO) sont relativement similaires, sauf que la teneur en caroténoïdes est 

variable dans les deux huiles ; le taux le plus élevé est observé dans l’huile PLSO avec une 

valeur de 2083,59 ± 55,00 mg / kg.  
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Tableau 14 : Teneur en polyphénols totaux, en flavonoïdes et en caroténoïdes des 

extraits de graines de lentisque (PLSO) et de chardon-marie (MTSO). 

 
Polyphénols totaux 

(mg EAG / g d’extrait) 
Flavonoïdes 

(mg EC / g d’extrait) 
Caroténoïdes 

(mg / kg) 

PLSO 28,50 ± 0,77 51,36 ± 2,30 2083,59 ± 55,00 

MTSO 23,98 ± 0,65 55,06 ± 5,91 366,79 ± 3,66 

Les données sont présentées sous forme de moyenne ± écart type ; PLSO : Pistacia lentiscus 

seed oil ; MTSO : Milk thistle seed oil ; EGA : Équivalent acide gallique ; EC : Équivalent 

catéchine. 

1.1.2. Identification et quantification des polyphénols par 

chromatographie en phase liquide à haute performance (HPLC) 

L’identification et la quantification du profil phénolique a été réalisées par 

chromatographie en phase liquide à haute performance (HPLC). La liste des polyphénols 

présents dans les deux huiles est présentée dans le Tableau 15.    

Les huiles de graines de lentisque et de chardon-marie ne sont pas riches en composés 

phénoliques. L’acide protocatechuique, qui est un acide dihydroxybenzoïque et un type d’acide 

phénolique, et la coumarine, qui appartient à une sous-classe de polyphénols 

(hydroxycoumarines), sont identifiée dans l’huile de graine de lentisque (PLSO). Dans le 

MTSO, seule la vanilline est détectée.  

Tableau 15 : Composition en polyphénols des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de 

chardon-marie (MTSO). 

Polyphénols 

(mg équivalent de quercétine / 100 g d’huile) 
PLSO MTSO 

Acide protocatechuique 0,140 ± 0,001 - 

Coumarine 0,650 ± 0,003 - 

Vanilline - 0,330 ± 0,001 

Les données sont présentées sous forme de moyenne ± écart type ; PLSO : Pistacia lentiscus 
seed oil ; MTSO : Milk thistle seed oil. 

1.1.3. Composition en acides gras 

Le profil en acides gras de PLSO et de MTSO, exprimé en pourcentage d’acides gras 

totaux, a été déterminé à l’aide de chromatographie en phase gazeuse et les résultats sont 

présentés dans le Tableau 16. 
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D’après les chromatogrammes, les acides gras majoritaires détectés dans les deux huiles 

sont : les acides palmitique (C16:0), oléique (C18:1 n-9), et linoléique (C18:2 n-6). La 

composition en acides gras est qualitativement similaire entre PLSO et MTSO, sauf pour l’acide 

palmitique (C16:0) et l’acide oléique (C18:1 n-9) où ils sont plus élevés dans le PLSO que dans 

le MTSO ; l’acide linoléique (C18:2 n-6) est aussi plus élevé dans MTSO que PLSO. Dans les 

deux huiles, les acides gras insaturés (AGI) sont les plus abondants. 

Tableau 16 : Composition en acide gras des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de 

chardon-marie (MTSO). 

Teneurs en acides gras (%) PLSO MTSO 

ƩAGS 28,77 ± 0,24 19,24 ± 0,17 

Acide myristique (C14:0) 0,05 ± 0,01 0,08 ± 0,00 

Acide palmitique (C16:0) 27,20 ± 0,22 13,06 ± 0,07 

Acide heptadécanoïque (C17:0) 0,05 ± 0,00 0,09 ± 0,00 

Acide stérique (C18:0) 1,26 ± 0,01 3,35 ± 0,11 

Acide arachidonique (C20:0) 0,12 ± 0,00 1,48 ± 0,06 

Acide béhénique (C22:0) 0,04 ± 0,00 0,76 ± 0,00 

Acide lignocérique (C24:0) 0,05 ± 0,00 0,19 ± 0,00 

ƩAGI 71,25 ± 0,28 79,93 ± 0,61 

ƩAGMI 53,67 ± 0,17 22,67 ± 0,03 

Acide palmitoléique (C16:1 n-7) 2,25 ± 0,01 0,18 ± 0,00 

Acide oléique (C18:1 n-9) 49,77 ± 0,12 21,39 ± 0,02 

Acide vaccénique (C18:1 n-7) 1,51 ± 0,03 0,79 ± 0,01 

Acide gadoléique (C20:1 n-9) 0,14 ± 0,01 0,31 ± 0,00 

ƩAGPI 17,58 ± 0,11 57,26 ± 0,58 

Acide linoléique (C18:2 n-6) 17,19 ± 0,10 56,77 ± 0,57 

Acide α-linolénique (C18:3 n-3) 0,39 ± 0,01 0,49 ± 0,01 

ƩAGS /ƩAGI 0,41± 0,86 0,24 ± 0,28 

Les données sont présentées sous forme de moyenne ± écart type ; PLSO : Pistacia lentiscus 

seed oil ; MTSO : Milk thistle seed oil. 
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1.1.4. Composition en phytostérols 

La composition en phytostérols de PLSO et MTSO, exprimé en (mg / 100 g d’huile), a 

été déterminée par chromatographie en phase gazeuse et les résultats sont consignés dans le 

Tableau 17. 

Les résultats montrent que le β-sitostérol est le phytostérol majeur de PLSO et de 

MTSO. L’α-epoxysitostanol et le cycloarténol de 24-méthylène cycloarténol sont les composés 

majoritaires de PLSO et ils sont présents en quantités importante (33,36 ± 1,65 mg/100 g d’huile 

et 16,10 ± 2,72 mg/100 g d’huile, respectivement) ; le MTSO est riche en campestérol, 

stigmasterol, et ∆5-Avenastérol (64,15 ± 0,35 mg/100 g d’huile, 28,75 ± 0,12 mg/100 g d’huile, 

27,04 ± 0,24 mg/100 g d’huile, respectivement). A noter que MTSO contient du cholesterol 

(Zarrouk et al., 2019) alors que PLSO n’en contient pas.  

Tableau 17 : Composition en phytostérols des huiles de graines de lentisque (PLSO) et 

de chardon-marie (MTSO). 

Phytostérols (mg / 100 g d’huile) PLSO MTSO 

Cholestérol - 56,14 ± 0,35 

Campestérol 4,48 ± 0,85 64,15 ± 0,35 

Stigmastérol 2,69 ± 0,23 28,75 ± 0,12 

β-Sitostérol 67,25 ± 3,24 249,36 ± 0,12 

∆5-Avenastérol 3,10 ± 0,90 27,04 ± 0,24 

β-Amyrine 1,81 ± 0,19 18,14 ± 0,12 

Cycloarténol 9,35 ± 1,49 8,90 ± 0,71 

24-Méthylène cycloarténol 16,10 ± 2,72 14,85 ± 0,12 

α-Epoxysitostanol 33,36 ± 1,65 - 

Autres  phytostérols 16,76 ± 2,83 121,77 ± 1,89 

Total 154,89 ± 5,40 589,10 ± 4,06 

Les données sont présentées sous forme de moyenne ± écart type ; PLSO : Pistacia lentiscus 

seed oil ; MTSO : Milk thistle seed oil. 

1.1.5. Identification et quantification d’α-tocophérol 

L’identification et la quantification d’α-tocophérol a été réalisées par HPLC. Les 

résultats obtenus sont présentés dans le Tableau 18. 
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D’après les résultats, les deux huiles Méditerranéennes (PLSO , MTSO) sont riches en 

α-tocophérol. La richesse de ces deux huiles en α-tocophérol, nous a incité d’utiliser ce composé 

comme contrôle positif pour la cytoprotection dans le traitement des cellules C2C12.  

Tableau 18 : Teneur en α-tocophérol des huiles de graines de lentisque (PLSO) et de 

chardon -marie (MTSO). 

 PLSO MTSO 

α-tocophérol 
(mg/ 100 g d’huile) 

 
34,05 ± 0,34 27,85 ± 2,46 

 Les données sont présentées sous forme de moyenne ± écart type ; PLSO : Pistacia lentiscus 

seed oil ; MTSO : Milk thistle seed oil. 

2. Evaluation des activités antioxydantes des huiles de graines de 

lentisque et de chardon-marie 

L’activité antioxydante du PLSO et du MTSO a été évaluées par différentes méthodes 

complémentaires: le test DPPH, le test de la réduction du fer (FRAP), le test de chélation des 

ions ferreux, et le test KRL. Les résultats sont présentés dans le Tableau 19. 

À partir des valeurs d’IC50 du test DPPH, nous constatons que le PLSO et le MTSO 

possèdent des activités radicalaires comparables (5,01 ± 0,10 mg/mL, 4,30 ± 0,16 mg/mL ; 

respectivement). Cependant, leurs capacités antiradicalaires sont moins importante que le 

standard (acide ascorbique (Vitamine C)).  

Pour le test FRAP, le PLSO représente l’huile la plus active avec une IC50 de 1,15 ± 

0,23 mg/mL par rapport au MTSO. En comparaison avec l’acide ascorbique, les deux huiles 

s’avèrent moins actives. L'étude de l'activité chélatrice par le test de chélation des ions ferreux 

a révélé que le PLSO et le MTSO possèdent des activités chélatrices similaires (5,61 ± 0,14 

mg/mL, 5,75 ± 0,24 mg/mL ; respectivement). En revanche, leurs activités chélatrices est moins 

importantes que l’EDTA.  

Pour le test KRL, nous avons utilisé l’α-tocophérol comme molécule de référence. Nos 

résultats montrent que le PLSO possède le statut antioxydant KRL le plus élevé (4440 ± 493,60 

équivalent Trolox), suivi par le MTSO (160,17 ± 0,33 équivalent Trolox) et l’ α-tocophérol 

(0,94 ± 0,01 équivalent Trolox). 
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Tableau 19 : Mesure de l’activité antioxydante des huiles de graines de lentisque (PLSO) 

et de chardon-marie (MTSO). 

IC50 (mg / mL) (Equivalent Trolox) 

 Test DPPH Test FRAP Test de chélation 
des ions ferreux 

Test KRL 

PLSO 5,01 ± 0,10 1,15 ± 0,23 5,61 ± 0,14 4440,00 ± 493,60 

MTSO 4,30 ± 0,16 4,53 ± 0,23 5,75 ± 0,24 160,17 ± 0,33 

EDTA 
(standard) 

− − 0,60 ± 0,09 − 

Acide 
ascorbique 
(standard) 

0,81 ± 0,27 0,41 ± 0,16 − − 

α-tocophérol − − − 0,94 ± 0,01 

Les données sont présentées sous forme de moyenne ± écart type ; PLSO : Pistacia lentiscus 

seed oil ; MTSO : Milk thistle seed oil ; IC50 : concentration inhibitrice à 50% ; EDTA : 

Ethylene diamine tetraacetic acid, ; DPPH : 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl; FRAP : Ferric 

reducing-antioxidant power.  

3. Effet cytoprotecteurs des huiles de lentisque et de chardon-marie sur 

des cellules musculaires squelettiques C2C12 non différenciées 

3.1. Choix des concentrations optimales des différents traitements  

Afin de préciser les effets cytoprotecteurs et antioxydants des huiles Méditerranéennes 

(PLSO et MTSO) et d’α-tocophérol sur les myoblastes C2C12 en culture, la première partie de 

notre travail a consisté à mettre au point les conditions expérimentales permettant d’induire un 

environnement pro-oxydant et cytotoxique mimé par le 7β-OHC et le 7KC présents en 

concentration augmentée dans le plasma des patients sarcopéniques.  

L’effet du 7β-OHC et du 7KC sur la viabilité cellulaire a été évalué en utilisant le test 

FDA. Après 12 h de culture, les cellules C2C12 sont traitées pendant 24 h avec différentes 

concentrations de 7β-OHC et 7KC (12,5 à 200 µM). Les résultats sont présentés dans la Figure 

36 . 

Nos résultats montrent une diminution concentration-dépendante de la viabilité 

cellulaire en présence de 7β-OHC et de 7KC avec une IC 50 (concentration inhibitrice à 50%) 

d’ordre de 50 µM. Cette concentration a été utilisée dans toutes les expériences ultérieures afin 
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d’évaluer la capacité préventive et cytoprotectrice de PLSO, de MTSO et d’α-tocophérol à 

s’opposer aux effets toxiques induits par le 7β-OHC et le 7KC.  

 

A) Les cellules cultivées pendant 12 h sont traitées avec différentes concentrations de 7β-OHC 

(12,5 à 200 µM) pendant 24 h, B) Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h sont traitées avec 

différentes concentrations de 7KC (12,5 à 200 µM) pendant 24 h. L’analyse statistique des 

données a été réalisée par le test-t de student. Les données sont présentées sous forme de 

moyenne ± écart type, * indique la différence significative (p <0,05) entre les cellules non 

traitées (contrôle) et les cellules traitées.  

 

L’effet des huiles Méditerranéennes (PLSO et MTSO) et d’α-tocophérol sur la viabilité 

cellulaire a été évalué en utilisant le test MTT. Les cellules C2C12 après 12 h de culture sont 

traitées pendant 24 h avec différentes concentrations de PLSO (5 à 3 200 µg/mL) et de MTSO 

(5 à 3 200 µg/mL), et d’ α-tocophérol ( 23,125 à 7 400 µM). Les résultats sont illustrés dans la 

Figure 37. 

Nos résultats ne montrent aucun effet toxique du PLSO (5 à 800 µg/mL), du MTSO (5 

à 200 µg/mL) et d’α-tocophérol (23,125 à 462,5 µM). Une diminution de la viabilité cellulaire 

a été observée à partir de la concentration 1 600 μg/mL pour PLSO, 400 µg/mL pour MTSO, 

et 925 µM pour α-tocophérol. Sur la base de ces résultats, le PLSO (100 µg/mL), le MTSO (100 

µg/mL), et l’α-tocophérol (400 µM) ont été sélectionnés pour évaluer leur effets cytoprotecteurs 

dans les expériences ultérieures. 

 

Figure 36 : Evaluation des effets de différentes concentrations de 7β-OHC et 7KC sur les 

cellules C2C12 après 24 h de traitement. La viabilité cellulaire a été évaluée avec le test FDA. 
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La viabilité cellulaire a été mesurée avec le test MTT. A) Les cellules cultivées pendant 12 h 

sont traitées avec différentes concentrations de PLSO (5 à 3 200 µg/mL) pendant 24 h, B) Les 

cellules C2C12 cultivées pendant 12 h sont traitées avec différentes concentrations de MTSO 

(5 à 3 200 µg/mL) pendant 24 h, C) Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h sont traitées 

avec différentes concentrations d’α-tocophérol (23,125 à 7 400 µM) pendant 24 h. L’analyse 

statistique des données a été réalisée par le test-t de student. Les données sont présentées sous 

forme de moyenne ± écart type, * indique la différence significative (p<0,05) entre les cellules 

non traitées (contrôle) et les cellules traitées.  

Figure 37 : Evaluation des effets de différentes concentrations des huiles 

Méditerranéennes (PLSO : pistacia lentiscus seed oil ; MTSO : milk thistle seed oil) et 

d’α-tocophérol sur la viabilité des cellules C2C12 après 24 h de traitement. 
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3.2. Evaluation des effets cytoprotecteurs de PLSO et de MTSO associés ou non 

au 7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur la viabilité et l’adhésion cellulaire  

3.2.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur l’activité estérase par coloration à la fluorescéine 

diacétate (FDA) 

Afin d’évaluer les effets cytoprotecteurs de PLSO, de MTSO, et de l’α-tocophérol 

associés ou non au 7β-OHC et au 7KC sur l’activité estérase utilisée comme indicateur de 

viabilité cellulaire, une coloration à la FDA a été réalisée sur les myoblastes C2C12 cultivés 

pendant 12 h et traitées pendant 24 h en présence ou en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC 

(50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), ou α-tocophérol (400 

µM) (utilisé comme contrôle positif de cytoprotection). Les résultats obtenus sont présentés 

dans la Figure 38. 

Dans ces conditions de traitement des myoblastes C2C12, une diminution significative 

de pourcentage de cellules FDA-positives, reflétant les cellules vivantes, a été observée en 

présence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) par rapport aux cellules non traitées 

(contrôle), au véhicule (EtOH 0,1%). En revanche, lorsque le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 

µM) sont associés au PLSO (100 µg/mL), au MTSO (100 µg/mL), ou à l'α-tocophérol (400 

µM), une cytoprotection est observée : dans ces conditions, une augmentation significative du 

pourcentage de cellules FDA-positives a été détectée. Cela démontre que le PLSO, le MTSO, 

et l’α-tocophérol atténuent la mort cellulaire induite par le 7β-OHC et le 7KC. Aucune 

différence n’a été observée entre contrôle, véhicules et cellules traitées avec le PLSO (100 

µg/mL), le MTSO (100 µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM). 
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Test de coloration à la fluorescéine diacétate (FDA). Les résultats présentés correspondent à 

la moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une 

analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. 

Une valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les différences 

statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par des lettres différentes, tiennent 

compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison versus ETOH 

(0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e 

: comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 

µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC 

(50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 

7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée entre les 

cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) 

et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)).  
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Figure 38 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 



Résultats expérimentaux 

132 

 

3.2.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur l’adhésion cellulaire  

Les effets cytoprotecteurs de PLSO, de MTSO, et d’α-tocophérol associés ou non au 

7β-OHC et au 7KC sur l’adhésion cellulaire ont été quantifiés par le test de coloration à la 

sulforhodamine 101 (SR101). Les résultats sont présentés dans la Figure 39.  

L’adhésion cellulaire diminue significativement en présence du 7β-OHC (50 µM) et du 

7KC (50 µM) par rapport aux cellules non traitées (contrôle), et au véhicule (EtOH 0,1%). Cette 

diminution est fortement atténuée en co-traitement avec le PLSO (100 µg/mL), le MTSO (100 

µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM). Ainsi, le PLSO, le MTSO, et l’α-tocophérol corrigent en 

partie la perte d’adhésion cellulaire induite par le 7β-OHC et le 7KC. Aucune différence n’a été 

observée entre contrôle, véhicules, et cellules traitées avec le PLSO (100 µg/mL), le MTSO 

(100 µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM). 

 

Test de coloration à la suforhodamine 101 (SR101). Les résultats présentés correspondent à la 

moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse 

comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une 

valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les différences 
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Figure 39 : Mesure de l’adhésion cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 
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statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par des lettres différentes, tiennent 

compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison versus ETOH 

(0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e 

: comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 

µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC 

(50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 

7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée entre les 

cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) 

et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)).  

3.2.3. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la morphologie cellulaire 

Les effets cytoprotecteurs de PLSO, de MTSO, et d’α-tocophérol associés ou non au 

7β-OHC et au 7KC sur la morphologie des myoblastes C2C12 cultivés pendant 12 h ont été 

analysés après 24 h par microscopie à contraste de phase sur un microscope inversé équipé 

d’une caméra (Axiovert 40 CFL, Zeiss). Les images obtenues sont présentées dans la Figure 

40. 

En microscopie à contraste de phase, les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h et 

traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM), comparativement au contrôle et aux 

véhicules montrent une augmentation du nombres des cellules rondes flottantes (cellules 

mortes), et une diminution du nombre de cellules adhérentes. Ces effets ont été 

remarquablement corrigés lorsque les cellules ont été simultanément incubées avec du PLSO 

(100 µg/mL), du MTSO (100 µg/mL) ou de l'α-tocophérol (400 µM). Aucun effet sur la 

croissance cellulaire et l'adhésion cellulaire des cellules non traitées (contrôle), des différents 

véhicules, et les cellules traitées avec PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), et α-tocophérol 

(400 µM) n'a été observé.  
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Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence de 7β-OHC (50 µM) et de 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), et α-tocophérol (400 µM), et observées en microscopie à contraste de 

phase. Nous observons moins de cellules adhérentes avec le 7β-OHC et le 7KC. Cette 

diminution est fortement atténuée lorsque ces oxystérols sont associés à PLSO, MTSO et α-

tocophérol. 

Figure 40 : Analyse par microscopie à contraste de phase de la morphologie des 

myoblastes C2C12. 
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3.2.4. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la perméabilité la membrane plasmique  

L’augmentation de perméabilité de la membrane plasmique est un critère de mort 

cellulaire ; la perméabilité a été mesurée avec l'iodure de propidium (PI), un fluorochrome qui 

ne pénètre que dans les cellules avec des membranes plasmiques altérées correspondant à des 

cellules mortes.  

Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou 

en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 µM). Les résultats obtenus sont présentés dans la 

Figure 41.  

Test de coloration à l’iodure de propidium (IP). Les résultats présentés correspondent à la 

moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse 

comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une 

valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les différences 

statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par des lettres différentes, tiennent 

compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison versus ETOH 

(0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e 
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Figure 41 : Mesure de la mortalité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 

7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 
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: comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 

µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC 

(50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 

7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée entre les 

cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) 

et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 

L’analyse de la fluorescence émise par l’IP a été analysée par cytométrie en flux. Cela 

a montré que le traitement par 7β-OHC (50 µM) et 7KC (50 µM) augmente significativement 

le pourcentage des cellules IP positives, cellules ayant une membrane plasmique lésée 

considérées comme des cellules mortes. À la suite des co-traitements avec le PLSO (100 

µg/mL), le MTSO (100 µg/mL), ou l’α-tocophérol (400 µM), une nette réduction du 

pourcentage des cellules IP positives est observée confirmant les effets cytoprotecteurs de ces 

composés. Aucune différence significative n’a été révélée entre les cellules non traitées 

(contrôle), les différents véhicules et les cellules traitées avec PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 

µg/mL), et α-tocophérol (400 µM). 

3.3. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non 

au 7β-hydroxycholestérol et 7-cétocholestérol sur le stress oxydant 

3.3.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la production des espèces réactives de l’oxygène (ERO) 

La production des espèces réactives de l’oxygène, en particulier d’anion superoxyde 

(O2
● – ) sur cellules C2C12 a été évaluée par coloration au DHE. Les résultats obtenus sont 

illustrés dans la Figure 42.  

L’analyse par cytométrie en flux a révélé une augmentation significative du pourcentage 

des cellules DHE positives reflétant une surproduction d’ERO en présence du 7β-OHC (50 µM) 

et du 7KC (50 µM). Ainsi, la surproduction d’ERO est significativement plus élevée en 

présence du 7β-OHC (50 µM) qu’en présence du 7KC (50 µM). Cette augmentation est 

significativement atténuée lorsque le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM) sont associés au 

PLSO (100 µg/mL), au MTSO (100 µg/mL), ou à l'α-tocophérol (400 µM). Aucune différence 

significative n’a été révélée entre les cellules non traitées (contrôle) et les différents véhicules. 
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Test de coloration au dihydroéthidium (DHE). Les résultats présentés correspondent à la 

moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse 

comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une 

valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les différences 

statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par des lettres différentes, tiennent 

compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison versus ETOH 

(0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e 

: comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 

µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC 

(50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 

7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée entre les 

cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) 

et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 
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Figure 42 : Mesure de la production d’espèces réactives de l’oxygène (ERO) en présence 
de 7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des 

effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 
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3.3.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur le système de défense antioxydant  

La première ligne de défense des cellules face au stress oxydant fait intervenir des 

enzymes antioxydantes comme la SOD qui dégrade les O2
● –  produits par les cellules, la GPx 

qui assure la détoxification cellulaire en dégradant H2O2, et la catalase qui permet la dismutation 

de H2O2 en H2O et O2. Les activités des enzymes antioxydantes SOD et GPx ainsi que 

l’expression des gènes antioxydants SOD1 (Cu/Zn-SOD, cytoplasmique), SOD2 (Mn-SOD, 

mitochondrial), GPx et catalase (CAT) ont été respectivement évaluées par dosage 

spectrophotométrique et par RT-qPCR. Les résultats de ces deux analyses sont présentés dans 

le Tableau 20 et la Figure 43.  

Les résultats du dosage spectrophotométrique montrent une diminution significative de 

l’activité de SOD et GPx suite au traitement avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM), 

comparativement aux cellules non traitées et au véhicule (EtOH 0,1%). En revanche, les cellules 

co-traitées avec le PLSO (100 µg/mL), le MTSO (100 µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM) 

montrent une augmentation significative de l’activité de SOD et GPx par rapport aux cellules 

traitées avec le 7β-OHC (50 µM) ou le 7KC (50 µM). Aucune différence n’a été observée entre 

les cellules non traitées (contrôle) et les différents véhicules. Ces résultats soulignent une 

diminution des activités enzymatiques SOD et GPx en présence de 7β-OHC et de 7KC. Cette 

diminution est significativement atténuée en présence des huiles Méditerranéennes (PLSO, 

MTSO) et d’α-tocophérol.  

La quantification par RT-qPCR de l’expression de gènes antioxydants montre une 

diminution d’expression d'ARNm de SOD1, SOD2 et GPx, et une augmentation du niveau 

d’expression d'ARNm de catalase dans les cellules traitées au 7β-OHC (50 µM) 

comparativement aux cellules non traitées, et au véhicule (EtOH 0,1%). En présence de PLSO 

(100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), une augmentation du niveau d’expression d'ARNm 

de SOD1, SOD2 et GPx et une diminution du niveau d’expression d'ARNm de catalase sont 

révélées. En revanche, en présence du 7KC, une augmentation du niveau d’expression d'ARNm 

de SOD1 et SOD2 a été observée. Aucune différence significative n’a été révélée entre les 

cellules non traitées et les différents véhicules.  
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Tableau 20 : Mesure des activités des enzymes antioxydantes, SOD et GPx, en présence 

de 7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des 

effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 

Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %)+ DMSO 

(0,125%)); f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

 
SOD 

(% par rapport au contrôle) 

GPx 

(% par rapport au contrôle) 

Contrôle 97,79 ± 1,47 98,02 ± 1,32 

EtOH 0,5% 94,66 ± 0,45 102,78 ± 1,32 

DMSO 0,125% 93,59 ± 4,75 100,40 ± 4,06 

EtOH 0,1% 93,15 ± 4,62 102,59 ± 1,05 

EtOH 0,1% + DMSO 0,125% 93,83 ± 1,91 104,03 ± 2,17 

α-toco (400 µM) 91,17 ± 1,02 96,78 ± 1,32 

PLSO (100 µg/mL) 92,04 ± 3,54 104,70 ± 2,71 

MTSO (100 µg/mL) 97,33 ± 2,22 90,33 ± 3,11 g 

7β-OHC (50 µM) 58,00 ± 1,87 a d f g h 22,59 ± 2,49 a d f g h 

7β-OHC + α-toco (400 µM) 88,16 ± 0,76 i 60,72 ± 2,90 a b f g h i 

7β-OHC + PLSO (100 µg/mL) 75,70 ± 1,54 a e f g h i j 47,33 ± 2,96 a e f g h i j 

7β-OHC + MTSO (100 µg/mL) 78,00 ± 1,33 a e f g h i 43,33 ± 3,11 a e f g h i j 

7KC (50 µM) 64,00 ± 2,00 a d f g h j k l 25,33 ± 2,44 a d f g h  j k l 

7KC + α-toco (400 µM) 85,67 ± 1,56 a h i m 46,33 ± 2,44 a b f g h i j m 

7KC+ PLSO (100 µg/mL) 83,00 ± 3,33 a h i m 40,33 ± 1,11 a e f g h i j m 

7KC+ MTSO (100 µg/mL) 83,00 ± 2,00 a h i m 37,67 ± 1,78 a e f g h i j m 
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µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 

µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 

7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO 

(100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC (50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ 

α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune 

différence significative n'a été observée entre les cellules non traitées et les différents véhicules 

(EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 

 

 

Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

Figure 43 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associé ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur le niveau d’expression des gènes antioxydants (SOD1, SOD2, 

GPx, catalase). 
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contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ;  h : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM), j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL), K : 

comparaison versus 7KC (50 µM) , l : comparaison versus 7KC (50 µM) + α-toco (400 µM). 

3.3.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la peroxydation lipidique  

Un déficit de la réponse antioxydante induit divers dommages, dont la peroxydation 

lipidique, qui contribue à la destruction cellulaire. Un dosage des produits de la peroxydation 

lipidique (MDA (malondialdéhyde), DC (diènes conjugués)) a été réalisé sur les myoblastes 

C2C12 cultivés pendant 12 h puis traitées en présence ou en absence du 7β-OHC (50 µM) et 

du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), ou à l’α-

tocophérol (400 µM). Les résultats obtenus sont illustrés dans le Tableau 21.  

Les résultats montrent une nette augmentation du taux de MDA et de DC en présence 

des oxystérols (50 µM) et une diminution significative dans le cas de co-traitement du 7β-OHC 

(50 µM) et du 7KC (50 µM) avec le PLSO (100 µg/mL), le MTSO (100 µg/mL), ou l’α-

tocophérol (400 µM). Ceci montre que la rupture de l’équilibre RedOx conduit à une 

peroxydation lipidique en présence des deux oxystérols et que PLSO, MTSO et α-tocophérol 

inhibent cette peroxydation lipidique.  

3.3.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la production de protéines carbonylées  

Des dommages aux protéines sont aussi induits par le stress oxydant. Un dosage des 

protéines carbonylées au niveau cellulaire a été évalué. Les protéines carbonylées sont la 

conséquence de la peroxydation lipidique : les aldéhydes formés réagissent avec les amines 

libres des protéines. Les résultats sont présentés dans le Tableau 22.   

Les résultats montrent une nette augmentation du taux des protéines carbonylées dans 

les cellules traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM). Cette augmentation est 

significativement diminuée en présence du PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), et α-

tocophérol (400 µM) associées au 7β-OHC (50 µM) ou au 7KC (50 µM). 
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Tableau 21 : Mesure des produits de peroxydation lipidique (MDA, DC) en présence de 

7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des 

effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 

Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %)+ DMSO (0,125 

%)); f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h  

 
MDA 

( nmol / mg de protéine ) 

DC 

( nmol / mg de protéine ) 

Contrôle 4,10 ± 0,07 520,02 ± 22,21 

EtOH 0,5% 4,20 ± 0,13 489,92 ± 6,72 

DMSO 0,125% 3,70 ± 0,13 504,40 ± 40,13 

EtOH 0,1% 4,00 ± 0,07 585,88 ± 17,58 

EtOH 0,1% + DMSO 0,125% 4,15 ± 0,03 496,29 ± 34,99 

α-toco (400 µM) 3,50 ± 0,27 545,38 ± 12,17 

PLSO (100 µg/mL) 4,10 ± 0,07 601,45 ± 13,81 

MTSO (100 µg/mL) 4,00 ± 0,27 613,44 ± 15,96 

7β-OHC (50 µM) 7,85 ± 0,17 a d f g h 1173,12 ± 40,56 a d f g h 

7β-OHC + α-toco (400 µM) 4,55 ± 0,30 f i 695,69 ± 1,41 a b f i 

7β-OHC + PLSO (100 µg/mL) 5,05 ± 0,10 a e f g h i 666,57 ± 11,26 a e i 

7β-OHC + MTSO (100 µg/mL) 5,17 ± 0,29 a e f g h i 802,34 ± 13,42 a e f g h i k 

7KC (50 µM) 6,83 ± 0,24 a d f g h i j k l 1135,27 ± 72,45 a d f g h j k l 

7KC + α-toco (400 µM) 4,87 ± 0,24 f h i m 696,89 ± 28,16 a b f i m 

7KC+ PLSO (100 µg/mL) 5,33 ± 0,22 a e f g h i m 751,94 ± 15,10 a e f g h i m 

7KC+ MTSO (100 µg/mL) 5,40 ± 0,27 a e f g h i m 783,33 ± 13,98 a e f g h i m 
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: comparaison versus MTSO (100 µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC 

(50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 

µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC (50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-

toco (400 µM) ; o : comparaison versus 7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence 

significative n'a été observée entre les cellules non traitées et les différents véhicules. 

Tableau 22 : Mesure de protéines carbonylées en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 

7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

 PC ( nmol / mg de protéine ) 

Contrôle 133,29 ± 22,21 

EtOH 0,5% 146,87 ± 5,99 

DMSO 0,125% 134,11 ± 0,20 

EtOH 0,1% 123,44 ± 2,20 

EtOH 0,1% + DMSO 0,125% 147,11 ± 14,10 

α-toco (400 µM) 139,49 ± 10,30 

PLSO (100 µg/mL) 137,69 ± 10,34 

MTSO (100 µg/mL) 138,43 ± 11,42 

7β-OHC (50 µM) 380,37 ± 10,58 a d f g h 

7β-OHC + α-toco (400 µM) 176,63 ± 4,38 a f g h i 

7β-OHC + PLSO (100 µg/mL) 158,08 ± 6,01 i 

7β-OHC + MTSO (100 µg/mL) 188,89 ± 2,31 a e f g h i 

7KC (50 µM) 339,85 ± 6,87 a d f g h i j k l 

7KC + α-toco (400 µM) 172,45 ± 4,81 a f g h i m 

7KC+ PLSO (100 µg/mL) 181,68 ± 1,92 a e f g h i m 

7KC+ MTSO (100 µg/mL) 183,82 ± 5,65 a e f g h i m 
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statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %)+ DMSO (0,125 

%)); f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h 

: comparaison versus MTSO (100 µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC 

(50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 

µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC (50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-

toco (400 µM) ; o : comparaison versus 7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence 

significative n'a été observée entre les cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH 

(0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 

3.3.1. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-

cétocholestérol sur l’expression de protéine Nrf2 

La protéine Nrf2 (Nuclear Factor Erythroid 2-related factor 2) est un facteur de 

transcription, ayant une région basique leucine zipper (bZIP) au niveau de son domaine C 

terminal. Nrf2 est impliquée dans la défense cellulaire contre le stress oxydant. Nrf2 joue un 

rôle clé dans la régulation de nombreux gènes parmi lesquels se trouvent les gènes antioxydants 

et les enzymes de détoxication de phase II à savoir les enzymes de conjugaison telles que les 

glutathion-S-transférases (GST) et les uridine diphospho (UDP)-glucuronosyltransférase 

(UGT), et les enzymes impliquées dans la réduction des métabolites réactifs telles que la 

NAD(P)H quinone oxydoréductase (NQO1). Il est donc important d’évaluer l’incidence du 7β-

OHC et du 7KC sur l’expression de Nrf2 ainsi que l’effet du PLSO et de l’α-tocophérol sur 

cette protéine. L’expression de la protéine Nrf2 totale et phosphorylée a été évaluée par Western 

blot sur les cellules C2C12. Les résultats sont présentés dans la Figure 44.  

Les résultats montrent une diminution significative de l’expression de la protéine Nrf2 

totale en présence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) par rapport aux cellules non traitées 

(contrôle), et au véhicule (EtOH 0,1%). Lorsque les cellules sont cultivées en présence du 7β-

OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées au PLSO (100 µg/mL), ou à l’α-tocophérol (400 

µM), l’expression de Nrf2 totale a été fortement augmentée. Par ailleurs, une légère diminution 

de l’expression de la protéine Nrf2 phosphorylée a été observée dans les cellules traitées avec 

le 7β-OHC comparativement au véhicule (EtOH 0,1%). Cette diminution est plus marquée en 

présence du 7KC qu’en présence du 7β-OHC. Nos résultats montrent aussi une augmentation 
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significative de rapport [Nrf2 phosphorylée / Nrf2 totale] en présence du 7β-OHC (50 µM) et 

du 7KC (50 µM). Cette augmentation est fortement atténuée en co-traitement avec le PLSO 

(100 µg/mL), et l'α-tocophérol 400 µM).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 44 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associé ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de protéine Nrf2 totale et phosphorylée. 
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Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence de 7β-OHC (50 µM), et de 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), et à 

l’α-tocophérol (400 µM). La protéine Nrf2 totale et la protéine Nrf2 phosphorylée ainsi que la 

β-actine (utilisé comme une protéine de référence) ont été caractérisées par Western blot avec 

des anticorps appropriés.  

3.4. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non 

au 7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur l’activité mitochondriale 

3.4.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur le potentiel transmembranaire mitochondrial  

Dans la mitochondrie, le gradient des protons (H+) résulte du flux d’électrons généré par 

la chaîne respiratoire mitochondriale ce qui conduit à la distribution asymétrique des H+ de part 

et d’autre de la membrane interne mitochondriale créant ainsi un gradient chimique (ΔpH) et 

un gradient électrochimique négatif (ΔΨm) élevé au niveau de la matrice mitochondriale. Cette 

différence de potentiel (ΔΨm) est essentielle pour maintenir la fonction physiologique de la 

chaîne respiratoire (production d’ATP) et le contrôle de la perméabilité membranaire 

mitochondriale. 

La variation de ΔΨm a été mesurée par cytométrie en flux après coloration au DiOC6(3). 

L’accumulation de ce fluorochrome dans la mitochondrie dépond de la valeur du ΔΨm. La 

chute du ΔΨm s’accompagne donc d’une diminution de la fluorescence associée à DiOC6(3) 

du fait que l’accumulation de ce dernier dépend du ΔΨm : si ΔΨm est élevé l’accumulation de 

DiOC6(3) est forte, si ΔΨm est faible l’accumulation de DiOC6(3) est faible.  

Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou 

en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 µM). Les résultats obtenus sont présentés dans la 

Figure 45.  

Suite au traitement des myoblastes C2C12 avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 

µM), une diminution marquée de ΔΨm, révélée par une augmentation du pourcentage de 

cellules avec des mitochondries dépolarisées (DiOC6(3)-cellules négatives), est observée 

comparativement aux cellules non traitées (contrôle) et au véhicule (EtOH 0,1%). Lorsque le 

7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM) sont associés au PLSO (100 µg/mL), au MTSO (100 

µg/mL), ou à l'α-tocophérol (400 µM), nous observons une diminution significative du 

pourcentage de cellules DiOC6(3), cellules négatives avec des mitochondries dépolarisées. Ceci 
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montre des activités mito-protectrices du PLSO, du MTSO et de l'α-tocophérol. Aucune 

différence significative du pourcentage des cellules avec des mitochondries dépolarisées n’a été 

révélée entre les cellules non traitées et les différents véhicules. 

 

Utilisation du test de coloration au DiOC6(3). Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart 

type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été 

réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par 

des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison 

versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; 

e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : 

comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 µg/mL) ; i : comparaison 

versus 7β-OHC (50 µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM) ; k : comparaison 

versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 

µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC (50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-toco (400 µM) ; 

o : comparaison versus 7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée 

entre les cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) et 

EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 
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Figure 45 : Mesure du potentiel transmembranaire mitochondrial (ΔΨm) permettant la 

détermination du pourcentage de cellules C2C12 avec des mitochondries dépolarisées en 

présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes et d’α-tocophérol. 
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3.4.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur le taux d’ATP mitochondrial 

La chaîne respiratoire mitochondriale, localisée au niveau des crêtes de la membrane 

interne des mitochondries, a pour fonction de produire de l'ATP. L’ATP est la clef du 

métabolisme énergétique des cellules.  

L’étude de la production de l’ATP mitochondriale a été réalisée grâce à une technique 

de bioluminescence. Ainsi, les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 

24 h en présence ou en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au 

PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), ou à l’α-tocophérol (400 µM). Les résultats du dosage 

d’ATP sont présentés dans la Figure 46. Le traitement des myoblastes C2C12 avec le 7β-OHC 

(50 µM) et le 7KC (50 µM) montre une nette réduction du taux d'ATP par rapport au contrôle 

et au véhicule (EtOH 0,1%). En revanche, le co-traitement des oxystérols avec le PLSO (100 

µg/mL), le MTSO (100 µg/mL), ou l’α-tocophérol (400 µM) induit une augmentation 

significative du taux d’ATP. Aucune différence significative n’a été observée entre les cellules 

non traitées et les différents véhicules.  

Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 
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Figure 46 : Mesure de la concentration cellulaire d’ATP en présence de 7β-

hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 
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d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 

µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 

7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO 

(100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC (50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ 

α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune 

différence significative n'a été observée entre les cellules non traitées et les différents véhicules 

(EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 

3.4.3. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la masse mitochondriale 

La masse mitochondriale a été évaluée par cytométrie en flux après coloration avec le 

MitoTracker Red. Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées en présence ou en 

absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 µM). Après 24 h de traitement, une coloration au 

MitoTracker Red a été effectuée sur les cellules mise en suspension. Les résultats obtenus sont 

présentés dans la Figure 47.  

Dans ces conditions de traitement des myoblastes C2C12, une augmentation 

significative de l’intensité moyenne de fluorescence (IMF), pouvant correspondre à une 

augmentation de la masse mitochondriale pour palier à la déficience de la production d’ATP, a 

été observée en présence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) par rapport aux cellules non 

traitées (contrôle), et au véhicule (EtOH 0,1%). Cette augmentation est fortement atténuée en 

co-traitement avec le MTSO (100 µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM). Le co-traitement avec 

le PLSO (100 µg/mL) montre une légère diminution, mais non statistiquement significative, 

d’IMF comparativement aux cellules traitées avec du 7β-OHC (50 µM) seul. Aucune différence 

significative n’a été observée entre les cellules non traitées (contrôle) et les différents véhicules. 
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Utilisation du test de coloration au MitoTracker Red. Les résultats présentés correspondent à 

la moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une 

analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. 

Une valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les différences 

statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par des lettres différentes, tiennent 

compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison versus ETOH 

(0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e 

: comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 

µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC 

(50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 

7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée entre les 

cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) 

et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 
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Figure 47 : Mesure de la masse mitochondriale en présence de 7β-hydroxycholestérol et 

de 7-cétocholestérol sur cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 
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3.4.4. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la production d’anion superoxyde au niveau 

mitochondrial 

La production d’anion superoxyde (O2
● – ) au niveau mitochondrial sur  cellules C2C12 

a été évaluée par la coloration au MitoSOX Red. Les résultats obtenus sont illustrés dans la 

Figure 48.  

L’analyse par cytométrie en flux a révélé une augmentation significative du pourcentage 

de cellules MitoSOX positives reflétant une surproduction d’O2
● – mitochondriaux en présence 

du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM). Cette augmentation est fortement atténuée lorsque le 

7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM) sont associés au PLSO (100 µg/mL), au MTSO (100 

µg/mL), ou à l'α-tocophérol (400 µM) ce qui confirme l’activité mito-protectrice de ces 

composés. Aucune différence significative n’a été révélée entre les cellules non traitées 

(contrôle) et les différents véhicules. 

Utilisation du test de coloration au MitoSOX Red. Les résultats présentés correspondent à la 

moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse 
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Figure 48 : Mesure de la production d’anion superoxyde au niveau mitochondrial 
permettant la détermination du pourcentage de cellules surproduisant l’anion superoxyde 

en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur cellules C2C12 et 

évaluation  des effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-

tocophérol 
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comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une 

valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les différences 

statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par des lettres différentes, tiennent 

compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison versus ETOH 

(0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e 

: comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 

µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : 

comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC 

(50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 

7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée entre les 

cellules non traitées et les différents véhicules. 

3.4.5. Effet de MitoQ et de MitoTempol associés ou non au 7β-

hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur l’activité estérase par coloration à la 
fluorescéine diacétate (FDA) 

Les mitochondries produisent normalement des ERO. Une surproduction d’ERO peut 

survenir sous l’effet d’agents physiques, chimiques ou biologiques et dans certaines maladies. 

Pour prévenir cette surproduction d’ERO mitochondriaux, il existe un antioxydant 

mitochondrial (MitoTempol) et un analogue de coenzyme Q10 (MitoQ) . Dans ce contexte, les 

effets antioxydants de MitoQ et de MitoTempol associés ou non au 7β-OHC et au 7KC ont été 

évalués sur les cellules C2C12 cultivés pendant 12 h et traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), α-tocophérol (400 µM), MitoQ (1 µM), ou mitoTempol (5 µM). Un test 

FDA est réalisé pour évaluer l’impact de MitoQ et de MitoTempol sur l’activité estérase et/ou 

la viabilité cellulaire. Les résultats obtenus sont illustrés dans la Figure 49. 

À la suite de co-traitement des oxystérols avec le MitoQ (1 µM), une faible 

cytoprotection est observée avec le test FDA. En revanche une cytoprotection significative et 

marquée est trouvée avec le MitoTempol (5 µM) comparativement aux cellules traitées avec du 

7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) seuls. Aucune différence significative n’a été révélée 

entre les cellules non traitées (contrôle) et les différents véhicules. 
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Test de coloration à la fluorescéine diacétate (FDA). Les résultats présentés correspondent à 

la moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes réalisées en tripliquate. Une 

analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. 

Une valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les différences 

statistiquement significatives entre les groupes, indiquées par des lettres différentes, tiennent 

compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus contrôle ; b : comparaison versus ETOH 

(0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e 

: comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 

µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ; i : comparaison versus MitoQ (1 µM) ; j : comparaison versus MitoTempol (5 µM); 

k : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; l : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco 

(400 µM) ; m : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; n : comparaison 

versus 7β-OHC (50 µM) + MitoQ (1 µM) ; o : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + 

MitoTempol (5 µM) ; p : comparaison versus 7KC (50 µM) ; q : comparaison versus 7KC (50 

µM)+ α-toco (400 µM) ; r : comparaison versus 7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL) ; s : 

comparaison versus 7KC (50 µM) + MitoQ (1 µM) ; t : comparaison versus 7KC (50 µM) + 

MitoTempol (5 µM) . Aucune différence significative n'a été observée entre les cellules non 

traitées et les différents véhicules. 
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Figure 49 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs de mitoQ 

et de mitoTempol. 
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3.4.6. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur la glycolyse et le cycle de Krebs 

Le cycle de Krebs, également appelé cycle de l'acide citrique ou cycle de l’acide 

tricarboxylique (cycle TCA), correspond à une série de réactions chimiques qui fait suite à la 

glycolyse. Le cycle de Krebs représente la principale source d’énergie de la cellule. En effet, 

au cours de ce cycle le pyruvate, le produit final de la glycolyse, est transportée du cytosol, lieu 

de la glycolyse, vers la mitochondrie où il est ensuite converti par la pyruvate-déshydrogénase 

en acétyl-coenzyme A (acétyl-CoA) qui est le substrat de départ du cycle de Krebs. Il est donc 

intéressant d’étudier l’effet de PLSO et de MTSO associes ou non au 7β-hydroxycholestérol et 

7-cétocholestérol sur le taux de différents acides organiques impliqués dans la glycolyse (acide 

lactique, acide pyruvique) et dans le cycle de Krebs (acide citrique, acide 2-cétoglutarique, 

acide succinique, acide fumarique, acide malique, acide oxaloacétique). 

Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou 

en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 µM). L’analyse des acides organiques a été 

étudiée par chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectrométrie de masse (CPG-MS). 

Les résultats obtenus exprimés en ng / million de cellules sont consignés dans le Tableau 23.  

En présence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM), une augmentation significative 

de la quantité d’acide lactique est observée comparativement aux cellules non traitées (contrôle) 

et au véhicule (EtOH 0,1%). En revanche, les cellules co-traitées avec le PLSO (100 µg/mL), 

le MTSO (100 µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM) montrent une diminution significative du 

taux d’acide lactique par rapport aux cellules traitées avec le 7β-OHC (50 µM) ou le 7KC (50 

µM). Par ailleurs, une diminution significative de la quantité d’acide lactique est révélée dans 

les cellules traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) par rapport aux cellules non 

traitées (contrôle) et au véhicule (EtOH 0,1%). Cette diminution est fortement atténuée lorsque 

le 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), au MTSO 

(100 µg/mL), ou à l’α-tocophérol (400 µM). La mesure des taux de différents acides organiques 

du cycle du Krebs, révèle une diminution marquée de la quantité d’acide citrique, d’acide 2-

cétoglutarique, d’acide succinique, d’acide fumarique, d’acide malique, et d’acide 

oxaloacétique dans les cellules traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) par rapport 

aux cellules non traitées (contrôle) et au véhicule (EtOH 0,1%). Cette diminution est atténuée 

en co-traitement avec le PLSO , le MTSO (100 µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM). Cela 

montre la capacité de PLSO, de MTSO, et de α-tocophérol de réguler le cycle du Krebs.  
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Tableau 23 : Mesure des acides organiques en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7 cétocholestérol sur cellules C2C12 et évaluation 

des effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 

Les concentrations sont exprimées en ng / million de cellules. Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey.

 
Glycolyse  Cycle de Krebs 

Acide 
lactique 

Acide pyruvique Acide citrique 
Acide 2-

cétoglutarique 
Acide 

succinique 
Acide 

fumarique 
Acide 

malique 
Acide 

oxaloacétique  
Contrôle 370,32 ± 2,28  38,58 ± 1,06 32,21 ± 1,05 5,09 ± 0,33 34,76 ± 0,11 8,07 ± 0,20 4,51 ± 0,17 6,30 ± 0,18 

EtOH 0,5% 354,57 ± 4,38 40,99 ± 1,08 29,04 ± 1,95 5,53 ± 0,18 34,12 ± 0,21 9,38 ± 0,20 4,48 ± 0,13 6,41± 0,79 

DMSO 0,125% 353,36 ± 6,02 39,52 ± 0,30 31,44 ± 0,26 5,45 ± 0,07 35,53 ± 0,44 8,33 ± 0,14 6,02 ± 0,25 5,10 ± 0,26 

EtOH 0,1% 351,45 ± 0,16 35,91± 0,66 27,90 ± 0,66 4,18 ± 0,11 33,32 ± 0,83 7,65 ± 0,23 4,58 ± 0,11 6,25 ± 0,12 

EtOH 0,1% + DMSO 0,125% 373,73 ± 3,29 40,72 ± 1,24 28,13 ± 1,28 6,84 ± 0,12 33,55 ± 1,12 8,06 ± 0,11 5,06 ± 0,47 6,95 ± 0,28 

α-toco (400 µM) 
243,43 ± 3,92 

a b 
77,18 ± 0,84 

a b 
48,94 ± 1,91 

a b 
23,65 ± 1,11 

a b 
47,60 ± 0,46 

a b 
10,62 ± 0,06 

a 
10,43 ± 0,60 

a b 
12,06 ± 0,09 

a b 

PLSO (100 µg/mL) 
453,07 ± 1,61 

a c f 
62,42 ± 2,81 

a c f 
32,28 ± 1,45 

f 
11,49 ± 0,47 

a c f 
33,10 ± 0,08 

f 
8,45 ± 0,27 

f 
10,41 ± 0,55 

a c 
17,19 ± 0,95 

a c f 

MTSO (100 µg/mL) 
513,69 ± 4,56 

a c f g 
66,85 ± 1,73 

a c f 
24,66 ± 0,45 

a c f g 
12,80 ± 0,52 

a c f 
54,32 ± 1,58 

a c f g 
12,16 ± 0,17 

a g 
13,32 ± 0,59 

a c f g 
41,75 ± 1,27 

a c f g 

7β-OHC (50 µM) 
545,63 ± 4,05 

a d f g h 
25,64 ± 0,06 

a d f g h 
11,80 ± 0,73 

a d f g h 
2,32 ± 0,07 

a d f g h 
6,57 ± 0,23 

a d f g h 
4,89 ± 0,03 

a d f g h 
2,62 ± 0,12 

d f g h 
4,66 ± 0,08 

f g h 

7β-OHC + α-toco (400 µM) 
306,19 ± 4,05 

a b f g h i 
79,27 ± 1,39 

a b g h i 
31,43 ± 0,51 

f h i 
16,56 ± 0,17 

a b f g h i 
14,21 ± 0,07 

a b f g h i 
11,57 ± 0,11 

a b g i 
5,02 ± 0,23 

f g h i 
16,10 ± 0,46 

a b f h i 

7β-OHC + PLSO (100 µg/mL) 
312,47 ± 2,68 

a e f g h i 
30,05 ± 0,94 

e f g h j 
12,24 ± 0,25 

a e f g h j 
2,54 ± 0,15 

a e f g h j 
12,13 ± 0,02 

a e f g h i 
6,71 ± 0,06 

f g h j 
2,41 ± 0,35 

a f g h j 
4,25 ± 0,14 

f g h j 

7β-OHC + MTSO (100 µg/mL) 
293,92 ± 2,25 

a e f g h i l 
 

34,77 ± 0,45 
f g h j 

13,89 ± 0,74 
a e f g h j 

1,96 ± 0,09 
a e f g h j 

8,68 ± 0,30 
a e f g h j 

6,56 ± 0,05 
f h j 

3,65 ± 0,11 
f g h 

7,85 ± 0,26 
f g h i j k 

7KC (50 µM) 
544,88 ± 0,34 

a d f g h i j c k l 
27,99 ± 0,84 

a f g h j 
19,21 ± 0,33 

a d f g i j k 
2,16 ± 0,04 

a d f g h j 
15,41 ± 0,59 

a d f g h i l 
4,66 ± 0,13 

a f g h j 
2,46 ± 0,21 

d f g h j 
4,92 ± 0,17 

f g h j 

7KC + α-toco (400 µM) 
229,16 ± 4,30 

a b g h i j k l m 
128,96 ± 4,52 

a b f g h i j k l m 
36,94 ± 0,70 

b f  h i k l m 
19,67 ± 0,65 

a b f g h i j k l m 
49,79 ± 0,77 

a b g h i j l m 
14,84 ± 1,38 

a b f g h i j k l m 
8,51 ± 0,28 

a b h i j k l m 
18,09 ± 0,44 

a b f h i k l m 

7KC+ PLSO (100 µg/mL) 
273,94 ± 3,04 

a e f g h i j k l m n 
81,82 ± 2,14 

a e g h i k l m n 
33,20 ± 0,08 

f h i k l m 
5,07 ± 0,42 
e f g h i j k l m n 

12,85 ± 0,25 
a e f g h i k l n 

7,77 ± 0,07 
f h i j m n 

5,60 ± 0,60 

e f g h i k m n 
20,77 ± 0,46 

a e f g h i j k l m 

7KC+ MTSO (100 µg/mL) 
342,03 ± 3,14 
a e f g h i j k l m n o 

66,68 ± 1,44 
a e f g i j k l m n o 

27,16 ± 2,01 
f h i k l m n o 

4,25 ± 0,12 
f g h j l n 

13,41 ± 0,23 
a e f g h i l n 

10,92 ± 0,20  a 

e g i k l m n o 
4,24 ± 0,23 

f g h n 
13,42 ± 0,46 
a e g h i k l m n o 
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3.4.7. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-

cétocholestérol sur les niveaux d’expression de gènes codants pour les protéines 

de la dynamique mitochondriale 

Les mitochondries se divisent, fusionnent et modifient constamment leur taille et leur 

forme, formant un réseau dynamique pour maintenir leur intégrité et leur quantité. Les cellules 

normales maintiennent un équilibre entre la fusion et la fission. Les protéines Mitofusine 1 et 2 

(Mfn1/2) sont impliquées dans la fusion de la membrane mitochondriale externe, et la protéine 

d'atrophie optique 1 (OPA1) assure la fusion des membranes mitochondriales internes. La 

fission mitochondriale 1 (Fis1) et la protéine 1 liée à la dynamine (Drp1) sont associées à la 

fission mitochondriale. Fis1 se localise principalement sur la membrane mitochondriale 

externe. Drp1 est une protéine cytoplasmique qui se transloque dans les mitochondries et 

interagit avec Fis1 pour améliorer la fission (Y. Wang et al., 2019) (Figure 50). Il est donc 

important de déterminer l’effet de PLSO associé ou non au 7β-OHC ou au 7KC sur les niveaux 

de l’expression des gènes impliqués dans la fusion/fission mitochondriale.  

 

Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou 

en absence du 7β-OHC (50 µM), et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

et à l’α-tocophérol (400 µM). Ensuite, une RT-qPCR a été réalisée pour étudier l’expression de 

gènes impliqués dans la fusion/fission mitochondriale. Les résultats obtenus sont présentés dans 

la Figure 51.   

Les résultats montrent une augmentation de l’expression de gènes de fusion 

mitochondriale ( Mfn1, Mfn2, et Opa1) dans les cellules traitées au 7β-OHC (50 µM) 

comparativement aux cellules non traitées. En présence de PLSO (100 µg/mL) ou d'α-

tocophérol (400 µM), une diminution d’expression de Mfn1, Mfn2, et Opa1 est révélée bien que 

Figure 50 : Représentation schématique de la dynamique mitochondriale. 
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non significative. En présence du 7β-OHC, une diminution d’expression des gènes de fission 

mitochondriale (Drp1 et Fis1) a été observée. Le 7 KC affecte l’expression des gènes de ces 

protéines de façon différente. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 51: Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non 

au PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de gènes impliqués dans la fusion (Mfn1, 

Mfn2, Opa1) et la fission (Drp1, Fis1) mitochondriale. 

Génes de fusion mitochondriale 

Génes de fission mitochondriale 
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Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ;  h : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM), j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL), K : 

comparaison versus 7KC (50 µM) , l : comparaison versus 7KC (50 µM) + α-toco (400 µM). 

3.4.8. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-

cétocholestérol sur la biogenèse mitochondriale 

Le facteur mitochondrial TFAM (mitochondrial transcription factor A) et le facteur 

NRF1 (nuclear respiratory factor 1) sont requis pour la régulation de la transcription et la 

réplication de l’ADN mitochondrial (ADNmt). NRF1 a été signalé comme étant lié aux 

promoteurs du gène TFAM et travaillant ensemble dans la fonction et la biogenèse 

mitochondriales. L’impact du 7β-OHC (50 µM) et 7KC associés ou non au PLSO (100 µg/mL), 

et à l’α-tocophérol (400 µM) sur l’expression de Tfam1 et de Nrf1 a été évalué sur les cellules 

C2C12. Les résultats obtenus sont présentés dans la Figure 52. 

Figure 52 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non 

au PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de Tfam1 et de Nrf1. 
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Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ;  h : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM), j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL), K : 

comparaison versus 7KC (50 µM) , l : comparaison versus 7KC (50 µM) + α-toco (400 µM). 

 

Les résultats montrent que sous l’effet du 7β-OHC (50 µM), le niveau d’expression de 

Tfam1 et de Nrf1 est significativement diminué comparativement aux cellules non traitées 

(contrôle) ou au véhicule (EtOH (0,1 %)). Cette diminution est atténuée en présence de PLSO 

(100 µg/mL), et d’α-tocophérol (400 µM). En revanche, sous l’effet du 7KC (50 µM), le niveau 

d’expression de Tfam1 et de Nrf1 est significativement augmenté par rapport au contrôle. Les 

deux oxystérols (7β-OHC et 7KC) ont donc des effets différents sur le niveau d’expression de 

Tfam1 et de Nrf1. 

L’AMPK et les sirtuines jouent également des rôles importants dans la biogenèse 

mitochondriales. L’expression de gènes Sirt3 et Ampk α1 ainsi que la quantité des protéines 

Sirt1 et AMPK α1 ont été respectivement évaluées par RT-qPCR et Western blot. Les résultats 

de ces deux analyses sont présentés dans les Figures 53 et 54.  

La quantification par RT-qPCR de l’expression de gènes mitochondriaux montre une 

diminution significative d’expression d'ARNm de Sirt3 et Ampk α1 dans les cellules traitées au 

7β-OHC (50 µM) comparativement aux cellules non traitées, et au véhicule (EtOH 0,1%). En 

revanche, aucun effet sur le niveau d’expression de ces gènes (Sirt3 et Ampk α1) n’a été révélé 

en présence du 7KC (Figure (53).  

Les résultats de l’analyse par Western blot ne montrent aucun changement de la quantité 

de la protéine AMPK α1 sur les cellules traitées avec 7β-OHC (50 µM) et 7KC (50 µM) 

comparativement aux cellules non traitées. Une légère diminution de la quantité de Sirt1 est 

révélée avec les cellules traitées avec 7β-OHC (50 µM) (Figure 64). 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/western-blot
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Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ;  h : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM), j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL), K : 

comparaison versus 7KC (50 µM) , l : comparaison versus 7KC (50 µM) + α-toco (400 µM). 

 

 

 

Figure 53 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non 

au PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de Sirt3 et de Ampk α1. 
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Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence de 7β-OHC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 

µM). Les protéines mitochondriales (Sirt1 et AMPK α1) ainsi que la β-actine (utilisé comme 

une protéine de référence) ont été caractérisées par Western blot avec des anticorps 

appropriés. Les données sont présentées sous forme de sous forme de moyenne ± écart type de 

deux expériences indépendantes et comparées par le test-t de student. Une valeur p<0,05 est 

considérée comme statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives 

sont indiquées par différents symboles : * comparaison entre PLSO, α-tocophérol, 7β-OHC, et 

(7β-OHC + PLSO) versus le véhicule correspondant ; # comparaison entre 7β-OHC, (7β-OHC 

+ PLSO) et (7β-OHC + α-toco).  

 

Figure 54 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur la quantité de protéines mitochondriales (Sirt1 et AMPK α1). 
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Le 7β-OHC et le 7KC ont des effets différents sur la dynamique et la biogenèse 

mitochondriale. Ces effets sont plus ou moins norlalisés en fonction de PLSO et d’α-tocophérol. 

Sur la base de ces resultats une carte thermique « heatmap » a été réalisée (Figure 55).  

 

La carte thermique (heatmap) est un système de classification par couleurs comparant les effets 

du 7β-OHC et du 7KC. La couleur passe du gris (peu ou pas d'effet) au noir (effet maximal) en 

fonction de l’intensité des effets sur les niveaux l’expression de génes impliqués dans la 

dynamique et la biogenèse mitochondriale. 

 

3.5. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non 

au 7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur l’activité peroxysomale 

Les peroxysomes sont des organites qui participent au contrôle de l' homéostasie RedOx 

et au métabolisme des lipides. Ils sont fonctionnellement connectés aux mitochondries et au 

réticulum endoplasmique, et sont souvent situés au voisinage des mitochondries. Une 

évaluation des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non au 7β-

hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur l’activité peroxysomale a été réalisée. Ainsi, 

plusieurs paramètres peroxysomaux ont été étudiés avec l'utilisation de différentes méthodes 

complémentaires : microscopie à illumination structurée (Apotome), cytométrie en 

flux, Western blot , RT-qPCR et chromatographie en phase gazeuse couplée à spectrométrie de 

masse (CPG-MS). 

Figure 55 : Heatmap réalisée sur cellules C2C12 comparant la differences entre les deux 

oxystérols étudiés (7β-OHC et 7KC). 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/peroxisome
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/homeostasis
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/western-blot
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3.5.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur l’expression et la topographie du transporteur 

membranaire peroxysomal ABCD3 

Le transporteur ABCD3 est un composant majeur de la membrane peroxysomale. Ce 

transporteur peroxysomal est fréquemment utilisé pour évaluer la masse peroxysomale, 

fournissant ainsi des informations sur la biogenèse des peroxysomes. La topographie et la 

quantité d’ABCD3 ont été respectivement évaluées par microscopie à fluorescence par 

illumination structurée avec le module Apotome, et par cytométrie en flux après un 

immunomarquage indirecte, en utilisant un anticorps primaire polyclonal anti-ABCD3 et un 

anticorps secondaire couplé à l’Alexa 488. Les résultats de ces deux analyses sont présentés 

dans les Figures 56 et 57. 

L’observation microscopique des cellules C2C12 par apotome a révélé une répartition 

homogène des peroxysomes dans le cytoplasme des cellules non traitées, et des cellules traitées 

au PLSO (100 µg/mL), au MTSO (100 µg/mL), ou à l’α-tocophérol (400 µM). Sous traitement 

au 7β-OHC (50 µM) et au 7KC (50 µM), une diminution importante de la densité des 

peroxysomes et des agrégats de peroxysomes (qui pourraient correspondre à des vésicules de 

perxophagie) sont observés. Lorsque les cellules sont cultivées en présence du 7β-OHC (50 

µM) et du 7KC (50 µM) associées au PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), ou à l’α-

tocophérol (400 µM), l'aspect des peroxysomes et leur topographie évoquent ceux des cellules 

non traitées (contrôle) (Figure 56). 

En accord avec les observations microscopiques, l’analyse par cytométrie en flux a 

révélé une augmentation significative du pourcentage des cellules avec un niveau réduit 

d’ABCD3, indiquant une diminution de la masse peroxysomale, sous traitement  avec le 7β-

OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM). Cette diminution de la masse peroxysomale induite par le 

7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM) est fortement contrecarrée en présence des huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol (Figure 57). 
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Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence de 7β-OHC (50 µM) et de 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 

MTSO (100 µg/mL), et α-tocophérol (400 µM), et observées en microscopie à fluorescence par 

illumination structurée avec le module Apotome après immunomarquage en utilisant un 

anticorps polyclonal anti-ABCD3. Nous observons une diminution importante de la densité des 

peroxysomes et des agrégats de peroxysomes. Cette diminution est atténuée lorsque ces 

oxystérols sont associés à PLSO, MTSO et α-tocophérol. Une contre coloration des noyaux au 

Hoechst 33342 (1 µg/mL) a été réalisée.  

 

 

 

Figure 56 : Analyse par microscopie à fluorescence (Apotome) de la quantité et de la 

topographie de la protéine peroxysomale ABCD3. 
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Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 

µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 

7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL) ; l : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + MTSO 

(100 µg/mL) ; m : comparaison versus 7KC (50 µM) ; n : comparaison versus 7KC (50 µM)+ 

α-toco (400 µM) ; o : comparaison versus 7KC (50 µM)+ PLSO (100 µg/mL). Aucune 

différence significative n'a été observée entre les cellules non traitées et les différents véhicules 

(EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 
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Figure 57 : Mesure de la quantité de la protéine peroxysomale ABCD3 en présence de 7β-

hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets 

cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 
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3.5.2. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

sur le niveau d’expression d’ARNm du gène Abcd3 

La quantification de l’expression d’ARNm du gène Abcd3 a été réalisée par RT-qPCR 

sur les cellules C2C12 cultivés pendant 12 h et traitées pendant 24 h en présence ou en absence 

du 7β-OHC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), ou à l’α-

tcophérol (400 µM). Les résultats obtenus sont présentés dans la Figure 58.  

En présence de PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), 

aucun changement du niveau d'expression de l'ARNm d'Abcd3 n'a été observée par rapport aux 

cellules non traitées, et aux cellules traitées avec les véhicules (EtOH 0,5%, DMSO 0,125% ). 

Cependant, en présence du 7β-OHC, le niveau d'expression de l'ARNm d’Abcd3 a été 

significativement diminué. Le co-traitement du 7β-OHC avec le PLSO (100 µg/mL), le MTSO 

(100 µg/mL), ou l’α-tocophérol (400 µM) induit une augmentation significative du niveau 

d’expression d'Abcd3. Aucune différence significative n’a été observée entre les cellules non 

traitées et les différents véhicules.  

Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 
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Figure 58 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol associé ou non aux huiles 

Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et à l’α-tocophérol sur le niveau d’expression d’Abcd3. 
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indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ; h : comparaison versus MTSO (100 µg/mL) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 

µM) ; j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM) ; k : comparaison versus 

7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL). Aucune différence significative n'a été observée entre 

les cellules non traitées et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 

%) et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)). 

 

3.5.3. Effet de MTSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol sur le 

niveau d’expression des peroxines  

Afin de préciser l'impact du 7β-OHC sur la biogenèse des peroxysomes, l'expression 

des peroxines (quantité d’ARNm), notamment Pex5, Pex13 et Pex14, a été étudiés. Pex5 

transporte les protéines nouvellement synthétisées du cytosol vers la matrice peroxysomale (W. 

Wang & Subramani, 2017). Pex13 et Pex14 sont des composants clés du complexe d'amarrage 

peroxysomal localisé au niveau de la membrane peroxysomale et sont nécessaires à la formation 

des peroxysomes (J.-Y. Wang et al., 2019).  

Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou 

en absence du 7β-OHC (50 µM) associées ou non au MTSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol 

(400 µM). Ensuite, RT-qPCR a été réalisé pour étudier l’expression des gènes impliqués dans 

la biogenèse peroxysomale, en particulier la Pex5, la Pex13, et la Pex14. Les résultats sont 

présentés dans la Figure 59.  

Les résultats montrent une diminution significative de l’ARNm de Pex5 dans les 

cellules traitées au 7β-OHC (50 µM) comparativement aux cellules non traitées, et au véhicule 

(EtOH 0,1%). En présence de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM), une 

augmentation d’expressionde Pex5 est révélée bien que non significative. En présence du 7β-

OHC, une augmentation d’expression d'ARNm de Pex13 et Pex14 a été observée. 
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Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus MTSO (100 

µg/mL) ;  h : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM). 

Figure 59 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol associé ou non au MTSO et à l’α-

tocophérol sur l’expression de gènes impliqués dans la biogenèse peroxysomale (Pex5, 
Pex13, Pex14). 
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3.5.4. Effet de MTSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol sur la 

quantité de protéine ABCD3 et d’enzymes impliquées dans la β-oxydation des 

acides gras à très long chaine (ACOX1, MFP2) 

La β-oxydation peroxysomale permet la dégradation des acides gras à très longue chaîne 

(C ≥ 22). Elle fait appel aux oxydases centrales à savoir l’acyl-CoA oxydase-1 (ACOX1) et 

l’enzyme multifonctionnelle (MFP2). L’effet de MTSO associé ou non au 7β-OHC sur la 

quantité de protéine ABCD3 et d’enzymes peroxysomales (ACOX1, MFP2) a été quantifiée 

sur les cellules C2C12 par Western blot. Les résultats obtenus sont illustrés dans la Figure 60.  

Les résultats de l’analyse par Western blot des myoblastes C2C12 montrent une 

diminution significative de quantité de la protéine ABCD3 après traitement des cellules avec le 

7β-OHC (50 µM), comparativement aux cellules non traitées, et au véhicule (EtOH 0,1%). En 

revanche, les cellules co-traitées avec le MTSO (100 µg/mL), et l'α-tocophérol (400 µM) 

montrent une augmentation significative de quantité de la protéine ABCD3 par rapport aux 

cellules traitées avec le 7β-OHC (50 µM) seul. Ces résultats sont en accord avec les résultats 

obtenus par RT-qPCR.  

De même, des diminutions marquées de quantité de protéines ACOX1 (isoformes 75, 

50 et 25 kDa) et MFP2 ont été observés suite au traitement avec du 7β-OHC (50 µM) 

comparativement aux cellules non traitées (contrôle), et au véhicule (EtOH 0,1%). Ces 

diminutions ont été réduites lorsque le 7β-OHC (50 µM) est associé au MTSO ou à l'α-

tocophérol.  
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Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence de 7β-OHC (50 µM) associées ou non au MTSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 

µM). Les protéines peroxysomales (ABCD3, ACOX1, MFP2) ainsi que la β-actine (utilisé 

comme une protéine de référence) ont été caractérisées par Western blot avec des anticorps 

appropriés. Les données sont présentées sous forme de sous forme de moyenne ± écart type de 

deux expériences indépendantes et comparées par le test-t de student. Une valeur p<0,05 est 

considérée comme statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives 

sont indiquées par différents symboles : * comparaison entre MTSO, α-tocophérol, 7β-OHC, 

et (7β-OHC + MTSO) versus le véhicule correspondant ; # comparaison entre 7β-OHC, (7β-

OHC + MTSO) et (7β-OHC + α-toco). Aucune différence significative n'a été observée entre 

les cellules non traitées (contrôle) et les différents véhicules. 

Figure 60 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol associé ou non au MTSO et à l’α-

tocophérol sur la quantité de protéines peroxysomales (ABCD3, ACOX1, MFP2). 
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3.5.5. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur le profil des acides gras à très long chaîne (AGTLC) 

Comme le 7β-OHC induit une diminution de la quantité de protéines ACOX1 et MFP2 

impliquées dans la β-oxydation peroxysomale, cet effet pourrait favoriser l'accumulation des 

acides gras à très long chaîne (AGTLC), qui peuvent contribuer à des dysfonctionnements 

cellulaires en induisant du stress oxydant et en activant la mort cellulaire (Baarine, Ragot, et 

al., 2012). Par conséquent, le niveau intracellulaire d’AGTLC a été déterminé par CPG-MS 

après traitement des cellules C2C12 en présence ou en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC 

(50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), au MTSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol 

(400 µM) pendant 24 h. Les résultats exprimés en ng / million de cellules sont consignés dans 

le Tableau 24.  

L’analyse des AGTLC a révélé une augmentation significative des taux de l’acide 

béhénique (C22:0), de l’acide lignocérique (C24:0), de l’acide nervonique (C24:1 n-9), de 

l’acide cérotique (C26:0), et de l’acide hexacosénoïque (C26:1 n-9), après traitement des 

cellules avec le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM), par rapport aux cellules non traitées, et 

au véhicule (EtOH 0,1%). Cette augmentation a été normalisée lorsque les cellules C2C12 

traitées au 7β-OHC ont été simultanément incubés avec du PLSO (100 µg/mL), du MTSO (100 

µg/mL) ou de l'α-tocophérol (400 µM). Aucune différence significative n’a été révélée entre 

les cellules non traitées (contrôle) et les différents véhicules. 

L'activité accrue d'ELOVL1 (Elongation of Very-Long-Chain Fatty Acid 1) pourrait 

également être impliquée dans le niveau accru d’AGTLC. Actuellement, sept enzymes appelées 

ELOVL 1–7, localisées dans le réticulum endoplasmique, ont été identifiées. ELOVL1 est 

suggéré pour contrôler la synthèse des AGTLC jusqu'à C26:0. Il s'agit de l'élongase la plus 

puissante pour C24:0 et C26:0, alors que, selon le type cellulaire considéré, une activité 

d'élongase similaire a été rapportée avec ELOVL3 et ELOVL6 ((Jakobsson et al., 2006) 

(Kihara, 2012)). Nos résultats montrent une augmentation de l'indice d'activité de l'élongase 

(qui pourrait correspondre à l'activité ELOVL1, 3 et 6 ; rapport [C24:0 / C22:0] et rapport 

[C26:0 / C22:0] sous traitement avec le 7β-OHC; ces différents indices d'activité élongase ont 

été fortement atténués lorsque le 7β-OHC et le 7KC sont associés au PLSO, au MTSO ou à l'α-

tocophérol.  
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Tableau 24 : Mesure des acides gras à très long chaîne en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-cétocholestérol sur cellules C2C12  

et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 

Les concentrations sont exprimées en ng / million de cellules. Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey.

 
 

C22:0 C22:1 (n-9) C24:0 C24:1 (n-9) C26:0 C26:1 (n-9) C24:0 / C22:0 C26:0 / C22:0 

Contrôle 11,57 ± 0,02 11,07 ± 0,02 15,71 ± 0,09 8,51 ± 0,07 2,06 ± 0,03 2,79 ± 0,00 1,36 ± 0,01 0,18 ± 0,00 

EtOH 0,5% 11,12 ± 0,12 10,65 ± 0,15 16,05 ± 0,09 8,84 ± 0,05 2,06 ± 0,04 2,74 ± 0,01 1,44 ± 0,01 0,19 ± 0,00 

DMSO 0,125% 12,04 ± 0,02 11,41 ± 0,09 15,88 ± 0,04 8,61 ± 0,00 2,21 ± 0,01 2,84 ± 0,00 1,32 ± 0,01 0,18 ± 0,00 

EtOH 0,1% 11,39 ± 0,12 10,95 ±0,07 15,30 ± 0,16 8,51 ± 0,05 1,99 ± 0,01 2,75 ± 0,02 1,34 ± 0,03 0,18 ± 0,00 

EtOH 0,1% + DMSO 0,125% 11,54 ± 0,06 10,55 ± 0,15 15,70 ± 0,02 8,50 ± 0,03 2,14 ± 0,07 2,87 ± 0,01 1,36 ± 0,01 0,19 ± 0,01 

α-toco (400 µM) 
9,08 ± 0,03 

a b 
7,64 ± 0,26 

a b 
13,20 ± 0,01 

a b 
6,42 ± 0,07 

a b 
1,81 ± 0,01 

2,02 ± 0,02 
a b 

1,45 ± 0,00 0,20 ± 0,00 

PLSO (100 µg/mL) 
8,60 ± 0,15 

a c 
7,28 ± 0,04 

a c 
10,85 ± 0,07 

a c f 
6,68 ± 0,07 

a c 
1,28 ± 0,03 

a c f 
2,14 ± 0,01 

a c 
1,26 ± 0,01 

f  

0,15 ± 0,00 
f 

MTSO (100 µg/mL) 
10,06 ± 0,25 

a c f g 
7,53 ± 0,17 

a c 
10,91 ± 0,18 

a c f g 
7,85 ± 0,10 

a c f g 
1,86 ± 0,08 

2,36 ± 0,05 
a c 

1,09 ± 0,05 
a b f g 

0,19 ± 0,00 

7β-OHC (50 µM) 
13,49 ± 0,09 

a d f g h 
8,89 ± 0,06 

a d f g h 
23,61 ± 0,12 

a d f g h 
11,39 ± 0,12 

a d f g h 
5,57 ± 0,01 

a d f h 
4,72 ± 0,02 

a d f g h 
1,75 ± 0,00 

a d f g h 
0,41 ± 0,00 

a d f g h 

7β-OHC + α-toco (400 µM) 
11,24 ± 0,16 

g h i 
9,64 ± 0,26 

a b f g h 
17,00 ± 0,18 

a b f g h i 
10,96 ± 0,09 

a b f g h i 
4,20 ± 0,01 

a b f h i 
3,60 ± 0,01 

a b f g h i 
1,51 ± 0,01 

a g h i 
0,37 ± 0,01 

a b f g h i 

7β-OHC + PLSO (100 µg/mL) 
9,24 ± 0,06 

a e f g h i j 
8,79 ± 0,31 

a e f g h j 
14,38 ± 0,29 

a e f g h i j 
7,32 ± 0,16 

a e f g h i j 
3,77 ± 0,02 

a e f h i j 
2,70 ± 0,04 

f g h i j 
1,56 ± 0,02 

a e g h i 
0,41 ± 0,00 

a e f g h 

7β-OHC + MTSO (100 µg/mL) 
11,87 ± 0,19 

f g h i j k 
10,83 ± 0,27 

f g h i j k 
15,42 ± 0,07 

f g h i j k 
9,61 ± 0,04 

a e f g h i j k 
1,81 ± 0,01 

g i j k 
3,07 ± 0,04 

a e f g h i j k 
1,30 ± 0,03 

f h i j k 
0,15 ± 0,00 

f i j k 

7KC (50 µM) 
11,70 ± 0,10 

f g h i k 
8,79 ± 0,31 

a d f g h j l 
23,05 ± 0,24 

a d f g h j k l 
16,36 ± 0,12 

a d f g h i j k l 
11,38 ± 0,18 

a d f g h i j k l 
11,02 ± 0,03 

a d f g h i j k l 
1,97 ± 0,04 

a d f g h i j k l 
0,97 ± 0,01 

a d f g h i j k l 

7KC + α-toco (400 µM) 
13,81 ± 0,09 

a b f g h j k l m 
11,74 ± 0,17 

f g h i j k l m 
19,28 ± 0,44 

a b f g h i j k l m 
15,70 ± 0,11 

a b f g h i j k l m 
8,19 ± 0,12 
a b f g h i j k l m 

7,06 ± 0,06 
a b f g h i j k l m 

1,40 ± 0,04 
g h i j k m 

0,59 ± 0,01 
a b f g h i j k l m 

7KC+ PLSO (100 µg/mL) 
10,79 ± 0,03 

a e g h i k l m n 
10,70 ± 0,06 

f g h i j k m n 
21,23 ± 0,26 
a e f g h i j k l m n 

15,92 ± 0,05 
a e f g h i j k l m 

8,62 ± 0,22 
a e f g h i j k l m 

8,69 ± 0,05 
a e f g h i j k l m n 

1,97 ± 0,03 
a e f g h i j k l n 

0,80 ± 0,02 
a e f g h i j k l m n 

7KC+ MTSO (100 µg/mL) 
12,60 ± 0,09 
a e f g h i j k l m n o 

10,94 ± 0,07 
f g h i j k m 

20,47 ± 0,29 
a e f g h i j k l m n 

15,78 ± 0,19 
a e f g h i j k l m 

8,47 ± 0,14 
a e f g h i j k l m 

7,97 ± 0,01 
a e f g h i j k l m n o 

1,63 ± 0,03 
a e f g h i j l m n o 

0,67 ± 0,02 
a e f g h i j k l m n o 
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3.6. Visualisation en microscopie à transmission électronique des modifications 

ultrastructurales des myoblastes murins C2C12 

Les modifications morphologiques des myoblastes C2C12 cultivées pendant 12 h et 

traitées pendant 24 h en présence ou en absence du 7β-OHC et du 7KC associées ou non au 

PLSO, MTSO, et à l’α-tocophérol ont été évalués par microscopie électronique à transmission 

(MET). Les images obtenues sont présentées dans la Figure 61. Les cellules non traitées, et les 

cellules traitées au PLSO, au MTSO, et à l'α-tocophérol ont une morphologie cellulaire 

fusiforme avec un noyau rond central contenant quelques nucléoles, de petites vacuoles 

cytoplasmiques vides, et des mitochondries et des peroxysomes morphologiquement normaux. 

En revanche, des modifications majeures de l’aspect des myoblastes C2C12 ont été observés 

en présence du 7β-OHC. Ainsi, des cellules rondes avec des noyaux irréguliers, plusieurs 

vacuoles cytoplasmiques contenant de nombreux débris cellulaires, et des mitochondries et des 

peroxysomes de forme et de taille irrégulières ont été observées. Ces modifications ont été 

atténuées par le co-traitement au PLSO, au MTSO, et à l'α-tocophérol. Aucune différence 

morphologique n'a été observée entre les cellules non traitées et les différents véhicules. 

De plus, l'observation en MET des myoblastes C2C12 nous a permis de mettre en 

évidence les organites cellulaires essentiels, à savoir les mitochondries, les peroxysomes et le 

réticulum endoplasmique. Les images sont présentées dans la Figure 62. Les cellules non 

traitées, les cellules traitées au PLSO, au MTSO, et à l'α-tocophérol présentent des 

mitochondries morphologiquement normales avec de nombreuses crêtes, des peroxysomes 

ronds de taille homogène (de l'ordre de 0,4 ± 0,1 µm) et un réticulum endoplasmique riche en 

ribosomes et facilement identifiable. Cependant, des changements majeurs dans la taille et la 

forme de ces organites ont été observés lorsque les cellules C2C12 ont été traitées avec du 7β-

OHC (50 µM). Ainsi, plusieurs mitochondries présentant des tailles et des formes anormales 

ont été observées : taille plus importante, densité matricielle réduite et crêtes mitochondriales 

déstructurées. De plus, plusieurs peroxysomes ont été détectés dans de nombreuses vacuoles 

cytoplasmiques, évoquant un processus de pexophagie. Il est à noter que ces modifications de 

la topographie et/ou de la morphologie mitochondriale et peroxysomale ont été atténuées 

lorsque le 7β-OHC a été associé au PLSO, au MTSO, ou à l'α-tocophérol. En effet, les 

mitochondries et les peroxysomes ont retrouvé leurs formes et des peroxysomes présents dans 

les vacuoles sont rarement détectés. Globalement, nos observations par MET confirment que le 

7β-OHC induit plusieurs modifications mitochondriales et peroxysomales, et que le PLSO, le 

MTSO, et l'α-tocophérol ont de puissants effets cytoprotecteurs sur ces organites.
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Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en absence de 7β-OHC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), 
au MTSO (100 µg/mL), ou à l’α-tocophérol (400 µM), et observées en microscopie électronique à transmission (MET). Dans les cellules non traitées (contrôle), 
les cellules traitées à l'α-tocophérol (400 µM), et les cellules traitées au PLSO et MTSO (100 µg/mL), les cellules ont une forme fusiforme, avec de gros noyaux 
ronds contenant plusieurs nucléoles ; elles présentent plusieurs petites vacuoles vides et des mitochondries et des peroxysomes morphologiquement normaux. 
Dans les cellules traitées par le 7β-OHC (50 µM), les cellules ont une morphologie anormale : elles ont une forme ronde, des noyaux irréguliers, et plusieurs 
vacuoles cytoplasmiques contenant des débris cellulaires, ainsi que des mitochondries et des peroxysomes altérés. Dans les cellules traitées par (7β-OHC + α-
tocophérol, 7β-OHC+ PLSO et 7β-OHC+ MTSO), nous observons principalement des cellules morphologiquement normales ; elles sont fusiformes, contiennent 
des vacuoles vides et possèdent principalement des mitochondries et des peroxysomes ressemblant à ceux présents dans les cellules contrôle. Aucune différence 
n'a été observée entre les cellules contrôle et les différents véhicules (EtOH (0,5 %), DMSO (0,125 %), EtOH (0,1 %) et EtOH (0,1 %) + DMSO (0,125 %)).

Figure 61 : Analyse par microscopie électronique à transmission de la morphologie des  myoblastes C2C12. 
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Les cellules C2C12 ont été incubées pendant 24 h avec ou sans 7β-OHC (50 µM) en présence ou en 
absence de PLSO (100 µg/mL), de MTSO (100 µg/mL) ou d'α-tocophérol (400 µM). Dans les cellules 
non traitées (contrôle), les cellules traitées à l'α-tocophérol (400 mM) et les cellules traitées au PLSO 
ou au MTSO (100 µg/mL), des mitochondries avec des crêtes claires ainsi que des peroxysomes ronds 
de taille homogène ont été détectés. Dans les cellules traitées par le 7β-OHC (50 µM), des 
mitochondries irrégulières avec une taille plus importante, une densité matricielle réduite et des crêtes 
déstructurées, ainsi que des peroxysomes de taille et de forme anormales ont été visualisés. Dans les 
cellules traitées au (7β-OHC + α-tocophérol), au (7β-OHC+ PLSO) et au (7β-OHC+ MTSO), nous 
avons observé des mitochondries et des peroxysomes morphologiquement similaires à ceux présents 
dans les cellules contrôle. Les mitochondries, les peroxysomes, et le réticulum endoplasmique sont 
respectivement indiqués par des flèches vertes, jaunes, et rouges. 

Figure 62 : Visualisation par microscopie électronique à transmission des mitochondries, 
des peroxysomes et du réticulum endoplasmique dans les myoblastes C2C12 . 
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3.7. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO associés ou non 

au 7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur le métabolisme du cholestérol  

Le métabolisme du cholestérol des cellules C2C12 a été évalué via la détermination des 

taux de cholestérol, de ses précurseurs (lathostérol, desmostérol, lanostérol) et de ses dérivés 

oxydés (7α-OHC, 7β-OHC, 7KC, 25-OHC, 27-OHC) par CPG-MS. Les résultats exprimés en 

ng/million de cellules sont présentés dans le Tableau 25.  

Les résultats montrent une diminution significative du taux du cholestérol dans les 

cellules traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) comparativement aux cellules 

non-traitées et au véhicule (EtOH 0,1%). Cette diminution est significativement atténuée 

lorsque le 7β-OHC (50 µM) est associé au MTSO (100 µg/mL), et à l’’α-tocophérol (400 µM), 

et lorsque le 7KC (50 µM) est associé au PLSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 µM).  

Par ailleurs, une nette diminution des taux des précurseurs du cholestérol (lathostérol, 

desmostérol, lanostérol) a été observée en présence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM). 

Cette diminution est plus marquée en présence du 7KC qu’en présence du 7β-OHC. La 

réduction des taux des précurseurs du cholestérol est augmentée lorsque les cellules C2C12 sont 

traitées par du 7β-OHC associé au PLSO (100 µg/mL), et au MTSO. En revanche, lorsque le 

7β-OHC (50 µM) est associé à l’α-tocophérol (400 µM), la diminution des précurseurs du 

cholestérol (lathostérol, desmostérol, lanostérol) est atténuée. Aucune différence significative 

n’a été révélée entre les cellules non traitées (contrôle), et les différents véhicules. 

Par ailleurs, les résultats de dosage des oxystérols montrent respectivement des taux 

élevés en 7β-OHC et en 7KC dans les cellules traitées avec le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 

µM) comparativement aux cellules non traitées et au véhicule (EtOH 0,1%), ce qui démontrent 

que ces oxystérols s’accumulent bien dans les cellules. L’accumulation des oxystérols dans les 

cellules est très fortement réduite en présence des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et 

d’α-tocophérol.  
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Tableau 25 : Mesure des taux de cholestérol, de ses précurseurs et de ses dérivés oxydés en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur cellules C2C12 et évaluation des effets cytoprotecteurs des huiles Méditerranéennes (PLSO, MTSO) et d’α-tocophérol. 

Les concentrations sont exprimées en ng / million de cellules. Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey.

 
Cholestérol  Précurseurs du cholestérol  Oxystérols 

Lathostérol Desmostérol Lanostérol 7α-OHC 7β-OHC 7KC 25-OHC 27-OHC 
Contrôle 4,43 ± 0,10 31,92 ± 0,39 19,63 ± 0,20 6,19 ± 0,09 0,42 ± 0,01 1,24 ± 0,02 10,20 ± 0,11 0,67 ± 0,01 0,48 ± 0,02 
EtOH 0,5% 4,20 ± 0,02 32,12 ± 0,11 19,03 ± 0,46 6,68 ± 0,04 0,46 ± 0,00 1,73 ± 0,03 13,03 ± 0,01 0,63 ± 0,01 0,45 ± 0,02 
DMSO 0,125% 4,19 ± 0,07 32,10 ± 1,19 18,53 ± 0,16 6,47 ± 0,06 0,42 ± 0,01 2,28 ± 0,03 17,14 ± 0,48 0,63 ± 0,03 0,48 ± 0,01 
EtOH 0,1% 4,26 ± 0,04 31,81 ± 0,42 19,23 ± 0,21 6,30 ± 0,05 0,42 ± 0,01 1,45 ± 0,02 11,12 ± 0,26 0,61 ± 0,02 0,34 ± 0,01 
EtOH 0,1%+ DMSO 0,125% 4,27 ± 0,05 

 
31,82 ± 0,22 

 
19,02 ± 0,36 

 
6,61 ± 0,01 
 

0,44 ± 0,01 
 

1,42 ± 0,01 
 

10,48 ± 0,54 
 

0,63 ± 0,01 
 

0,47 ± 0,02 
 

α-toco (400 µM) 5,06 ± 0,10 
a b 

112,99 ± 0,72 
a b 

29,82 ± 0,34 
a b 

12,27 ± 0,19 
a b 

0,26 ± 0,00 
 

0,60 ± 0,01 
 

3,94 ± 0,09 
 

0,56 ± 0,00 
a  

0,44 ± 0,01 
 

PLSO (100 µg/mL) 3,24 ± 0,13 
a c f 

57,61 ± 2,29 
a c f 

24,04 ± 0,18 
a c f 

9,45 ± 0,20 
a c f 

0,36 ± 0,02 
 

1,36 ± 0,03 
 

9,82 ± 0,35 
 

0,80 ± 0,02 
a c f 

1,09 ± 0,01 
a c f 

MTSO (100 µg/mL) 4,59 ± 0,10 
g 

88,40 ± 0,42 
a c f g 

30,14 ± 1,09 
a c g 

15,46 ± 0,14 
a c f g 

0,76 ± 0,00 
a c f g 

2,70 ± 0,04 
 

25,97 ± 0,85 
 

1,00 ± 0,03 
a c f g 

0,79 ± 0,01 
a c f g 

7β-OHC (50 µM) 3,44 ± 0,07 
a d f h 

28,62 ± 2,52 
f g h 

4,15 ± 0,10 
a d f g h 

3,43 ± 0,13 
a d f g h 

7,53 ± 0,05 
a d f g h 

3972,84 ± 84,59 
a d f g h 

219,95 ± 0,25 
 

0,27 ± 0,00 
a d f g h 

0,10 ± 0,01 
a d f g h 

7β-OHC + α-toco (400 µM) 4,36 ± 0,13 
f g i 

37,27 ± 0,45 
f g h i 

5,16 ± 0,02 
a b f g h 

4,47 ± 0,01 
a b f g h i 

3,80 ± 0,04 
a b f g h i 

1699,09 ± 6,90 
a b f g h 

153,90 ± 5,21 
 

0,71 ± 0,04 
f h i 

0,18 ± 0,00 
a b f g h i 

7β-OHC+PLSO (100 µg/mL) 2,24 ± 0,07 
a e f g h i j 

21,78 ± 0,12 
a e f g h i j 

2,73 ± 0,23 
a e f g h j 

3,29 ± 0,18 
a e f g h j 

3,46 ± 0,07 
a e f g h i j 

1880,13 ± 68,91 
a e f g h i 

100,09 ± 7,07 
  

0,40 ± 0,01 
a e f g h i j 

0,10 ± 0,00 
a e f g h j 

7β-OHC+MTSO (100 µg/mL) 4,26 ± 0,24 
f i k 

27,82 ± 0,74 
f g h j k 

4,88 ± 0,15 
a e f g h k 

5,88 ± 0,08 
e f g h i j k 

7,52 ± 0,11 a e f 

g h j k 
3196,43 ± 96,05 

a e f g h i j k 
200,40 ± 0,63 

 
0,25 ± 0,00 

a e f g h j k 
0,11 ± 0,01 

a e f g h j 
7KC (50 µM) 3,11 ± 0,03 

a d f h j k l 
13,28 ± 0,08 

a d f g h i j k l 
3,72 ± 0,07 

a d f g 
3,34 ± 0,09 

a d f g h j l 
0,63 ± 0,01 

f g i j k l 
64,48 ± 1,10  

i j k l 
3546,18 ± 80,06 

a d f g h i j k l 
0,24 ± 0,00 

a d f g h j k 
0,09 ± 0,01 

a d f g h j 
7KC + α-toco (400 µM) 5,62 ± 0,08 

a b f g h i j k l m 
20,09 ± 0,70 

a b f g h i j l m 
3,20 ± 0,08 

a b f g h j 
4,14 ± 0,04 
a b f g h i k l m 

0,44 ± 0,01 
f h i j k l 

20,08 ± 0,74 
i j k l 

1336,47 ± 27,77 
a b f g i j k l m 

0,48 ± 0,00 
a b g h i j l m 

0,20 ± 0,00 
a b f g h i k l m 

7KC+ PLSO (100 µg/mL) 4,66 ± 0,01 
g i k m n 

20,05 ± 0,47 
a e f g h i j l m 

5,50 ± 0,03 
a e f g h k n 

4,49 ± 0,10 
a e f g h i k l m 

0,55 ± 0,02 
f i j k l 

21,41 ± 0,42 
i j k l 

2369,69 ± 41,13 
a e f g h i j k l m n 

0,31 ± 0,01 
a e f g h j n 

0,16 ± 0,01 
a e f g h m 

7KC+ MTSO (100 µg/mL) 2,60 ± 0,06 
a e f g h i j l n o 

20,34 ± 0,75 
a e f g h i j l m 

4,79 ± 0,03 
a e f g h k 

4,69 ± 0,24 
a e f g h i k l m 

0,66 ± 0,02 
f g i j k l 

26,31 ± 0,98 
i j k l 

2968,89 ± 35,99 
a e f g h i j k l m n o 

0,27 ± 0,01 
a e f g h j k n  

0,18 ± 0,00 
a e f g h i k m 
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3.8. Détermination des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO sur la mort 

cellulaire induite par le 7β-hydroxycholestérol et le 7-cétocholestérol  

3.8.1. Effet de PLSO et de MTSO associés ou non au 7β-hydroxycholestérol 

et au 7-cétocholestérol sur le pourcentage de cellules en Sub-G1 

La répartition des cellules C2C12 dans les différentes phases du cycle cellulaire a été 

évaluée par cytométrie en flux après coloration à l’IP en présence ou en absence du 7β-OHC 

(50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), MTSO (100 µg/mL), et 

à l’α-tocophérol (400 µM). Notre étude s’est focalisée sur l’analyse du pic Sub-G1 du cycle 

cellulaire, localisé juste avant le pic G0/G1. Ce pic contient des cellules caractérisées par une 

condensation et/ou une fragmentation nucléaire (caractéristiques des cellules apoptotiques) 

associée à une fragmentation internucléosomale de l’ADN. Cette analyse est souvent utilisée 

pour quantifier la proportion de cellules en apoptose. Les résultats obtenus sont présentés par 

la Figure 63. 

Suite au traitement des myoblastes C2C12 avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 

µM), une très faible augmentation du pourcentage de cellules en sub-G1 (7β-OHC: 4,63 % et 

7KC: 3,13 %), a été observée comparativement aux cellules non traitées (contrôle; 1,50 %). Le 

très faible pourcentage de cellules apoptotiques induit par le 7β-OHC et le 7KC a été atténué 

par le PLSO, le MTSO, et l'α-tocophérol. Par ailleurs, le 7β-OHC et le 7KC induisent des 

modifications mineures de la répartition des cellules C2C12 dans les différentes phases du cycle 

cellulaire. Ces modifications sont en faveur d’une diminution du pourcentage des cellules en 

phase S (cellules en prolifération). 
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Figure 63 : Evaluation de l’effet du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associé 

ou non au PLSO, au MTSO, ou à l’α-tocophérol sur la répartition des cellules C2C12 

dans les différentes phases du cycle cellulaire. 
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3.8.2. Effet de PLSO associé ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-

cétocholestérol sur l’apoptose et l’autophagie 

Le Western blot a été utilisé pour étudier deux types de mort cellulaire : l’apoptose et 

l’autophagie. Les analyses des protéines apoptotiques (Caspase-3 et PARP), et des protéines 

autophagiques (LC3-II et LC3-I) ont été réalisées pour définir le type de mort cellulaire induit 

par le 7β-hydroxycholestérol et le 7-cétocholestérol sur les myoblastes C2C12 cultivés pendant 

12 h et traitées pendant 24 h en présence ou en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 

µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), ou à l’α-tocophérol (400 µM). Les résultats sont 

présentés dans la Figure 64.  

Les résultats des Western blots montrent l'absence d'apoptose des cellules C2C12 

traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) : absence de caspase-3 clivée et de PARP 

clivée. En outre, aucun effet pro-apoptotique de PLSO et d’α-tocophérol n’a été observé. Ces 

résultats sont en accord avec ceux obtenus par la coloration de Giemsa qui n’a pas montré de 

cellules avec des noyaux condensés et / ou fragmentés, caractéristiques des cellules 

apoptotiques, lorsque les cellules C2C12 sont traitées par du 7β-OHC ou du 7KC (Figure 65 

A). Les résultats de la coloration Hoechst 33342 sont identiques à ceux obtenus par la coloration 

de Giemsa. 

Lorsque les cellules C2C12 sont traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM), 

une augmentation du rapport LC3-II / LC3-I, qui constitue un critère autophagique, a été révélée 

comparativement au véhicule (EtOH 0,1%). Cette augmentation est fortement atténuée en 

présence de PLSO (100 µg/mL), et d’α-tocophérol (400 µM). Ainsi, le PLSO et l’α-tocophérol 

atténuent l’autophagie induite par le 7β-OHC et le 7KC. En accord avec les résultats des 

Western blots, les observations par ‘Apotome’, après coloration avec le réactif de détection vert 

(Kit Abcam ; réf : ab139484), ont révélés la présence de plusieurs vacuoles de grandes tailles 

considérées comme des vacuoles autophagiques dans presque toutes les cellules traitées avec 

le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM) alors que ces vacuoles ne sont pas présentes dans le 

contrôle (Figure 65 B).  
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Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence de 7β-OHC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL), et à l’α-tocophérol (400 

µM). Les protéines apoptotiques (Caspase-3 et PARP), et des protéines autophagiques (LC3-

II et LC3-I) ainsi que la β-actine (utilisé comme une protéine de référence) ont été caractérisées 

par Western blot avec des anticorps appropriés. Les données sont présentées sous forme de 

sous forme de moyenne ± écart type de deux expériences indépendantes et comparées par le 

test-t de student. Une valeur p<0,05 est considérée comme statistiquement significative. Les 

différences statistiquement significatives sont indiquées par différents symboles : * 

comparaison entre PLSO, α-tocophérol, 7β-OHC, et (7β-OHC + PLSO) versus le véhicule 

correspondant ; # comparaison entre 7β-OHC, (7β-OHC + PLSO) et (7β-OHC + α-toco).  

Figure 64 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non au 

PLSO et à l’α-tocophérol sur la quantité de protéines apoptotiques (Caspase-3 et PARP), 

et de protéines autophagiques (LC3-II et LC3-I). 
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A) coloration au Giemsa, aucune cellule à noyaux condensés et / ou fragmentés caractéristiques 

des cellules apoptotiques n’est observée ; B) coloration avec un fluorochrome vert s’accumulant 

dans les vacuoles d’autophagie (Kit Abcam ; réf : ab139484) et contre coloration au Hoechst 

33342 (1 µg/mL) ; des vacuoles de grandes tailles pratiquement absentes dans le cytoplasme 

des cellules contrôle sont présentes dans les cellules traitées par les oxystérols.  

 

D'autres marqueurs de l'autophagie ont été étudiés comme Atg13 et P62. Atg13 semble 

intervenir précocement au niveau de l'initiation de l'autophagie en agissant sur la protéine ULK 

(Unc-51-like kinase). Après 24 h de traitement, nous n'avons pas observé de différence de 

quantité de protéine Atg13. De même, nous n'avons pas observé de différence de quantités de 

protéine P62 (Figure 66), qui dans les phases précoces de l'autophagie permet de fixer la 

phosphatidyléthanolamine à LC3-I pour donner LC3-II et contribuer à la formation de 

l'autophagosome (Popelka & Klionsky, 2017). Ces résultats suggèrent qu'à 24 h, l'autophagie 

observée est à un stade tardif (P62 non différent entre contrôle et traités; rapport LC-3II/LC3-I 

augmenté dans les cellules traitées). 

 

 

Figure 65 : Caractérisation de la mort cellulaire induite par le 7β-hydroxycholestérol et 

le 7-cétocholestérol. 
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De plus, le test Annexine V - Iodure de propidium (AV-IP) permet de distinguer 4 

cadrans dans le cytogramme biparamétrique (abscisse : Annexine V, ordonnée IP)  : Q1 cellules 

viables (cadran en bas à gauche (AV-/IP-); Q2 apoptose primaire (cadran en bas à droite 

AV+/IP-) et Q3 apoptose secondaire ou nécrose primaire (ou autres types de mort cellulaire) 

(cadran en haut à droite AV+/IP+) (Figure 67). Le cadran en haut à gauche Q4 (AV-/IP+) 

correspond à des cellules très dégradées avec une membrane plasmique très altérée. Dans notre 

cas, les cellules C2C12 non traitées (contrôle) et traitées par le 7β-OHC ont été analysées par 

cytométrie en flux spectrale. Avec le contrôle, des cellules ne sont observées qu'en Q1 (cellules 

vivantes); avec le 7β-OHC des cellules n’ont été observées qu’en Q1 en Q3, mais pas en Q2 ce 

qui est en faveur d'une induction de mort non-apoptotique. Par ailleurs, lorsque le 7β-OHC est 

associé avec l’α-tocophérol le pourcentage de cellules en Q3 est diminuée montant que l’α-

tocophérol atténue la mort induite par le 7β-OHC. 

Figure 66 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol sur la quantité de 

protéines autophagiques : Atg 13 et P62. 
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Les résultats montrent que la cytométrie spectrale, de plus en plus utilisée pour étudier 

simultanément plusieurs marqueurs sur une même cellule dans des études biologiques 

complexes, est une excellente alternative à la cytométrie conventionnelle pour aboder la 

caractérisation de la mort cellulaire en utilisant entre autre l'analyse biparamétrique Annexine 

V-Iodure de propidium. 

Les cytogrammes de cytométrie en flux spectrale fournissent une répartition des cellules sur la 

base de la double coloration Annexine-V (FITC) en abscisse et Iodure de propidium en 

ordonnée.  

 

Pour évaluer la capacité du 7β-OHC et du 7KC à induire une mort cellulaire 

indépendante des caspases ou dépendante des caspases, les deux oxystérols (7β-OHC, 7KC) 

ont été utilisés en association avec du z-VAD-fmk (un inhibiteur pan-caspases), par la 

réalisation d’un test FDA. Lorsque le z-VAD-fmk est associée au 7β-OHC et au 7KC, 

comparativement au 7β-OHC et au 7KC seuls, aucune différence n'a été observée (Figure 78). 

Nos résultats suggèrent donc qu'une mort cellulaire indépendante des caspases est impliquée 

dans la mort induite par les deux oxystérols dans les cellules C2C12. 

De plus, pour évaluer la capacité du 7β-OHC et du 7KC à déclencher une autophagie de 

survie ou une autophagie léthale, la 3-méthyladénine (3 MA: 5 µM), qui est un inhibiteur de 

l'autophagie et la rapamycine (Rapa: 2 μM), qui est un activateur de l'autophagie, ont été 

utilisés. 

Figure 67 : Résultats du test Annexine V-Iodure de propidium. 
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En présence de 3 MA (5 µM) avec le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM), une 

diminution très significative de pourcentage de cellules FDA-positives, reflétant les cellules 

vivantes, a été observée. En présence de Rapa (2 μM ) avec le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 

µM), une augmentation significative du pourcentage de cellules FDA-positives a été détectée 

(Figure 68). Ces résultats démontrent que le 7β-OHC ainsi que le 7KC induisent une 

autophagie de survie dans les cellules C2C12. 

 

Les données sont présentées sous forme de sous forme de moyenne ± écart type de deux 

expériences indépendantes et comparées par le test-t de student. Une valeur p<0,05 est 

considérée comme statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives 

sont indiquées par différents symboles : * comparaison entre les cellules non traitées (contrôle) 

et les cellules traitées; # comparaison entre les cellules traitées avec du 7β-OHC ou du 7KC et 

les cellules traitées au (7β-OHC+3 MA), (7KC+3 MA), (7β-OHC+Rapa), (7KC+Rapa). 

 

Il ressort de ces résultats que le 7β-OHC et le 7KC induisent une augmentation du stress 

oxydant, de la peroxydation lipidique, et de la mort cellulaire indépendante des casapases 

associée à une autophagie de survie. Par ailleurs, le stress oxydant s’accompagnait d’une 

C
ontr

ôle

7ß
-O

H
C
 (5

0 
µM

)

7K
C
 (5

0 
µM

)

Z-v
ad

 (1
 µ

M
)

7ß
-O

H
C
 (5

0 
µM

) +
 Z

-v
ad

 (1
 µ

M
)

7K
C
 (5

0 
µM

) +
 Z

-v
ad

 (1
 µ

M
)

3 
M

A
 (5

 µ
M

)

7ß
-O

H
C
 (5

0 
µM

) +
 3

 M
A
 (5

 µ
M

)

7K
C
 (5

0 
µM

) +
 3

 M
A
 (5

 µ
M

)

 R
ap

a 
(2

 µ
M

)

7ß
-O

H
C
 (5

0 
µM

) +
  R

ap
a 

(2
 µ

M
)

7K
C
 (5

0 
µM

) +
  R

ap
a 

(2
 µ

M
)

0

50

100

150

V
ia

b
il

it
é

 c
e

ll
u

la
ir

e

( 
%

 C
e

ll
u

le
s

 F
D

A
 p

o
s

it
iv

e
s

 (
 %

 c
o

n
tr

ô
le

 )
 )

Conditions Z-vad

Conditions 3 MA

Conditions Rapa

*
*

*
* *

*

**

#

#

# #

Figure 68 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation des effets du z-VAD-fmk, de la 3-

méthyladénine, et de la rapamycine : test de coloration à la fluorescéine diacétate (FDA). 



Résultats expérimentaux 

186 

 

diminution de l’activité des enzymes antioxydantes dont GPx. Les caractéristiques de cette mort 

évoquent une ferroptose ((C. Li et al., 2018) (T. Zhao et al., 2021)). 

Pour préciser l’induction de ferroptose, les études complémentaires ont été réalisées en 

particulier la mesure des niveaux d’expression des ARNm de GPx 4 totale et GPx 4 

mitochondriale mesurés par RT-qPCR sur cellules C2C12 cultivés pendant 12 h et traitées 

pendant 24 h en présence ou en absence du 7β-OHC (50 µM) et du 7KC (50 µM) associées ou 

non au PLSO (100 µg/mL), ou α-tocophérol (400 µM). Les résultats sont présentés dans la 

Figure 69. 

Sous l’effet du 7β-OHC, le niveau d’expression de GPx 4 totale est significativement 

diminué par rapport aux cellules non traitées (contrôle) et au véhicule (EtOH (0,1%). Cette 

diminution est fortement contrecarrée en co-traitement avec le PLSO (100 µg/mL) et l’α–

tocophérol (400 µM). En revanche, sous l’effet du 7KC, aucune différence significative n’a été 

observée par rapport aux cellules non traitées. Par ailleurs, une nette diminution du niveau 

d’expression de GPx 4 mitochondriale dans les cellules traitées avec du 7β-OHC (50 µM) et du 

7KC (50 µM) a été remarquée, comparativement aux cellules non traitées et au véhicule (EtOH 

0,1%). En présence de PLSO (100 µg/mL), ou de l’α-tocophérol (400 µM), la diminution du 

taux d’expression de GPx 4 mitochondriale est atténuée. Ces diminutions de l’expression de 

GPx4 suggèrent que le 7β-OHC et le 7KC déclenchent une forme de mort cellulaire par 

ferroptose. 

Les résultats présentés correspondent à la moyenne ± écart type de deux expériences 

indépendantes réalisées en tripliquate. Une analyse comparative multiple a été réalisée à l'aide 

Figure 69 : Incidence du 7β-hydroxycholestérol et du 7-cétocholestérol associés ou non 

au PLSO et à l’α-tocophérol sur l’expression de gènes impliqués dans la régulation de la 

ferroptose (GPx 4 totale et GPx 4 mitochondriale). 
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d'un test ANOVA suivi d'un test de Tukey. Une valeur p<0,05 est considérée comme 

statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives entre les groupes, 

indiquées par des lettres différentes, tiennent compte du véhicule utilisé. a : comparaison versus 

contrôle ; b : comparaison versus ETOH (0,5 %) ; c : comparaison versus DMSO (0,125 %) ; 

d : comparaison versus ETOH (0,1 %) ; e : comparaison versus (ETOH (0,1 %) + DMSO 

(0,125 %)) ; f : comparaison versus α-toco (400 µM) ; g : comparaison versus PLSO (100 

µg/mL) ;  h : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) ; i : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) 

+ α-toco (400 µM), j : comparaison versus 7β-OHC (50 µM) + PLSO (100 µg/mL), K : 

comparaison versus 7KC (50 µM) , l : comparaison versus 7KC (50 µM) + α-toco (400 µM). 

 

Comme la ferroptose est inhibée par la déféroxamine, un chélateur de fer intracellulaire, 

nous avons testé l’effet de la déféroxamine sur la viabilité des cellules C2C12. La Figure 70, 

où la viabilité cellulaire est mesurée par le test FDA, montre clairement une augmentation 

significative du pourcentage de cellules FDA-positives (cellules vivantes) en présence du 7β-

OHC+ déféroxamine (0,5 µM) et du 7KC (50 µM)+ déféroxamine (0,5 µM) par rapport aux 

cellules traitées avec le 7β-OHC (50 µM) et le 7KC (50 µM) seuls. Ces résultats montrent que 

la déféroxamine inhibe la mort cellulaire induite par le 7β-OHC et le 7KC.  

Ces résultats sont en faveur d’une mort par ferroptose associée à une autophagie de 

survie sur cellules C2C12 cultivées en présence de 7β-OHC et 7KC. 

Les données sont présentées sous forme de sous forme de moyenne ± écart type de deux 

expériences indépendantes et comparées par le test-t de student. Une valeur p<0,05 est 
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Figure 70 : Mesure de la viabilité cellulaire en présence de 7β-hydroxycholestérol et de 7-

cétocholestérol sur des cellules C2C12 et évaluation d’effet de la déféroxamine: test de 
coloration à la fluorescéine diacétate (FDA). 
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considérée comme statistiquement significative. Les différences statistiquement significatives 

sont indiquées par différents symboles : * comparaison entre les cellules non traitées (contrôle) 

et les cellules traitées ; # comparaison entre les cellules traitées avec du 7β-OHC ou du 7KC 

et les cellules traitées au de la Déféroxamine, (7β-OHC+ Déféroxamine), (7KC+ 

Déféroxamine). 

3.9. Mécanisme de cytoprotection des huiles Méditerranéennes et d’α-

tocophérol 

Le PLSO et le MTSO contiennent des niveaux élevés d'acides gras, principalement d’ 

acide oléique (C18:1 n-9), qui peuvent favoriser la formation de gouttelettes lipidiques avec des 

activités cytoprotectrices contre le stress oxydant induit par le 7β-OHC et le 7KC. La capacité 

de MTSO et d’α- tocophérol à déclencher la formation de gouttelettes lipidiques a été 

déterminée après coloration avec l’huile rouge (Oil Red O (ORO)) (Figure 71).  

L’observation des cellules C2C12 par microscopie à contraste de phase ne révèle aucune 

gouttelette lipidique dans les cellules témoins, et les cellules traitées par l'α-tocophérol ainsi 

que dans les cellules MTSO-, (7β-OHC + MTSO) et (7β-OHC + α-tocophérol) alors qu'environ 

10 % des cellules positives à l'ORO ont été détectées dans les cellules traitées au 7β-OHC.  

Les cellules C2C12 cultivées pendant 12 h ont été traitées pendant 24 h en présence ou en 

absence de 7β-OHC (50 µM) et de 7KC (50 µM) associées ou non au MTSO (100 µg/mL) ou à 

Figure 71 : Effet de MTSO et d’α-tocophérol sur la formation de gouttelettes lipidiques. 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/lipid-droplet
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/lipid-droplet
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l’α-tocophérol (400 µM). L'acide oléique (OA) a été utilisé comme contrôle positif pour induire 

la formation de gouttelettes lipidiques. Les observations ont été réalisées en microscopie à 

contraste de phase. Dans ces conditions d'observation, les gouttelettes lipidiques, localisées 

dans le cytoplasme, ont été observées uniquement dans toutes les cellules traitées par l'OA et 

dans environ 10% des cellules traitées par le 7β-OHC. Les points observés dans les noyaux 

correspondent aux nucléoles. 

L'acide oléique est l’un des principaux acides gras de PLSO et MTSO. Il a été 

précédemment montré sur les cellules monocytaires humaines U937 que le 7KC-oléate n’a pas 

d’effet toxique sur ces cellules alors que le 7KC induit la mort cellulaire par apoptose (Monier 

et al., 2003). L’estérification des oxystérols par l’oléate pourrait donc inhiber leurs toxicités. 

Cette hypothèse a été confirmée sur les myoblastes C2C12 (Figure 72). L’estérification 

probable des oxystérols par l’oléate présent en quantité importante dans PLSO (49,77 %) et 

MTSO (21,39 %) pourrait donc être un des facteurs contribuant à l’atténuation de la toxicité du 

7KC et du 7β-OHC. 

 

Les cellules cultivées pendant 12 h sont traitées avec différentes concentrations de 7β-OHC 

oléate et 7KC oléate  (12,5 à 200 µM) pendant 24 h. 

Figure 72 : Evaluation des effets de différentes concentrations de7β-OHC et 7KC sur les 

cellules C2C12 après 24 h de traitement. La viabilité cellulaire a été évaluée avec le test 

FDA. 
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4. Effet cytoprotecteur d’huile de lentisque sur les cellules musculaires 

C2C12 différenciées en myotubes 

4.1. Différenciation des myoblastes en myotubes  

Lorsque les cellules C2C12 sont à 80-90% de confluence, la différenciation des 

myoblastes en myotubes a été induite par le changement  de  milieu de prolifération par du 

milieu de différenciation où le sérum de veau fœtal a été remplacé par 2% de sérum de cheval. 

Ce changement de milieu correspond au jour 0 de différenciation (Figure 73). La 

différenciation des myoblastes C2C12 a été étudiée sur une période de 7 jours et a été évaluée 

morphologiquement par microscopie à contraste de phase. Les images obtenues sont présentées 

dans la Figure 74 . 

 

Au jour 2 de différenciation, les cellules C2C12 commencent à s’aligner et à se 

différencier en myotubes. Aux 4ème jour et 6ème jour de différenciation, les cellules sont de plus 

en plus allongées avec des formes de myotubes caractéristiques. Au 7ème jour de différenciation, 

les cellules C2C12 sont toutes différenciées et forment des myotubes (Figure 74). Nous 

observons que les cellules sont toutes orientées dans une même direction et forment des stries. 

Ces stries évoquent la structure d’une fibre musculaire. À ce stade, les cellules possèdent 

plusieurs noyaux, ce sont des cellules plurinuclées. 

 

Figure 73 : Protocole expérimental pour évaluer l’effet cytoprotecteur de PLSO associé 

ou non au 7β-hydroxycholestérol et au 7-cétocholestérol sur les myoblastes en cours de 

différenciation (J4) et en fin de différenciation (J7). 
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Lorsque les cellules C2C12 passent du milieu de prolifération au milieu de différenciation où 

le sérum de veau fœtal (10%) a été remplacé par 2% de sérum de cheval, les myoblastes C2C12, 

cellules fusiformes, cessent de proliférer et entrent dans un programme de différenciation (J0). 

Au cours de la différenciation (jour 2, jour 4, jour 6), les myoblastes se rassemblent, s'alignent 

et finissent par fusionner en myotubes matures multinucléés (c'est-à-dire au jour 7). 

4.1. Effet sur la viabilité et l’adhésion cellulaire du 7β-hydroxycholestérol et du 

7-cétocholestérol sur cellules C2C12 en cours de différenciation et en fin de 

différenciation 

Pour évaluer l’effet du 7β-OHC et du 7KC sur les cellules C2C12 en cours de 

différenciation (J4) et en fin de différenciation (J7), les cellules C2C12 au jour 4 et au jour 7 

ont été traitées au 7β-OHC et au 7KC à deux concentrations différentes (25 µM et 50 µM). 

Après 72 h de traitement, la viabilité et l’adhésion cellulaire ont été respectivement évaluées 

par le test de coloration FDA et le test de coloration Sulforhodamine 101 (SR101). Les résultats 

de ces deux tests sont présentés dans les Figures 75 et 76. 

En cours de différenciation, au 4ème jour de différenciation, les résultats montrent une 

diminution significative des cellules FDA positives (considérées comme cellules vivantes) et 

une perte d’adhésion cellulaire, suite à un traitement avec le 7β-OHC (25 µM) et le 7β-OHC 

Figure 74 : Analyse par microscopie à contraste de phase de la morphologie des cellules 

C2C12 en cours de différenciation. 
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(50 µM) pendant 72 h. Aucune variation significative n’a été observée entre les cellules 

contrôles et les cellules traitées avec le 7KC (25 µM) ou le 7KC (50 µM) (Figure 75). 

En microscopie à contraste de phase (Figure 76), les cellules C2C12 en cours de 

différenciation, traitées pendant 72 avec du 7β-OHC (25 µM), et du 7β-OHC (50 µM) 

comparativement au contrôle, montrent une augmentation du nombre des cellules rondes 

flottantes (cellules mortes), et une diminution du nombre de cellules adhérentes. Ces effets ont 

été plus faibles en présence du 7KC (25 et 50 µM). Ces résultats montrent que le 7β-OHC est 

plus toxique que le 7KC, et que le 7β-OHC a un réel impact sur les cellules en cours de 

différenciation.  

À la fin de différentiation, 7ème jour de différenciation, l’effet du 7β-OHC (25 et 50 µM) 

sur les cellules C2C12 différenciées (myotubes) n’est pas le même que sur les cellules en cours 

de différenciation. En effet, la figure montre que les effets toxiques du 7β-OHC sont moins 

marquées sur les cellules différenciées. 

L’analyse statistique des données a été réalisée par le test-t de student. Les données sont présentées 

sous forme de moyenne ± écart type, * indique la différence significative (p <0,05) entre les cellules 

non traitées (contrôle) et les cellules traitées.  

Figure 75 : Evaluation des effets de différentes concentrations de 7β-OHC et de 7KC sur 

les cellules C2C12 en cours de différenciation (J4) et en fin de différenciation (J7) après 

72 h de traitement. La viabilité et l’adhésion cellulaire ont été respectivement évaluées 

avec le test FDA et le test sulforhodamine 101 (SR101). 
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Au 4 ème jour de différenciation, les cellules C2C12 ont été traitées pendant 72 h avec du 7β-

OHC et du 7KC à deux concentrations différentes (25 µM et 50 µM), et observées en 

microscopie à contraste de phase. Nous observons moins des cellules adhérentes avec le 7β-

OHC (25 µM et 50 µM) ainsi que la présence de cellules rondes flottantes, mais pas d’effet 

toxique avec le 7KC (25 µM et 50 µM). Ainsi, le 7β-OHC s’avère cytotoxique alors que le 7KC 

ne l’est pas.  

4.2. Effet cytoprotecteur d’huile de lentisque sur la viabilité et l’adhésion 
cellulaire sur les cellules C2C12 en cours de différenciation et en fin de différenciation  

Afin d’évaluer les effets cytoprotecteurs de PLSO, et de l’α-tocophérol associés ou non 

au 7β-OHC, une coloration FDA et une coloration suforhodamine 101 (SR101) ont été réalisées 

sur les cellules C2C12 en cours de différenciation et différenciées (myotubes) en présence ou 

en absence du 7β-OHC (50 µM) associées ou non au PLSO (100 µg/mL) ou à l’α-tocophérol 

(400 µM) (utilisé comme contrôle positif de cytoprotection). Nous avons seulement évalué 

l’effet du 7β-OHC (50 µM), car il s’agit de l’oxystérol ayant montré l’effet le plus toxique sur 

les cellules C2C12 en cours de différenciation et en fin de différenciation (Figure 77).   

 Aprés 72 h de traitement, des augmentations significatives du pourcentage de cellules 

FDA-positives et du pourcentage des cellules SR101 positives ont été détectées en co-

traitement du 7β-OHC (50 µM) associé avec le PLSO (100 µg/mL), ou l’α-tocophérol (400 

µM). Cela démontre que le PLSO et l’α-tocophérol atténuent la mort cellulaire induite par le 

7β-OHC sur les myoblastes et les myotubes.  

 

 

 

 

Figure 76 : Morphologie des cellules C2C12 en cours de différenciation (J4) et après 72 h 

de traitement avec le 7β-OHC et le 7KC. 
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L’analyse statistique des données a été réalisée par le test-t de student. Les données sont présentées 

sous forme de moyenne ± écart type, * indique la différence significative (p <0,05) entre les cellules 

non traitées (contrôle) et les cellules traitées, # indique la différence significative entre les cellules 

traitées avec le 7β-OHC (50 µM) et les cellules traitées avec le (7β-OHC + PLSO), et le (7β-OHC + α-

toco).  

Figure 77 : Mesure de la viabilité et de l’adhésion cellulaire en présence de 7β-

hydroxycholestérol sur des cellules C2C12 en cours de différenciation (J4) et à la fin de 

différenciation (J7) et après 72 h de traitement et évaluation des effets cytoprotecteurs de 

PLSO et d’α-tocophérol : test de coloration à la fluorescéine diacétate (FDA) et test de 

coloration à la suforhodamine 101 (SR101). 
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DISCUSSION 

I. Etude clinique 

Le vieillissement en bonne santé est associé à un maintien des capacités fonctionnelles 

qui permettent le bien-être à un âge avancé ce qui permet une indépendance physique qui est 

un facteur crucial pour assurer la qualité de vie des personnes âgées. La perte de la masse, de 

la force et de la fonction musculaire constitue un facteur de risque important pour l'autonomie ; 

ce phénomène apparait progressivement avec la sénescence et le vieillissement, détériorant les 

performances physiques et caractérisant ainsi la sarcopénie. L'identification de la sarcopénie 

dans la pratique clinique est essentielle pour la mise en place précoce d'un traitement 

minimisant ses impacts et améliorant ainsi la qualité de vie des personnes âgées. La recherche 

des facteurs de risque et l’identification des biomarqueurs associés à la sarcopénie sont 

nécessaires pour le diagnostic de ce syndrome gériatrique. Dans ce contexte, une étude clinique 

(cas-témoin) a été effectuée en Tunisie sur 63 sujets non sarcopéniques (SARC-F < 4) et 97 

patients sarcopéniques (SARC-F ≥ 4).  

La première partie de l’étude clinique s’est orientée vers la recherche des facteurs de 

risque de la sarcopénie des personnes âgées. Il existe plusieurs preuves permettant d’affirmer 

l’implications de facteurs environnementaux et de facteurs liés au style de vie. L’âge est parmi 

les facteurs de risque les plus importants. Les résultats obtenus montrent que les personnes 

âgées sarcopéniques sont souvent les plus âgées. Ce résultat est en accord avec celui de Huang 

et al. (C.-Y. Huang et al., 2016). Il faut noter que le risque de sarcopénie est plus important 

pour la tranche d’âge comprise entre 75 ans et 80 ans par rapport aux patients plus jeunes de 

plus de 40 ans (Casati et al., 2019). La sarcopénie peut commencer à l'âge de 40 ans et 

s’accentue dès 75 ans. La masse musculaire maigre représente généralement jusqu'à environ 50 

% du poids corporel total chez les jeunes adultes, mais elle diminue avec l'âge pour atteindre 

25 % entre 75 et 80 ans ((Waters et al., 2000) (von Haehling et al., 2012)). De ce fait, la 

sarcopénie est plus agressive chez les seniors de plus de 75 ans. De même, une prédominance 

féminine est constatée, ceci est concordant avec les données de la littérature. En effet, la plupart 

des études montrent que la sarcopénie concerne plus les femmes (Ning et al., 2021). Ceci 

pourrait être relié aux différences hormonales entre les deux sexes.  

Parmi les autres facteurs de risque les plus importants de la sarcopénie, le lieu de vie 

(avec la famille, lieu de vie collective « maison de retraite ») et la polypathologie sont aussi à 

prendre en considération. Dans notre série, le pourcentage des personnes âgées sarcopéniques 
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vivant en famille est très faible. Les liens familiaux dans notre communauté sont donc 

considérés comme l'un des facteurs les plus importants qui influent sur la relation entre l'auto-

efficacité (self-efficacy) et les comportements d'autogestion et qui permettent de prédire la santé 

physique des personnes âgées (Gallant, 2003). La polypathologie est un critère essentiel 

conditionnant la qualité de vie de la personne âgée. En effet, l’hypertension artérielle est la 

maladie la plus fréquente chez nos patients sarcopéniques. Ces données concordent avec ceux 

de la littérature où l’enquête algérienne sur la santé de la famille a suggéré que la principale 

maladie dont souffrent les personnes âgées est l’hypertension artérielle (HTA) avec un taux de 

prévalence de 43,3 %. D’autres études montrent que la prévalence de l’HTA augmente avec 

l’âge et que cette pathologie du sujet âgé est envisagée comme une conséquence normale de 

vieillissement (Bénétos, 2015).  

Il est important de noter que la sarcopénie est un concept polymorphe qui intègre 

plusieurs dimensions. Certains mettent un accent plus ou moins important sur l’aspect médical, 

d’autres intègrent plus les aspects médico-sociaux et d’autres accordent une place plus 

importante aux dimensions gériatriques.  

Dans notre étude, l’autonomie pour les activités de base de la vie quotidienne (ADL) est 

préservée pour les sujets non sarcopéniques. Par contre, ces activités sont perturbées chez les 

patients âgés sarcopéniques. Le score médian d’ADL est 4 [3-5] pour un score normal de 6/6. 

Ces résultats sont compatibles avec les résultats obtenus par Hammami et al. (Hammami et 

al., 2020). En effet, il a été rapporté que la sarcopénie accentue la baisse de mobilité et amplifie 

les risques de chute avec un impact sur la mortalité (D. X. M. Wang et al., 2020). Le trouble 

dépressif chez les personnes âgées est aussi un critère prédominant chez les sarcopéniques. Le 

repérage des personnes ayant le risque de dépression a été fait par le test Mini-GDS. Un score 

positif de la Mini-GDS (≥1) a été remarqué chez les aînés sarcopéniques. Ceci a aussi été 

suggéré par Hammami et al. (Hammami et al., 2020)  qui ont constaté une augmentation de la 

fréquence du symptôme dépressif dans la population tunisienne âgée diminuant de façon 

significative leur qualité de vie (Hammami et al., 2020). L’altération des fonctions cognitives 

est aussi un autre critère important de la fragilité. Dans notre étude, l’évaluation globale des 

fonctions cognitives a été faite par le test Mini-cog. Ce test permet d’évaluer l’état cognitif des 

personnes enquêtées (Carnero-Pardo et al., 2013). Le score médian du test Mini-cog est 2 [2-

3] chez les patients sarcopéniques pour un score normal de 5/5. Ceci montre l’existence d’une 

association entre le syndrome de sarcopénie et une altération des fonctions cognitives (C.-Y. 

Huang et al., 2016). Il est confirmé par diverses études que le vieillissement « cérébral » est 



Discussion 

197 

 

inclus dans la physiopathologie et représente un facteur principal de la cascade de la fragilité 

physique (Buchman et al., 2012). Ainsi, les changements constatés au niveau cérébral (plaques 

amyloïdes, altérations de la microcirculation) sont liés à la progression de la sarcopénie 

(Buchman et al., 2012). Par ailleurs, l’évaluation de l’état nutritionnel de notre population par 

le test MNA a montré que les personnes âgées sarcopéniques sont en situation de perte de poids 

ou de dénutrition. Ceci est en accord avec l’étude de Liguori et al. (Liguori et al., 2018). Les 

résultats du test TUG ont révélé la diminution de la mobilité des patients sarcopéniques. Le test 

TUG est corrélé à de nombreuses tâches de performance physique présentes au cours de la vie 

quotidienne, telles que garder l'équilibre, s'asseoir et se tenir debout sur une chaise (Benavent-

Caballer et al., 2016).  

De façon globale, la sarcopénie touche une large proportion des personnes âgées de 65 

ans et plus. Leur statut physique est fragilisé par les modifications physiologiques liées au 

vieillissement, à la dépendance, à la dépression, aux troubles cognitifs et à la malnutrition. Ces 

différents facteurs accentuent la baisse de mobilité et amplifie les risques de chute des personnes 

âgées.  

La deuxième partie de l’étude clinique a concerné l’identification de biomarqueurs 

associés à la sarcopénie. Le stress oxydant, l’inflammation, et le métabolisme lipidique (profil 

d’acides gras et d’oxystérols) pourraient jouer un rôle central non seulement dans le 

vieillissement, mais aussi dans le développement des maladies liées à l’âge comme la 

sarcopénie, mais aussi les maladies cérébrovasculaires et neurodégénératives, certaines 

maladies oculaires et osseuses, des maladies inflammatoires et certains cancers. 

Le stress oxydant est un déséquilibre entre les niveaux des pro-oxydants et des 

antioxydants. Il a été démontré que le vieillissement prédispose le muscle squelettique à des 

niveaux accrus de stress oxydant ce qui suggère que ce phénomène joue un rôle dans la perte 

musculaire. L'état de stress oxydant semble être à la base de la pathogenèse des maladies 

chroniques et dans la sarcopénie il favorise une fonte musculaire (S.-J. Meng & Yu, 2010).  

Dans notre étude, les principales enzymes antioxydantes étudiées à la fois chez les 

personnes âgées sarcopéniques et non sarcopéniques  sont la GPx, la SOD et la CAT 

érythrocytaires,. En effet, les érythrocytes sont exposés de manière permanente aux espèces 

réactives de l’oxygène ou de l’azote (ERO / ERN), mais leur métabolisme peut s’opposer aux 

dégâts oxydatifs. Il est bien connu que la variété de facteurs physiologiques et pathologiques 

peut augmenter les ERO incitant ainsi l’installation d’un stress oxydant. Les érythrocytes sont 
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nombreux, ont une durée de vie importante et sont faciles à obtenir et ils sont équipés d’enzymes 

antioxydantes leur permettant de neutraliser les radicaux libres, d’où le choix de ces cellules 

pour mesurer les activités des enzymes antioxydantes dans notre population. Les résultats de 

notre étude ont montré une augmentation de l’activité GPx, SOD et CAT érythrocytaires dans 

le groupe de patients sarcopéniques par rapport au groupe de sujets  non sarcopéniques. Cette 

augmentation pourrait correspondre à une réaction de l’organisme pour lutter contre la 

surproduction des ERO. L’augmentation des activités antioxydantes et en accord avec des 

études suggérant des activités élevées de la SOD et la CAT érythrocytaires au cours du 

vieillissement ((Rizvi & Maurya, 2007) (Maurya et al., 2015)). La plupart des études a révélée 

une diminution de l’activité de GPx en fonction de l’âge ((Maurya et al., 2015) (Sánchez-

Castellano et al., 2020)). 

L’évaluation des dommages oxydatifs causées par le déséquilibre du statut oxydant, 

notamment la mesure de marqueurs de peroxydation lipidique (DC, MDA) et d’oxydation 

protéiquees (carbonylation protéique) a révélé une augmentation des teneurs plasmatiques et/ou 

érythrocytaires en DC, en MDA et en protéines carbonylées (PC), dans le groupe des patients 

sarcopéniques comparativement aux non sarcopéniques. Ces résultats sont en accord avec des 

études montrant une association de ces biomarqueurs du stress oxydant ainsi que d’autres 

(isoprostanes, 4-hydroxy-2,3-nonenal) avec le vieillissement ((Serviddio et al., 2009) (Saum 

et al., 2015) (Bellanti et al., 2018)). Les différents biomarqueurs de la sarcopénie résultent pour 

l’essentiel de l’oxydation des protéines et acides gras polyinsaturés cellulaire qui sont sensibles 

aux radicaux libres (Maurya et al., 2015).  

Dans le muscle squelettique humain, le niveau de peroxydation lipidique dépend de la 

composition des fibres musculaires et de la fonction musculaire. La composition des fibres 

indique que les muscles contenant plus de 40 % de fibres de type II (fibres à contraction rapide) 

présentent des niveaux de peroxyde lipidique statistiquement plus faibles que les muscles 

contenant moins de 40 % de fibres de type II (Marzani et al., 2003). Cela suggère qu'une 

peroxydation lipidique accrue prévaut dans les fibres de type I (fibres à contraction lente) 

(Doria et al., 2012). Une augmentation du niveau de peroxydation lipidique au cours du 

vieillissement est évidente dans le muscle vaste latéral (situé à la partie antéro-externe de la 

cuisse) (Barreiro et al., 2006) et dans le muscle intercostal externe (situé entre les côtes)) 

((Marzani et al., 2003) (Doria et al., 2012)).  

L’analyse des marqueurs inflammatoires a aussi montré des taux significativement 

élevés de TNF-α, IL-8, CRP et LTB-4, chez les patients sarcopéniques. De plus, des corrélations 
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positives entre IL-6, CRP et LTB-4 et le score de sarcopénie SARC-F ont été révélées. Plusieurs 

études ont noté que la sévérité de la sarcopénie est associée à l’inflammation, qui est considérée 

comme un facteur de risque favorisant la fragilité musculaire ((Bano et al., 2017) (Hammami 

et al., 2020)).  Le dysfonctionnement du tissu musculaire squelettique peut induire l'apparition 

d'une réponse inflammatoire chronique, qui à son tour réduit la fonction du muscle squelettique, 

constituant ainsi un cercle vicieux. À ce jour, de nombreuses preuves suggèrent que 

l’inflammation chronique de bas grade associée au vieillissement pourrait être un facteur clé de 

la sarcopénie (Pan et al., 2021). Une telle inflammation est caractérisée par des quantités 

élevées de cytokines pro-inflammatoires et des quantités réduites de cytokines anti-

inflammatoires. Des études antérieures ont montré que la perte de la masse et la force 

musculaire, ainsi que la réduction de la mobilité, de la fonction des membres inférieurs et de 

l'activité physique, sont exacerbées par l'augmentation des taux de marqueurs inflammatoires 

sanguins ((Visser et al., 2002) (Cesari et al., 2004)). Des études transversales ((Haren et al., 

2010) (Bautmans et al., 2011)) et longitudinales (Alemán et al., 2011) ont confirmé que la 

perte de masse musculaire squelettique, de force et de forme physique chez l’homme et chez la 

femme était associée à des niveaux élevés de cytokines pro-inflammatoires telles que IL-6, 

TNF-α, et CRP.  

Le muscle squelettique peut également être un organe sécréteur (Peake et al., 

2015).  Lorsque le muscle squelettique se contracte, il peut produire et libérer des 

cytokines. Ces cytokines, nommées myokines comme l’apeline, peuvent affecter la fonction 

musculaire squelettique. Nos résultats montrent l'augmentation du taux plasmatique d’apeline 

dans les patients sarcopéniques. Cependant, la plupart des études montrent plutôt qu’avec 

l’augmentation d’âge, les taux d'apeline diminuent chez la souris et chez l’Homme ((Fujie et 

al., 2014) (Rai et al., 2017)). L'apeline s'est révélée utile pour lutter contre la fonte musculaire 

au cours du vieillissement, en facilitant la synthèse des protéines musculaires et la biogénèse 

mitochondriale. Une étude in vivo sur des souris âgées, recevant une injection quotidienne 

d'apeline ou surexprimant l'apeline via un transfert de gène médié par un adénovirus dans le 

muscle squelettique, a révélée des capacités musculaires améliorées et une hypertrophie des 

myofibres. L'amélioration musculaire induite par l'apeline est obtenue par la stimulation des 

voies métaboliques mitochondriales et  et de l’axe (Forkhead box O3 (FOXO3)-MURF-1-

atrogen) qui sont régénératives en ciblant les myofibres matures et/ou les cellules satellites 

(Vinel et al., 2018). 

https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/cytokine-release
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Plusieurs altérations du métabolisme lipidique, en particulier celui des acides gras, ont 

été décrits en association avec les maladies liées à l’âge. Cependant, les mécanismes expliquant 

ces altérations restent à clarifier. Nos résultats montrent une augmentation des AGPI n-3 et 

AGPI n-6 chez les patients sarcopéniques. Nous constatons que le taux des acides gras oméga-

6 est plus important par rapport aux acides gras oméga-3. Ces AGs oméga 6 peuvent induire 

des altérations de la micro-vascularisation, une inflammation chronique, une agrégation 

plaquettaire et des dysfonctionnements endothéliaux (Innes & Calder, 2018). Iuliano et al 

(2013) ont montré une modification du profil des AGPI n-6 mais pas des AGPI n- 3 (Iuliano 

et al., 2013). D’autres études ont rapporté des niveaux réduits des AGPI n-3 dans le sang des 

sujets âgées ayant une démence de type Alzheimer ((Morris et al., 2003) (Cunnane et al., 

2009)) ainsi que chez  des sujets sarcopéniques (Y. Zhang et al., 2022). De même, il a été 

rapporté qu’une diminution du rapport [AGPI n-3/AGPI n-6] au niveau des érythrocytes est en 

relation avec le déficit cognitif lors du vieillissement étant donné que les besoins en AGPI 

oméga-3 sont essentiels à chaque étape de la vie : pendant le développement du cerveau chez 

le jeune, lors de l'apprentissage et au cours du vieillissement et sont aussi nécessaires pour 

stimuler la synthése des protéines musculaires (Smith et al., 2011). Un niveau faible d'acide 

eicosapentaénoïque (EPA ; C20:5 n-3), ainsi qu'un rapport [acide arachidonique (AA ; C20:4 

n-6) / EPA] élevé, ont été associés à des troubles cardiovasculaires (Domei et al., 2012). L'AA 

et l'EPA seraient des déterminants de la progression des maladies inflammatoires (Tutino et 

al., 2019). En effet, l’AA est le précurseur majeur des éicosanoïdes pro-inflammatoires tels que 

les prostaglandines, les thromboxanes et les leucotriènes, connus par leur capacité à favoriser 

la sécrétion du peptide amyloïde (Amtul et al., 2012). 

Actuellement, alors que des études ont montré l’implication des acides gras Trans 

(AGT) dans la survenue des maladies cardiovasculaires, peu de choses sont connus sur l'impact 

de ces acides gras dans le développement d’autres maladies liées à l’âge. De ce fait, nous avons 

évalué la relation entre le profil des AGT et la sarcopénie. Une consommation importante en 

AGT aussi bien industriel que naturel pourrait causer un stress oxydant.  

Les résultats d’analyse des acides gras érythrocytaires dans la population étudiées, ont 

montré une accumulation des AGT suivant chez les patients âgés sarcopéniques:C18:1 trans 9, 

C18:1 trans 11, C18:2 trans 9 cis 12, C18:2 cis 9 trans 12, C18:3 cis 9 cis 12 trans 15, C18:2 

cis 9 trans 11, et C18:2 trans 10 cis 12. La présence importante des AGT dans les aliments 

transformés suggère un éventuel déséquilibre alimentaire chez les patients sarcopéniques. 

L’accumulation des AGT érythrocytaires pourrait aussi s’expliquer par les attaques radicalaires 
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intrinsèques (liées à l’augmentation du stress oxydant) qui pourraient favoriser l’isomérisation 

Cis/Trans des acides instaurés (AGI). L’isomérisation des acides gras induite par le stress 

oxydant serait importante  dans le vieillissement car les chaînes des AGT pourraient affecter 

les propriétés et la fonction menbranaire ((Tsuzuki, 2010) (Zarrouk et al., 2015)). 

Le stress oxydant peut également favoriser la peroxydation lipidique conduisant à une 

augmentation de certains produits d’auto-oxydation du cholestérol (7KC et 7β OHC) qui sont 

associés à des maladies liées à l’âge fréquentes (Zarrouk et al., 2014). Dans notre travail, 

l'analyse des oxystérols par GC-MS a révélé chez les patients sarcopéniques une augmentation 

plasmatique  du 7β-OHC et du 7KC ainsi que d’autres produits issus de l'oxydation 

enzymatique du cholestérol comme le 24S-OHC, et le 25-OHC. Des corrélations négatives 

entre les concentrations du 7β-OHC et de 7KC plasmatique, et l’activité catalase érythrocytaire 

ont été révélées. Ces résultats sont compatibles avec ceux d’une étude réalisée sur des patients 

âgées souffrants d’une démence (Zarrouk et al., 2020).  

En raison de la double liaison en position 5,6 sur le noyau stérane du cholestérol, 

l'attaque des radicaux libres sur le carbone 7 est la plus probable et conduit à la formation de 

7KC mais aussi de 7β-OHC, ces deux oxystérols étant interconvertibles via les enzymes 7β-

hydroxycholestérol déshydrogénase-1 (7β-HSD1 : conversion de 7KC en 7β-OHC) et 7β-

hydroxycholestérol déshydrogénase-2 (7β-HSD2 : conversion de 7β-OHC en 7KC) ((Vejux et 

al., 2020) (Anderson et al., 2020)) . Dans les maladies cardiovasculaires, la maladie 

d'Alzheimer, la dégénérescence maculaire liée à l'âge et la cataracte et les formes sévères de 

SRAS-CoV2, des taux accrus de 7KC et de 7β-OHC ont aussi été identifiés dans le plasma et 

au niveau des sites lésionnels ((Zarrouk et al., 2014) (Testa et al., 2018) (Samadi et al., 

2021)). De plus, il a été montré que les niveaux de 7KC peuvent permettre de distinguer le 

vieillissement normal du pathologique (Lin et al., 2018). Actuellement, dans certaines maladies 

liées à l'âge, l'implication du 7KC et/ou du 7β-OHC dans la physiopathologie est largement 

suspectée car ces oxystérols peuvent initier des voies de transduction du signal pertinentes pour 

le développement de ces maladies ((Leonarduzzi et al., 2014) (Vejux et al., 2020)). Dans la 

sarcopénie, des augmentations plasmatiques du 7β-OHC et du 7KC ont également été 

observées, l'augmentation du 7β-OHC étant significative (Ghzaiel, Zarrouk, et al., 2021).   

Compte tenu des résultats obtenus, ceci nous a conduit à évaluer in vitro l’effet de ces 

deux oxystérols (7β-OHC, 7KC) sur des cellules musculaires squelettiques C2C12 non 

différenciées (myoblastes) et différenciées (myotubes) afin de comprendre comment ces deux 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/signal-transduction
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oxystérols, connus pour leur toxicité, peuvaient affecter les fonctions des cellules squeletiques 

musculaires .  

II. Composition biochimique et activité antioxydante des huiles de graines 

de lentisque et de chardon-marie 

En raison de l'implication du stress oxydant dans la sarcopénie, la thérapie antioxydante 

est une stratégie à envisager pour prévenir et soigner cette maladie (Sorriento et al., 2018). Les 

plantes sont considérées comme une source de molécules bioactives à potentiel thérapeutique 

qui peuvent agir individuellement ou en synergie pour prévenir un grand nombre de maladies. 

Dans notre étude, l’intérêt s'est porté sur deux plantes Méditerranéennes largement utilisées en 

médecine traditionnelle ; le lentisque (Pistacia lentiscus L.) et le chardon-marie (Silybum 

marianum). 

Plusieurs études ont décrites que l’huile des graines de lentisque (PLSO) a une valeur 

nutritive élevée et de grands avantages en médecine traditionnelle pour cicatriser les plaies, 

soulager les problèmes d'estomac et traiter ceratins cancers (Mezni et al., 2016). De plus, l’huile 

de lentisque a des effets antioxydants, anti-inflammatoires, antiprolifératifs et neuropotecteurs 

((Mezni et al., 2016) (Saidi et al., 2017) (Ammari et al., 2018) (Milia et al., 2021)). De même, 

l'huile des graines de chardon-marie (MTSO) a été utilisée dans le traitement de diverses 

maladies. Plusieurs études ont suggéré un rôle positif de l’huile de chardon-marie dans 

l'hépatoprotection et la régénération. Chez l'Homme, Lucena et al., 2002 (Lucena et al., 2002) 

ont mis en évidence une réduction significative de peroxydation lipidique chez des patients 

atteints de cirrhose alcoolique après administration de 450 mg/jour de silymarine extrait de 

graines de chardon-marie. Le chardon-marie est aussi utilisé dans le traitement de patients 

souffrant d'arthrite, de colite ulcéreuse, de rhinite allergique, de maladies de la peau, d'anémie, 

d’ostéoporose et de certains cancers ((J.-L. Kim et al., 2013) (Eita, 2022)). En raison de leurs 

activités biologiques et de leurs spectres d’activités thérapeutiques,  les huiles des graines de 

lentisque et de chardon-marie pourraient être bénéfiques pour prévenir et soigner la sarcopénie.  

Nous rapportons que le PLSO de Tunisie (région de Tabarka) et le MTSO de Tunisie 

(région Sousse) ont des quantités de composés phénoliques totaux comparables à celles du 

PLSO et du MTSO d'Algérie ((Brahmi et al., 2020) (Rezzoug et al., 2020)). Cette similitude 

peut être due au fait que ces deux régions se trouvent dans la même zone 

bioclimatique. Cependant, la teneur en flavonoïdes du PLSO et du MTSO de Tunisie est 
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supérieure à celle du PLSO du Maroc (Bouyahya et al., 2018) et du MTSO d’Algérie (Rezzoug 

et al., 2020). 

Par ailleurs, nos résultats indiquent que le PLSO étudié a une quantité plus élevée de 

caroténoïdes que le MTSO. Ainsi, nous pouvons considérer que le PLSO est une excellente 

source naturelle de ces pigments même par rapport à l'huile d'olive vierge (1,58 à 2,84 mg/kg 

d'huile) (Gimeno et al., 2002). Ces pigments, principalement le β-carotène, sont des 

précurseurs de la vitamine A. Les caroténoïdes alimentaires sont des antioxydants censés avoir 

des effets bénéfiques sur la santé dans la prévention des maladies cardiovasculaires et du cancer 

(Gammone et al., 2015). De plus, le β-carotène administré par voie orale à des souris mâles 

âgées de 8 semaines pendant 7 ou 14 jours a permis de maintenir et d'améliorer la masse 

musculaire squelettique en augmentant le niveau d'expression d’IGF-1 (Kitakaze et al., 

2015).   

L'analyse du profil des acides gras de PLSO et de MTSO montre que ces deux huiles 

contiennent  une quantité importante d'acide oléique (C18:1 n-9) et d'acide linoléique (C18:2 

n-6). L'acide oléique est réputé pour son effet sur la stabilité oxydative des huiles et sa valeur 

nutritionnelle (Aguilera et al., 2000). L'acide oléique a également de fortes activités 

antioxydantes contre la mort cellulaire induite par le 7KC sur les cellules BV-2 microgliales 

murines ((Debbabi et al., 2016) (Debbabi et al., 2017)). L' acide linoléique est également un 

acide gras essentiel et un précurseur des acides gras polyinsaturés à chaîne plus longue, ce qui 

lui confère une valeur nutritionnelle (Jandacek, 2017). Lee et al. ont indiqué que les acides 

gras insaturés, en particulier C18:1 n-9 et C18:2 n-6, augmentaient la prolifération des cellules 

musculaires squelettiques C2C12 (J.-H. Lee et al., 2009).  

Le profil des stérols montre que le β-sitostérol est le phytostérol majeur de PLSO et de 

MTSO. Le β-sitostérol est l'un des phytostérols alimentaires les plus abondants qui présentent 

des avantages potentiels pour la santé. Plusieurs études expérimentales ont démontré que le β-

sitostérol pouvait réguler le métabolisme du glucose et des lipides (Hwang et al., 2008) et 

inhiber l'inflammation et le stress oxydant ((Gupta et al., 2011) (Liao et al., 2018)).  Une étude 

in vitro a montré que le traitement des cellules musculaires squelettiques C2C12 par le β-

sitostérol améliore la biogenèse et la fonction mitochondriale par activation de la protéine 

kinase PGC-1 (Wong et al., 2016); ces observations confèrent au PLSO et MTSO une grande 

valeur thérapeutique. De plus, l’analyse du profil en stérols de PLSO et MTSO montre la 

présence du cholestérol dans le MTSO. Ce qui rend nutritionnellement huile de lentisque 

(PLSO) plus attrayante.  
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Par ailleurs, les tocophérols sont également des ingrédients majeurs dans les huiles car 

ils ont une activité antioxydante élevée (Y. Chen, 2014). Ils pourraient protéger les acides gras 

polyinsaturés (AGPI) de l'oxydation en piégeant les radicaux peroxyles lipidiques (ROO•- ) 

(Zingg & Meydani, 2019). Dans les deux huiles (PLSO et MTSO), l'α-tocophérol est présent 

en grande quantité contribuant à la conservation naturelle de ces huiles. Il est important de 

souligner que le PLSO et le MTSO sont des excellentes source de vitamine E, qui est constituée 

de quatre tocophérols et de quatre tocotriénols (Rimbach et al., 2002). 

Par ailleurs, le potentiel antioxydant de PLSO et de MTSO, évalué par quatres tests 

complémentaires à savoir : test de piégeage de radicaux libres (DPPH), test de  réduction du fer 

(FRAP), test de chélation des ions ferreux (Fe2+) et test KRL (Kit Radicaux Libres), a démontré 

un important potentiel antioxydant de ces huiles.  

Les profils en nutriments et les propriétés antioxydantes de PLSO et MTSO ont conforté 

notre intérêt pour étudier les propriétés cytoprotectrices de ces deux huiles Méditeranniennes 

in vitro sur des cellules musculaires squelettiques. Par conséquent, dans le contexte de la 

sarcopénie, nous avons évalué les propriétés cytoprotectrices de PLSO et MTSO contre la 

cytotoxicité induite par le 7β-OHC et le 7KC (augmentés dans dans le plasma de patients 

sarcopénique), sur des cellules musculaires squelettiques C2C12 non différenciées 

(myoblastes) et différenciées (myotubes). 

III. Etude in vitro  

Plusieurs oxystérols, dont le 7β-OHC et le 7KC, sont en quantités élevées dans le plasma 

et les organes affectés chez les patients atteints de maladies liées à l'âge ((Zarrouk et al., 2014) 

(Testa et al., 2018)). Les résultats de notre étude clinique, obtenus par GC-MS sur le plasma 

des personnes âgées de 65 ans et plus, ont révélé des taux plasmatiques élèves de 7β-OHC et 

de 7KC chez les patients sarcopéniques. Il a déjà été montré que le 7β-OHC et le 7KC sont des 

puissants inducteurs du stress oxydant en stimulant l'activité NAD(P)H (Pedruzzi et al., 2004) 

et en augmentant la production d’ERO mtochondriaux (Nury et al., 2015). Le 7β-OHC et le 

7KC sont parmi les oxystérols les plus cytotoxiques sur différents types de cellules de 

différentes espèces en induisant du stress oxydant, de l’inflammation, des dysfonctions des 

organites et en activant la mort cellulaire qui peut être dépendante ou non des caspases 

(Lemaire-Ewing et al., 2005). Les dommages oxydatifs sont supposés être une des causes 

principales  responsable du vieillissement cellulaire. Dans la sarcopénie, une altération 

oxydative des cellules satellites pourrait induire des problèmes de régénérescence musculaire 
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(Szentesi et al., 2019). Par conséquent, dans les maladies liées à l'âge, y compris la sarcopénie, 

il est important i) de mieux comprendre la toxicité du 7β-OHC et du 7KC et ii) d’identifier des 

molécules ou des mélange de molécules naturelles capables d'atténuer la mort cellulaire induite 

par le 7β-OHC et le 7KC. 

Dans la présente étude, le 7β-OHC et le 7KC (50 µM) ont montré des effets cytotoxiques 

sur les cellules musculaires squelettiques C2C12. Ce effets sont caractérisés par une induction 

de la mort cellulaire associée à une surproduction d’ERO ainsi qu'à un dysfonctionnement 

mitochondrial et peroxysomal. Certains de ces effets ont été précédemment mis en évidence sur 

des cellules cardio-vasculaires, des cellules hématopoïétiques et immunitaires, des cellules 

rétiniennes et des cellules nerveuses exposées au 7β-OHC et/ou au 7KC ((Debbabi et al., 2016) 

(Sghaier, Nury, et al., 2019) (Yammine, Zarrouk, et al., 2020) (Vejux et al., 2020)). Sur les 

myoblastes et myotubes C2C12, le 7β-OHC induit une perte d'adhésion cellulaire plus 

importante que le 7KC : elle se caractérise par une augmentation de cellules rondes flottant dans 

le mlieu de culture, suggérant une altération des constituants membranaires. Ces altérations 

pourraient être déclenchées par une rupture de l’équilibre RedOx, susceptible de modifier la 

structure et les propriétés physiques de la membrane plasmique favorisant la dégradation des 

molécules d'adhésion et des jonctions cellulaires par des mécanismes impliquant l'activation 

ERO-dépendante des métalloprotéinases matricielles (Poli et al., 2013). De plus, les 

modifications de la membrane plasmique induites par le 7β-OHC et le 7KC, révélées dans la 

présente étude par une perméabilité accrue à l'IP, pourraient modifier l'homéostasie ionique 

(Ca2+, N+, K+) avec des conséquences importantes sur de nombreuses voies de signalisation, 

notamment celles impliquées dans l'activation de l'apoptose ((Kunzelmann, 2016) (Vejux et 

al., 2020)) ou la transmission de l'influx nerveux ((Poli et al., 2013) (Bezine et al., 2018)). En 

effet, chez les patients sarcopéniques, l'altération de l'influx nerveux pourrait amplifier le 

dysfonctionnement musculaire au niveau de la jonction neuro-musculaire. En faveur du rôle clé 

du stress oxydant dans la mort cellulaire induite par le 7β-OHC et le 7KC (Nury, Zarrouk, et 

al., 2021), nos résultats obtenus sur des myoblastes C2C12 ont montré que le 7β-OHC et le 

7KC induisent une surproduction d’ERO à la fois au niveau cellulaire total et au niveau 

mitochondrial. Ceci a pour conséquence une accumulation de produits d'oxydation des lipides 

et des protéines, tels que les diènes conjugués (DC), le malondialdéhyde (MDA), et les 

protéines carbonylées (PC), ainsi qu'une diminution de l’expression et de l’activité des 

principales enzymes antioxydantes (superoxyde dismutase (SOD), glutathion peroxydase 

(GPx)). Ces résultats évoquent les effets pro-oxydants observés avec le 7β-OHC et le 7KC sur 
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différents types de cellules neuronales (oligodendrocytes murins 158 N, cellules microgliales 

murines BV-2, cellules neuronales murines N2a, et cellules de neuroblastome humaines SH-

SY5Y) sur lesquelles l'activation du stress oxydant est à l'origine de la toxicité de ces oxystérols 

((Hammouda et al., 2021) (Yammine, Zarrouk, et al., 2020) (Zarrouk et al., 2018)). 

Sur les cellules C2C12 ainsi que sur d'autres types cellulaires traitées par du  7β-OHC 

ou du 7KC, nous pouvons aussi penser que la surproduction d’ERO résulte de l'activation 

d’isoformes de NADPH oxydase ((Pedruzzi et al., 2004) (Nury et al., 2015)). Comme la 

surproduction d’ERO et les dysfonctionnements mitochondriaux sont considérés comme des 

phénomènes majeurs impliqués dans la sénescence et le vieillissement (Rufini et al., 2013), 

nos résultats soutiennent l'hypothèse que le 7β-OHC et le 7KC sont à même de contribuer au 

processus de vieillissement des cellules musculaires squelettiques. Le 7β-OHC ainsi que le 7KC 

via la surproduction d’ERO induiraient  des altérations des structures mitochondriales et des 

protéines de la machinerie de fusion et de fission mitochondriale. Ceci pourrait favoriser non 

seulement une perte du potentiel transmembranaire mitochondrial (Δψm) mais aussi une 

perturbation de la fonction de la chaîne respiratoire et une limitation de la production d'énergie, 

conduisant à la diminution de la production d'ATP observée dans notre étude. Par conséquent, 

dans les tissus à faible renouvellement cellulaire, comme le muscle squelettique, l'altération des 

mitochondries sous l'action du 7β-OHC et du 7KC pourrait avoir des effets néfastes importants 

sur la fonction musculaire. 

Ces altérations fonctionnelles mitochondriales dans les cellules C2C12 sont associées à 

des modifications ultrastructurales révélées par la présence de mitochondries gonflées et de 

grande taille ; des altérations analogues ont également observées sur d'autres types cellulaires, 

comme les oligodendrocytes murins 158N, en présence d'oxystérols toxiques tels que le 7β-

OHC et le 7KC (Sghaier, Nury, et al., 2019). Il est suggéré que ces modifications contribuent 

à augmenter la surface des crêtes mitochondriales, qui sont le site de la phosphorylation 

oxydative pour la production d'ATP (Quintana-Cabrera et al., 2018). Ces modifications 

ultrastructurales pourraient donc être considérées comme une réponse cellulaire visant à 

atténuer les dysfonctionnements énergétiques mitochondriaux et à prévenir la mort cellulaire et 

les principales activités peroxysomales nécessitant la production d'ATP, comme le transport via 

des transporteurs peroxysomaux ABCD spécifiques (ABCD1, ABCD2 et ABCD3)  de divers 

types acides gras : acides gras à très longue chaîne (AGTLC ;  nombre de carbone supérieur ou 

égal à 22), acide pristanique, acide di- et trihydroxy-cholestanoïque (DHCA et THCA) et acide 

dicarboxylique (DCA) ((Savary et al., 2012) (Kemp et al., 2011)). 
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Comme les mitochondries, les peroxysomes, qui sont métaboliquement étroitement 

connectés aux mitochondries (Lismont et al., 2015), sont une source d’ERO intracellulaires 

(principalement H2O2), et il est maintenant bien établi que les dysfonctionnements des 

peroxysomes augmentent la surproduction d’ERO et d’ERN et perturbent l'activité 

mitochondriale ((Pascual-Ahuir et al., 2017) (Nury et al., 2018)). Sur des oligodendrocytes 

murins 158N, il a été montré que l'inactivation des transporteurs peroxysomaux ABCD1 et 2 

associés à la β-oxydation peroxysomale, ainsi que d'ACOX1 et de MFP2, qui sont des enzymes 

centrales de la β-oxydation peroxysomale, favorise le stress oxydant et augmente la production 

d’ERO et d’ERN dans les cellules entières et/ou au niveau mitochondrial (Baarine, 

Andréoletti, et al., 2012). Le peroxysome, en plus de son implication dans la régulation de 

l'homéostasie des ERO intervient dans le contrôle du métabolisme lipidique et de 

l'inflammation non cytokinique (Baarine, Andréoletti, et al., 2012). Il a également été suggéré 

que le peroxysome pourrait jouer un rôle crucial dans le vieillissement cellulaire (Titorenko & 

Terlecky, 2011). Cependant, nous savons encore très peu de choses sur le rôle des peroxysomes 

dans les cellules musculaires squelettiques dans des conditions normales et pathologiques.  

La présente étude réalisée sur les myoblastes C2C12 montre clairement des altérations 

peroxysomales en présence du 7β-OHC et/ou du 7KC, qui se caractérisent par une densité 

peroxysomale réduite et un niveau faible du transporteur peroxysomal ABCD3 indiquant une 

diminution de la masse peroxysomale. Cette diminution de la masse peroxysomale est associée 

à une réduction de l'expression du gène codant pour la protéine Pex5, impliquée dans la 

biogenèse peroxysomale : Pex5 agit comme une navette pour l'import des protéines de la 

matrice peroxysomale (W. Wang & Subramani, 2017). Dans l'ensemble, nos résultats 

montrent que la diminution de la masse peroxysomale dans les myoblastes C2C12 traitées par 

le 7β-OHC et/ou le 7KC pourrait être la conséquence d'une induction de la pexophagie et d'une 

diminution de la biogenèse peroxysomale. Comme une diminution du niveau de Pex5 a été 

décrite au cours du vieillissement dans les neurones corticaux de cerveaux de souris mâles et 

femelles (Uzor et al., 2020), nos données suggèrent que le 7β-OHC ou le 7KC pourrait 

également affecter le vieillissement dans les cellules musculaires squelettiques C2C12 non 

différenciées (myoblastes). De plus, en présence de 7β-OHC, nous avons également observé 

une augmentation des ARNm de deux peroxines, Pex13 et Pex14, qui sont également 

impliquées dans la biogenèse peroxysomale (J.-Y. Wang et al., 2019) et qui sont souvent 

déficientes dans la maladie de Zellweger, une peroxisomopathie rare et fatale (Klouwer et al., 

2015). Cependant, il a aussi été décrit que Pex14 peut contribuer à l'autophagie (Jiang et al., 
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2015). Pex14 pourrait donc favoriser la pexophagie qui peut être induite par le 7β-OHC. De 

même, il a été montré que la peroxine Pex13 est impliquée dans la biogenèse des peroxysomes 

et associée à l'activation de l'autophagie sélective du virus Sindbis (virophagie) et à l'autophagie 

des mitochondries altérées (mitophagie) (M. Y. Lee et al., 2017). Ainsi, sous l'effet du 7β-

OHC, l'activation d'un processus de mitophagie impliquant Pex13 pourrait s'expliquer au moins 

en partie par le fait que cet oxystérol induit plusieurs dysfonctionnements mitochondriaux. 

De plus, au niveau peroxysomal, des analyses par western blot ont montré une 

diminution de l'expression des enzymes peroxysomales ; ACOX1 et MFP2, impliquées dans la 

β-oxydation peroxysomale des AGTLC (Wanders & Waterham, 2006). Ces résultats sont 

compatibles avec ceux des études réalisées sur les cellules nerveuses 158 N, BV-2 et N2a en 

présence de 7β-OHC et de  7KC (Nury, Yammine, et al., 2021). Cette diminution de 

l'expression d’ACOX1 et MFP2 entraîne une diminution de la β-oxydation peroxysomale qui 

favorise une accumulation intracellulaire d'AGTLC pouvant contribuer à la lipotoxicité induite 

par le 7β-OHC : activation du stress oxydant et induction de la mort cellulaire (Wanders et al., 

2010).   

Comme le 7β-OHC et le 7KC pourraient affecter et réduire le transport peroxysomal et 

la dégradation des AGTLC (C ≥ 22), dont l'accumulation intracellulaire peut avoir des 

conséquences toxiques ((Unger & Orci, 2002) (Baarine, Andréoletti, et al., 2012)), les 

niveaux d'AGTLC ont été mesurés par GC-MS et l'indice d'activité élongase de l'enzyme 

ELOVL1 associée au métabolisme des AGTLC, a été déterminé (Amery et al., 2000). 

L’accumulation des AGTLC pourraient contribuer à la dystrophie musculaire liée à l’âge 

(sarcopénie) car certains acides gras se comportent comme des inhibiteurs métaboliques, des 

découpleurs de la phosphorylation oxydative et des inducteurs de la transition de perméabilité 

membranaire (Cecatto et al., 2020). 

D'un point de vue ultrastructural, les résultats sur les myoblastes C2C12 traités au 7β-

OHC évoquent ceux obtenus sur les oligodendrocytes murins 158N, lorsque ces derniers ont 

été cultivés avec du 7β-OHC ou du 7KC (Nury, Yammine, et al., 2021) : les peroxysomes sont 

hétérogènes en morphologie et en taille et sont souvent présents dans des vacuoles dont le 

nombre est augmenté par rapport aux cellules non traitées. Dans les laboratoires de pathologie 

hospitaliers hautement spécialisés, ces modifications ultrastructurales peroxysomales 

pourraient servir de biomarqueurs de la toxicité des oxystérols dans les tissus de différents 

organes. La microscopie électronique pourrait exceptionnellement être un outil permettant de 

consolider une hypothèse physiopathologique pour aborder les altérations peroxysomales. La 
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présence de vacuoles contenant des peroxysomes altérés suggère un processus de pexophagie 

comme cela a été démontré dans les cellules 158 N traitées par le 7KC (Nury et al., 2018).  

Par ailleurs, sur les myoblastes C2C12, le 7β-OHC et le 7KC ont induit un type de mort 

cellulaire non-apoptotique indépendante des caspases. Des critères apoptotiques n’ont pas été 

observés : absence de noyaux condensés et / ou fragmentés, absence de caspase-3 clivée et de 

PARP clivée. L’utilisation de l’inhibiteur pan-caspase z-VAD-fmk n’augmente pas le 

pourcentage de cellules mortes. Par contre, des critères autophagiques ont été observés : 

présence de plusieurs vacuoles de grandes tailles considérées comme des vacuoles 

autophagiques dans presque toutes les cellules traitées avec le 7β-OHC et le 7KC (50 µM), et 

augmentation du rapport [LC3-II / LC3-I]. Ces résultats sont compatibles avec les résultats 

obtenus sur les cellules de glioblastome C6  traitées avec le 7β-OHC (Sassi et al., 2019). De 

plus, la rapamycine, un inducteur autophagique, réduit l’autophagie induite par le 7β-OHC et 

le 7KC alors que la 3-méthyladénine, un inhibiteur autophagique, la stimule. Ces résultats sont 

en accord avec l’étude de Yuan et al. montrant une autophagie de survie sur des cellules THP-

1 traitées par un mélange de 7β-OHC et de 7KC soulignant l'importance de l'autophagie dans 

la lutte contre le stress cellulaire et la mort cellulaire dans l'athérosclérose (Yuan et al., 2016). 

Sur cellules N2a traitées par du 7KC, une autophagie de survie a aussi été démontré (Yammine, 

Zarrouk, et al., 2020). Actuellement, plusieurs études sont en faveur de l'activation d’une 

autophagie de survie sous l'effet des oxystérols (7β-OHC, 7KC) (C. He et al., 2013) qui 

induisent un type de mort particulier, connue sous le nom d’oxyapoptophagie incluant du stress 

oxydant, de l’apoptose et des critères d’autophagie sur certaines cellules (Nury, Zarrouk, et 

al., 2021). En revanche, sur cellules C2C12,  le 7β-OHC et le 7KC induisent une augmentation 

du stress oxydant, de la peroxydation lipidique, et une autophagie de survie sans apoptose (mort 

cellulaire indépendante des caspases). Le stress oxydant s’accompagnait d’une diminution de 

l’activité des enzymes antioxydantes dont GPx4. Les caractéristiques de cette mort (stress 

oxydant, peroxydation lipidique, diminution des défenses antioxydantes (GPx, GPx4 total et 

mitochondrial), inhibtion par la déféroxamine) sont en faveur d’une mort cellulaire par 

ferroptose ((C. Li et al., 2018) (R.-P. Zhou et al., 2020) (T. Zhao et al., 2021)).  

Il a été rapporté que le fer régule certaines morts cellulaires programmées, telles que 

l'apoptose (G. S. Wang et al., 1999) et l'autophagie (Lunova et al., 2014). Récemment, il a été 

décrit que la surcharge en fer était impliquée dans la ferroptose, une forme de mort cellulaire 

récemment décrite, qui conduit ensuite à plusieurs états pathologiques, dont l'hémochromatose 

(H. Wang et al., 2017) et la cardiomyopathie (X et al., 2019). Par conséquent, il n'est pas 
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surprenant que la ferroptose puisse jouer un rôle dans l’altération de la fonction musculaire 

squelettique. Le muscle squelettique, qui contient 10 à 15 % de la quantité totale en fer de 

l'organisme, utilise principalement ce micronutriment pour les enzymes indispensables au 

métabolisme oxydatif, notamment la myoglobine, qui assure l'approvisionnement en oxygène 

de la cellule musculaire, ainsi que pour les enzymes impliquées dans le catabolisme 

mitochondrial (Dziegala et al., 2018). Les évènements associés à la ferroptose, comme 

l’augmentation des produits de peroxydation lipidique (Dixon et al., 2012), contribuent à la 

mort cellulaire. Dans la présente étude, la peroxydation lipidique a été mise en évidence par des 

taux élevés de MDA et de DC, qui sont tous deux considérés comme des produits de la 

peroxydation lipidique. De plus, la GPx4, en raison de son activité unique pour empêcher la 

peroxydation incontrôlée des phospholipides, est consiédé comme un biomarqueur de la 

ferroptose et cette enzyme est fortement altérée dans la mort ces cellules C2C12 traitées avec 

le 7β-OHC et le 7KC. L’ensemble des résultats obtenus concordent pour conclure que la mort 

induire par le 7β-OHC et le 7KC sur C2C12 est une mort par ferroptose. 

Selon les résultats obtenus sur les myoblastes C2C12, prévenir la toxicité du 7β-OHC 

et du 7KC reste un enjeu majeur (Nury, Yammine, et al., 2021). A cet effet, identifier de 

molécules ou mélanges de molécules naturelles ou synthétiques capables d'inhiber la toxicité 

induite par le 7β-OHC et le 7KC a un intérêt crucial. En effet, à l'heure actuelle, seules quelques 

molécules naturelles (α-tocophérol, acide docosahexaénoïque (DHA), biotine) ou synthétiques 

(fumarate de diméthyle (DMF), fumarate de monométhyle (MMF))  ainsi que certaines huiles 

(olive, nigelle, argan, chardon-marie, lentisque) inhibant la toxicité du 7β-OHC et du 7KC ont 

été identifiées (Nury, Yammine, et al., 2021). Nos résultats montrent clairement que les deux 

huiles Méditerranéennes caractérisées par leur fort pouvoir antioxydant (MTSO, PLSO) 

réduisent la toxicité du 7β-OHC et du 7KC sur les cellules vasculaires, nerveuses et 

musculaires. D'un point de vue nutritionnel, ces huiles, riches en α-tocophérol (Zarrouk et al., 

2019), présentent un intérêt pour prévenir et/ou ralentir le développement de maladies 

fréquentes liées à l'âge : maladies cardiovasculaires, neurodégénératives et sarcopénie. D'après 

les résultats présentés dans notre étude, les concentrations en α-tocophérol apportées par le 

PLSO et le MTSO dans le milieu de culture sont respectivement de 15 et 44 nmoles/L. Il est 

donc peu probable que la cytoprotection puisse être due à l'α-tocophérol. Il est cependant 

important de noter que les effets cytoprotecteurs observés avec le PLSO ainsi que le MTSO 

sont similaires et sont comparables à l'α-tocophérol, utilisé à haute concentration (400 µM). Par 

conséquent, d'autres molécules ayant des activités cytoprotectrices potentielles doivent être 
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prises en considération et des activités synergiques entre ces molécules (acides gras, 

polyphénols, tocophérols) doivent être envisagées en raison de la capacité de ces composés à 

agir simultanément sur plusieurs voies de signalisation impliquées dans la toxicité du 7β-OHC  

et du 7KC (Nury, Yammine, et al., 2021).  

Comme les acides gras, en particulier l'acide oléique, sont les principaux composés de 

la PLSO mais aussi de la MTSO ((Zarrouk et al., 2019) (Ghzaiel, Zarrouk, et al., 2021)), 

l'évaluation de leur capacité à prévenir la mort cellulaire induite par les oxystérols est un point 

majeur. Comme il a été précédemment montré que l'acide oléique a une activité cytoprotectrice 

contre le 7KC (Debbabi et al., 2017), cela pourrait être également le cas contre le 7β-OHC. 

L’hypothèse a donc été émise que la cytoprotection observée avec le MTSO ainsi que le PLSO 

pourrait être la conséquence d'une estérification du 7KC et du 7β-OHC par l'acide oléique sur 

le carbone 3 (Monier et al., 2003). Cette hypothèse pourrait expliquer des activités 

cytoprotectrices similaires avec le MTSO et le PLSO. De plus, comme l'acide oléique induit la 

formation de gouttelettes lipidiques sur les cellules microgliales murines BV-2 (Debbabi et al., 

2017) et que les gouttelettes lipidiques peuvent réduire le stress oxydant et la lipotoxicité 

((Bailey et al., 2015) (Pressly et al., 2022)), il était important de déterminer si le MTSO, qui 

est riche en acide oléique, était capable d'induire la formation de gouttelettes lipidiques. 

L'hypothèse d'un effet cytoprotecteur du MTSO, ainsi que de l'α-tocophérol, impliquant la 

formation de gouttelettes lipidiques est exclue puisqu'aucune gouttelette positive pour l'Oil Red 

O n'a été observée dans nos différentes conditions de culture sauf en présence d'acide oléique 

(utilisé comme contrôle positif) et de 7β-OHC. Avec les oxystérols cytotoxiques, le 24S-OHC, 

le 25-OHC (Suzuki et al., 2021), et le 7KC (Calle et al., 2019), qui modifie également le ratio 

(lipides polaires/lipides neutres) ((Kahn et al., 2005) (Vejux et al., 2005)), la présence de 

gouttelettes lipidiques a été précédemment rapportée. Par conséquent, avec les oxystérols 

cytotoxiques, dont le 7β-OHC, la présence de gouttelettes lipidiques pourrait être considérée 

comme une réponse au stress oxydant. D'après nos résultats, l'absence de gouttelettes lipidiques 

avec le MTSO est un point d’importance majeures. En effet, une cytoprotection avec des 

composés lipidiques ne conduisant pas à la formation de gouttelettes lipidiques est peu 

susceptible de conduire in vivo à une stéatose indésirable dans différents types de cellules. De 

plus, alors que le MTSO et le PLSO ont plusieurs points communs en termes d'activités 

cytoprotectrices (Ghzaiel, Zarrouk, et al., 2021), nous avons également observé que le PLSO 

diminue plus efficacement que le MTSO l'accumulation cellulaire de 7β-OHC et de 7KC. Nous 

pouvons donc supposer que dans les traitements à long terme nécessaires pour prévenir le 
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développement de maladies liées à l'âge associées à des niveaux accrus de 7β-OHC et/ou de 

7KC, l'efficacité cytoprotectrice de PLSO pourrait être supérieure à celle de MTSO. 
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CONCLUSION & PERSPECTIVES 

La sarcopénie est considérée comme un problème de santé publique majeur en raison 

de la proportion de personnes âgées qui ne cesse d’augmenter dans le monde.  

 

❖ Au niveau de l’étude clinique, cette étude confirme que :  

 

✓ La sarcopénie est associée à un stress oxydant : augmentation significative de l’activité 

des enzymes antioxydantes (GPX, SOD, CAT) érythrocytaires, des marqueurs 

lipidiques et protéiques plasmatiques et/ou érythrocytaires (DC, MDA, PC). Par ailleurs, 

une augmentation significative des teneurs sériques et/ou plasmatiques en marqueurs 

d’inflammation non spécifique (TNF-α, IL-6, IL-8, LTB-4) et spécifique (apeline) a été 

observé.  

✓ Les facteurs nutritionnels jouent un rôle important dans le développement de la 

sarcopénie. La population étudiée a montré une augmentation significative des teneurs 

érythrocytaires en AGPI n-6 et en AGT.  

Cette étude clinique a aussi montré : 

✓ Des augmentations plasmatique d’oxystérols, et en particulier de ceux oxydés en C7 

(7KC et 7β-OHC), formés par auto-oxydation du cholestérol. Ceci est en accord avec la 

rupture de l’équilibre RedOx observée chez les malades sarcopéniques. 

Sur la base de ces résultats, nous pouvons résumer l’étude clinique comme suit : 

 

 

Figure 78 : Schéma récapitulatif des résultats de l’étude clinique. 
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Plusieurs perspectives sont envisagées pour l’étude clinique : 

• Augmenter le nombre de cas étudiés, 

• Mieux structurer l’étude : équilibrer les tranches d’âge entre sarcopéniques et non 

sarcopéniques, en sexe ratio, … 

• Augmenter les paramètres pris en compte :  

- paramètres de défenses antioxydantes : paramètres non enzymatiques (vitamine 

C, vitamine E et GSH), 

- myokines : myostatin, myonectine, irisine, décorine, 

- paramètres lipidiques : prendre en compte plus d’oxystérols, en particulier ceux 

associés à l’inflammation. 

 

❖ Au niveau de l’étude in vitro, les résultats montrent que :  

 

✓ Le 7β-OHC et le 7KC sont toxiques sur les myoblastes et les myotubes : le 7β-OHC 

est plus toxique que le 7KC. 

✓ Le 7β-OHC et le 7KC induisent un déséquilibre de l’équilibre RedOx caractérisé 

par une surproduction d’ERO, une diminution de l’activité des enzymes 

antioxydantes (SOD, GPx), une augmentation des produits de la péroxydation 

lipidique (MDA, DC) et de la carbonylation protéique (PC). Ces caractéristiques 

évoquent le stress oxydant observé dans la sarcopénie. 

✓ Le 7β-OHC et le 7KC induisent des dysfonctionnements des organites 

(mitochondrie, peroxysome).  

- La biogenèse peroxysomale est diminuée ainsi que la β-oxydation 

peroxysomale, 

- La biogenèse et la dynamique mitochondriale sont perturbées ; le taux 

d’ATP est diminué, le cycle de Krebs est altéré et l’expression de certaines 

protéines (Tfam1, Nrf1, AMPK α1, Sirt3 ) est perturbé . 

 Ces altérations des mitochondries évoquent la perte de force musculaire observée 

dans la sarcopénie. Le peroxysome altéré pourrait être impliqué dans la rupture de 

l’équilibre RedOx. 

✓ Le 7β-OHC et le 7KC diminuent la viabilité des myoblastes par une mort cellulaire 

présentant de nombreuses caractéristiques de ferroptose. Cette diminution de 
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viabilité pourrait contribuer à la diminution de la masse musculaire dans la 

sarcopénie. 

✓  Le 7β-OHC et le 7KC activent aussi une autophagie de survie. 

✓ Par ailleurs, l’étude montre des effets cytoprotecteurs de PLSO et MTSO. 

- Le co-traitement avec les huiles PLSO et MTSO réduit significativement les 

effets toxiques du 7β-OHC et du 7KC.  

- Différents nutriments pourraient être impliqués dans la cytoprotection 

associée à PLSO et MTSO: acides gras, phytostérols, polyphénols, et 

tocophérols. Il est donc suggéré qu'un régime associé à ces huiles 

Méditerranéennes ou incluant leurs nutriments pourrait prévenir et atténuer 

les symptômes de la sarcopénie.  

- PLSO et MTSO ont des effets mitoprotecteurs (mitothérapie) et 

pexoprotecteurs (pexothérapie). 

- Le MitoTempol, antioxydant mitochondrial (contrairement au MitoQ ; 

analogue de co-enzyme Q10) réduit fortement la toxicité du 7β-OHC et du 

7KC. 

 

 Dans un contexte nutraceutique, la biodisponibilité et l'efficacité des composés présents 

dans le PLSO et le MTSO pourraient être améliorées à l'aide de plusieurs stratégies. Ces 

dernières pourraient inclure des stratégies de micro- et nano-encapsulation, des 

nanothérapies ciblant les organites (Targeted Organelle Nano Therapy (TORN)) / 

TORN thérapie ((Brahmi et al., 2019) (Badreddine et al., 2020)) et la conception 

d’aliments fonctionnels.  

Sur la base de ces résultats, nous pouvons résumer l’étude in vito par la Figure 79. 
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Figure 79: Schéma récapitulatif des résultats de l’étude in vitro. Sur cellules C2C12, le 7β-OHC et le 

7KC induisent une mort cellulaire indépendante des caspases avec des caractéristiques de ferroptose 

associée à l’autophagie de survie. 
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Compte tenu des résultats obtenus in vitro, ces travaux ouvrent de nouvelles perspectives.  

• L’induction de mort par ferroptose observée sur cellules C2C12 en présence du 7β-

OHC et du 7KC est un point fort de l’étude. Il est nécessaire de mieux caractériser 

ce type de mort étroitement liée au stress oxydant pour identifier les voies 

métaboliques impliquées et les cibles pharmacologiques.   

• L’utilisation de biopsie de muscles de sujets sarcopéniques est envisagée pour 

appréhender le concept de mort des cellules musculaires squelettiques par ferroptose 

chez les sujets sarcopéniques ayant des taux élevés de 7β-OHC et de 7KC. 

• En utilisant des cellules monocytaires humaines THP1 sur lesquelles le 7β-OHC et 

le 7KC induisent de l’apoptose, nous déterminerons si le PLSO et le MTSO ont 

encore des activités cytoprotectrices. Ceci permettra de définir si la cytoprotection 

de PLSO et MTSO est active à la fois sur une mort cellulaire indépendante et 

dépendante des caspases. 

• Le mécanisme de cytoprotection des huiles pourrait être précisé. La part prise par 

l’estérification des oxystérols par les acides gras pourrait être évaluée en utilisant du 

tamoxifène qui est un inhibiteur d’ACAT (acyl-cholestérol acétyl transférase). 

L’implication des tocophérols pourrait être abordée en quantifiant la concentration 

intracellulaire de tocophérol et leur accumulation préférentielle dans la membrane 

plasmique (en particulier les radeaux lipidiques pour l’α-tocophérol). De la même 

façon, l’implication des polyphénols pourrait être évaluée en quantifiant leur 

concentration intracellulaire.  

• Une étude in vivo pourrait être envisagée sur des souris recevant une nourriture 

supplémentée en PLSO et MTSO afin de déterminer si ces huiles : 

- préviennent la diminution de la force musculaire au cours du vieillissement 

(test d’aggrippement) ainsi que la diminution de la masse musculaire, 

- ont un impact sur le métabolisme des cellules musculaires squelettiques 

(activités des organites, synthèse protéique, autophagie). 

• Une étude nutritionnelle contrôlée en milieu médicalisé est aussi envisageable pour 

montrer les bienfaits d’un régime associé aux huiles étudiées (PLSO et MTSO) chez 

les personnes âgées.  

• Pour les études envisagées avec les huiles, la qualité de ces dernières (profil en 

nutriments devra être déterminée) et leur stabilité prise en compte.  
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Sur la base des résultats obtenus, il est aussi important de continuer à explorer : 

• le rôle du peroxysome dans le vieillissement (J. Kim & Bai, 2022), 

• le rôle des oxystérols dans le vieillissement ((Zarrouk et al., 2014) (Shokr et al., 

2021) (de Medina et al., 2022)). 
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Annexe I 

 

Questionnaire SARC-F 

  

Composante Question Score 

Force 

Avez- vous des difficultés pour lever 

et transporter 4,5 kg ? 

Aucune = 0 

Un peu =1 

Beaucoup ou incapable = 2 

Troubles de la 

marche 

Avez-vous des difficultés pour 

traverser une pièce ? 

Aucune = 0 

Un peu =1 

Beaucoup ou incapable = 2 

Lever d’une 
chaise 

Avez-vous des difficultés pour lever 

d’une chaise ? 

Aucune = 0 

Un peu =1 

Beaucoup, avec aide ou 

incapable = 2 

Montée des 

escaliers 

Avez-vous des difficultés pour 

monter 10 marches ? 

Aucune = 0 

Un peu =1 

Beaucoup, avec aide ou 

incapable = 2 

Chutes 

Combien de fois êtes-vous tombé 

dans les 12 dernières mois ? 

Pas de chute = 0 

1 à 3 chutes = 1 

≥ 4 chutes = 2 

 

SARC-F: un score supérieur à 4 doit faire supposer une sarcopénie. 



 

 

Annexe II 

N° dossier : 

Service : 

 

 

Code patient : 
 

Date de prélèvement : 

 

 
 

Recrutement de la population d’étude : questionnaire 
 
 
 
 

  I. Présentation générale  
 

Nom : ……………………… Prénom : ……………………… 

 
Sexe : 1. Masculin / _ / 2. Féminin / _ / 

Age (ans) :  / _ / _ / _ / 

Poids (Kg) : / _ / _ / _ / 

Taille (m) : / _ / _ / _ / 

  II. Paramètres clinique du patient  
 

Antécédents : Diabète / _ / 

 
HTA / _ / 

 
Dyslipoproteinémie / _ / 

 
Autres / _ / Précisez : ……………………… 

 
Hospitalisation : Oui / _ / Non / _ / 

 
Si oui : - Diagnostic : …………………………………………………………………………………………. 

 
- Germe identifié : ……………………………………………………………………………………. 

 
- Antibiothérapie : …………………………………………………………………………………….. 

 
- Evolution : …………………………………………………………………………………………… 

 
  Médicaments  

 
Prenez-vous des médicaments ? Oui / _ / Non / _ / 

Si oui précisez le nombre : …………….... 

Facteurs biologiques prédicateurs de la fragilité chez les sujets âgés 



 

 

 

La famille  
 

1. Antidiabétiques / _ / 

2. Antihypertenseurs / _ / 

3. Hypolipémiants / _ / 

4. IPP ou antiacides / _ / 

5. Anti thrombotiques / _ / 

6. Antiangoreux / _ / 

7. Autres / _ / 

 
 

  Les habitudes de vie  

 
Profession antérieur 

 

1. Journalier / _ / 

2. Ouvriers / _ / 

3. Cadre moyen / _ / 

4. Cadre supérieur / _ / 

5. Profession libre / _ / 

6. Femme au foyer / _ / 

 

Niveau institutionnel 
 

1. Analphabète / _ / 

2. " Cottabe" / _ / 

3. Primaire / _ / 

Résidence 

4. Secondaire / _ / 

5. Supérieur / _ / 

 

1. Seule / _ / 

2. Avec la famille / _ / 

Assistance 

3. Avec ses enfants / _ / 

 

Oui / _ / Non / _ / 

 
Précisez la personne 

 
1. Membre de la famille / _ / 2. Autre (assistante) / _ / 

 

  L'humeur (Mini GDS)  

 
1. Vous sentez- vous découragé(e) et triste ? Oui / _ / Non / _ / 

2. Avez-vous le sentiment que votre vie est vide ? Oui / _ / Non / _ / 

3. Etes-vous heureux (se) la plupart du temps ? Oui / _ / Non / _ / 

4. Avez-vous l’impression que votre situation est désespérée ? Oui / _ / Non / _ / 

 
Si réponse soulignée est cochée = 1 point 

 

SCORE TOTAL : / 4 
 

▪ Score ⩾ 1 : très forte probabilité de dépression 



 

 

▪ Score = 0 : très forte probabilité d'absence de dépression 
 
 

 
  Perception de la santé  

 
Par rapport aux sujets de même âge : la personne se sent que sa santé est : 

 

1. Meilleure / _ / 

2. Equivalente / _ / 

3. Moins bonne / _ / 

 
 

  Chute dans les 6 derniers mois  
 

La personne a-t-il fait une chute ? 
 

1. Aucune chute / _ / 

2. Chute sans gravité / _ / 

3. Chute compliquée ou multiple / _ / 

 

Le test « Get Up and Go »: 
 

Le patient doit se lever d’un fauteuil avec accoudoirs, marcher sur une distance de 3 mètres, fais demi-tour, 

revenir vers le fauteuil, en faire le tour et s’asseoir. 
 

1. Aucune instabilité / _ / 

2. Lenteur à l’exécution de la consigne / _ / 

3. Hésitation, mouvements compensateur des 

membres supérieurs et du tronc / _ / 

Timing (secondes) : …………………………… 

 
L’appui unipodal : 

4. Le patient trébuche / _ / 

5. Risque permanent de chute / _ / 

 

Etre capable de rester en appui sur un seul pied en position débout, le membre d’appui en extension, l’autre 

jambe en légère flexion du genou 
 

1. Les muscles relâchés pendants 5 

Secondes / _ / 

2. Les muscles relâchés pendants plus que 5 

secondes / _ / 

  Nutrition : (MNA de dépistage)  
 

A- Le patient présente-t-il une perte d'appétit ? A-t-il mangé moins ces derniers mois par manque d'appétit, 

problèmes digestifs ? 

0 = anorexie sévère 1 = anorexie modérée 2 = pas d'anorexie 

 
B- Perte récente de poids (< 3 mois) 

 
0 = perte de poids > 3 kg 1 = ne sait pas 



 

 

2 = perte de poids entre 1 et 3 kg 3 = pas de perte de poids 

 
C- Motricité 

 
0 = du lit au fauteuil 1 = autonome à l'intérieur 2 = sort du domicile 

 
D- Maladie aigüe ou stress psychologique lors des 3 derniers mois ? 

 
0 = oui 2 = non 

 
E- Problèmes neuropsychologiques 

 

0 = démence ou dépression 

sévère 

1 = démence ou dépression 

modérée 

2 = pas de problème 

psychologique 

 

F- Indice de masse corporelle (IMC = poids/(taille)² en kg/m²) 
 

0 = IMC < 19 

 
1 = 19 ≤ IMC < 21 

2 = 21 ≤ IMC < 23 

 
3 = IMC ≥ 23 

 

SCORE TOTAL : / 14 

 
▪ 12-14: état nutritionnel normal 

▪ 8-11: à risque de dénutrition 

▪ 0-7: dénutrition avérée 

 
  La mobilité : (KATZ (A.D.L))  

 
A- Hygiène corporelle 

 
1= autonomie ½= aide 0= dépendant(e) 

 
B- Habillage 

 

1= autonomie pour le choix des vêtements et 

l’habillage 

 
0= dépendant(e) 

½= autonomie pour le choix des vêtements, 

l’habillage mais a besoin d’aide pour se chausser 

 

C- Aller aux toilettes 
 

1= autonomie pour aller aux toilettes, se déshabiller 

et se rhabiller ensuite 

 
0= ne peut aller aux toilettes seul(e) 

½= doit être accompagné(e) ou a besoin d’aide pour 

se déshabiller ou se rhabiller 

 

D- Locomotion 



 

 

1= autonomie ½= a besoin d’aide 0= grabataire 

 
E- Continence 

 
1= continent(e) ½= incontinence occasionnelle 0= incontinent(e) 

 
F- Repas 

 

1= mange seul(e) ½= aide pour couper la viande 

ou peler les fruits 

0= dépendant(e) 

 

SCORE TOTAL : / 6 
 

▪ Score=6 : une autonomie complète 

▪ Score < 3 : dépendant 

 
  Fonction cognitives : (Mini-cog)  

 
Demander au patient de retenir et répéter 3 mots : 

 
1= Stylo 1= Cahier 1= Table 

Demander au patient de dessiner une horloge après qu’il ait inscrit les chiffres, demandez-lui d’inscrire 11 h 10 

ou 8 h 20 

 

 

SCORE TOTAL : / 5 



 

 

   Les paramètres biologiques  

NFS : 

GB (103/μL) GR (106/μL) Hb (g/dl) VGM (fl) CCMH (g/dl) TCMH (%) PLT (103/μL) 

       

PNN   

PNE  

Lym  

Mono  

Baso  

Bilan lipidique 
 

TG (mmol/l) = CT (mmol/l) = LDL (mmol/l) = HDL (mmol/l) = 

 

Bilan d’inflammation 
 

 
 

Bilan rénal 
 

 
 

Bilan hépatique 
 

 
 

Bilan glycémique 
 

 
 

Ionogramme 

 
Sodium (Na)  (mmol/l) Potassium (k) (mmol/l) Calcium (Ca)  (mmol/l) Chlore (Cl) (mmol/l) 

    

 

VS (mm) = CRP (mg/l) = 

Urée (μmol/l) = Créatinine (μmol/l) = 

ASAT (UI/L) = ALAT (UI/L) = 

HbA1c (%) = Glycémie (mmol/l) = 
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Abstract: Aging is characterized by a progressive increase in oxidative stress, which favors lipid

peroxidation and the formation of cholesterol oxide derivatives, including 7β-hydroxycholesterol

(7β-OHC). This oxysterol, which is known to trigger oxidative stress, inflammation, and cell death,

could contribute to the aging process and age-related diseases, such as sarcopenia. Identifying

molecules or mixtures of molecules preventing the toxicity of 7β-OHC is therefore an important

issue. This study consists of determining the chemical composition of Tunisian Pistacia lentiscus L.

seed oil (PLSO) used in the Tunisian diet and evaluating its ability to counteract the cytotoxic effects

induced by 7β-OHC in murine C2C12 myoblasts. The effects of 7β-OHC (50 µM; 24 h), associated or

not with PLSO, were studied on cell viability, oxidative stress, and on mitochondrial and peroxisomal

damages induction. α-Tocopherol (400 µM) was used as the positive control for cytoprotection. Our

data show that PLSO is rich in bioactive compounds; it contains polyunsaturated fatty acids, and

several nutrients with antioxidant properties: phytosterols, α-tocopherol, carotenoids, flavonoids,

and phenolic compounds. When associated with PLSO (100 µg/mL), the 7β-OHC-induced cytotoxic

effects were strongly attenuated. The cytoprotection was in the range of those observed with α-

tocopherol. This cytoprotective effect was characterized by prevention of cell death and organelle
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dysfunction (restoration of cell adhesion, cell viability, and plasma membrane integrity; prevention

of mitochondrial and peroxisomal damage) and attenuation of oxidative stress (reduction in reactive

oxygen species overproduction in whole cells and at the mitochondrial level; decrease in lipid

and protein oxidation products formation; and normalization of antioxidant enzyme activities:

glutathione peroxidase (GPx) and superoxide dismutase (SOD)). These results provide evidence that

PLSO has similar antioxidant properties than α-tocopherol used at high concentration and contains a

mixture of molecules capable to attenuate 7β-OHC-induced cytotoxic effects in C2C12 myoblasts.

These data reinforce the interest in edible oils associated with the Mediterranean diet, such as PLSO,

in the prevention of age-related diseases, such as sarcopenia.

Keywords: aging; 7β-hydroxycholesterol; mitochondria; C2C12 myoblasts; oxidative stress; peroxisome;

Pistacia lentiscus L. seed oil; sarcopenia

1. Introduction

Aging is characterized by a progressive loss of physiological functions, coupled with
a reduction in the ability to maintain homeostasis [1]. One of the hallmark effects of aging
is sarcopenia, which is widely defined as an age-related progressive decline in skeletal
muscle mass, strength, and function [2,3]. From the age of 30, humans lose approximately
3–8% of muscle mass per decade with an accelerated rate of decline after the age of 60 [4–6].
This decline leads to limited functional mobility in older adults [7], but it may also ag-
gravate their vulnerability [8]. Indeed, skeletal muscle is the largest organ in the human
body. It accounts for 30–40% of total body weight [9,10] and plays a primordial role in
locomotion [11], respiration [12], thermogenesis [13], and regulation of lipids (fatty acids,
cholesterol) [14,15] and glucose metabolism [16]. The aging skeletal muscle is marked by
the development of an alteration of energy substrates use. In fact, in response to insulin
stimulation, mitochondria of elderly subjects are unable to move from lipid oxidation to
carbohydrate oxidation as do mitochondria of young subjects, showing a loss of metabolic
flexibility during aging [17]. These data suggest an alteration in metabolic dynamism and
highlight the inability of muscle cells to adapt to environmental variations. It is therefore
important to better understand the underlying mechanisms leading to sarcopenia but
also to identify the chemical epigenetic factors that may promote it. In addition, during
aging, to allow the maintenance of muscle mass, strength and quality, and to act on these
parameters, it is important to identify natural or synthetic molecules, as well as mixtures of
molecules that can be provided in the form of food supplements, or functional foods [18].
An adapted diet, as well as foods acting on the muscle, must also be considered. Several
aging mechanisms have been identified, including telomere shortening, genomic instability,
epigenetic alterations, and organelle dysfunction (mainly mitochondrial changes), which
can trigger cellular senescence [18]. In addition, among the parameters that can affect the
aging of skeletal muscle, oxidative stress is one of the major contributors that can favor
skeletal muscle damage [19,20]. Skeletal muscle consumes large quantities of oxygen com-
pared to other tissues, resulting in higher amounts of reactive oxygen species (ROS) [21].
This increase in ROS levels could be due to two main factors: (i) altered functions of
the mitochondrial respiratory chain; and (ii) impairment in cellular antioxidant defense
mechanisms [22]. These ROS contribute to increased uptake of both glucose and cholesterol
into the cells [23]. Cholesterol is a major component of cellular membranes, including
the sarcolemma of skeletal muscle [24]. In the presence of oxidative stress, glucose and
cholesterol can undergo auto-oxidation by a free-radical mechanism. The cholesterol oxide
derivatives (oxysterols) formed by cholesterol auto-oxidation in oxidative stress conditions
mainly correspond to those that are oxidized at position C7 (7-ketocholesterol (7KC) and
7β-hydroxycholesterol (7β-OHC)) [25–28]. Interestingly, 7KC and 7β-OHC have similar
cytotoxic effects (although the induction of cell death is faster with 7β-OHC) and these
two oxysterols can be interconverted: the enzyme 11β-hydroxysteroid dehydrogenase-1



Antioxidants 2021, 10, 1772 3 of 37

(11β-HSD1) converts 7KC into 7β-OHC, whereas 11β-hydroxysteroid dehydrogenase-2
(11β-HSD2) converts 7β-OHC into 7KC [29,30]. In addition, these oxysterols have been
identified as key elements in the development of age-related diseases: cardiovascular
diseases, neurodegenerative diseases (Alzheimer’s and Parkinson’s), and ocular diseases
(cataract, age-related macular degeneration) [28,31–33]. On various cell lines from different
species, 7KC and 7β-OHC but also 24S-hydroxycholesterol trigger a mode of cell death by
oxiapoptophagy, which includes oxidative stress and mitochondrial, lysosomal, and perox-
isomal dysfunction, leading to an apoptotic mode of cell death associated with autophagic
criteria [30,34–36]. Oxysterols are also involved in many physiologic processes: regula-
tion of cholesterol metabolism [37] and RedOx homeostasis [38]; control of inflammation,
including cytokine production [39]; albumin synthesis [40]; and cell differentiation [41].
Despite the considerable interest in oxysterols in the aging process, the impact of these
molecules on skeletal muscle cells has not yet been studied. On human promonocytic U937
cells, 7KC, 7β-OHC and 5β,6β-epoxicholesterol showed high cytotoxicity, characterized by
a high percentage of dead cells, overproduction of ROS, and secretion of pro-inflammatory
cytokines [42]. It has been shown that the most toxic oxysterol on U937 cells, but also on
other cells, was 7β-OHC [30,42].

Therefore, to mimic an age-related pro-oxidant environment, C2C12 murine myoblasts
cultured in the presence of 7β-OHC were used as a cellular model. The effects of 7β-OHC
were characterized on C2C12 and cytoprotective agents were investigated. The effect of
α-tocopherol that protects many cells from the toxicity induced by 7β-OHC and 7KC was
also analyzed [28] as well as that of Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO), widely used in
the Tunisian diet. It is well known that vegetable oils are a valuable source of natural
antioxidants, playing a crucial role in the improvement of human health [43] and in
delaying muscle atrophy [44]. One of the most well-known powerful medicinal plants is
Pistacia lentiscus L. (PL). PL is one of the Mediterranean’s most valuable and important
aromatic bushes. Its application in traditional medicine has increased over time and it
is used as a therapeutic agent in the treatment of scabies, rheumatism, the manufacture
of anti-diarrheal medicine, and in minor burns [45–47]. Extracts of different parts of the
plant show various activities, such as antioxidant, anti-inflammatory, anti-proliferative,
and neuroprotective effects [48–51]. The fruits of PL give an edible oil with high nutritional
value due to its richness in unsaturated fatty acids, such as oleic acid (C18:1 n−9) and
linoleic acid (C18:2 n−6) [52]. PLSO also has a comparable carotenoid and total polyphenols
content than olive oil [53,54], and it has been demonstrated that it has antioxidant and
protective effects against various diseases associated with oxidative stress [55,56].

In the present study, the first objective was to determine the biochemical composition
of PLSO in polyphenols, flavonoids, β-carotene, fatty acids, phytosterols, and α-tocopherol,
and its antioxidant properties. Furthermore, among the sarcopenic patients studied, as the
level of 7β-OHC (mainly formed by cholesterol auto-oxidation, considered as a marker
of oxidative stress, and known for its important pro-oxidant properties) was significantly
higher than in non-sarcopenic subjects, the second objective of the study was to evaluate the
ability of PLSO, compared to α-tocopherol, to attenuate the cytotoxic effects induced by 7β-
OHC on murine C2C12 myoblasts; specifically, the effects on cell proliferation and viability,
plasma membrane integrity, oxidative stress, and mitochondrial and peroxisomal status.

2. Material and Methods

2.1. Chemical Profile of Pistacia lentiscus L. Seed Oil

2.1.1. Seed Material and Oil Extraction

The mature fruits of PL (lentisk-mastic tree) were collected in November 2019 from
plants growing in the region of Tabarka (extreme north-west of Tunisia). After the harvest,
fruits were ground using an ordinary grinder; the resulting paste was then manually
mixed and let to stand overnight in a refrigerator. The next day, the paste was macerated
in cold water. Subsequently, the mixture was placed in a water bath to prevent direct
exposure of the ground material to the heat and thus degradation of the oil quality. After
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filtration, the oil was separated from the water by a decantation process. The procedure of
Pistacia lentiscus L. seed oil is summarized in Supplementary Figure S1. The oils obtained
were stored and maintained at 4 ◦C for further analyses.

2.1.2. Colorimetric Determination of Total Phenolics, Flavonoids, and Carotenoids
Contents of Pistacia lentiscus L. Seed Oil

The quantification of total phenolics and flavonoids was preceded by an extraction
performed as follows: 4 g of PLSO was mixed thoroughly with 2 mL of n-hexane followed
by the addition of 4 mL of methanol/water (60:40, v/v). The mixture was vortexed vigor-
ously and centrifuged at 1490× g for 3 min to separate the two phases. The hydroalcoholic
phase was collected, and the hexanic phase was re-extracted two more times with 4 mL
of methanol/water (60:40, v/v) solution. Finally, the hydroalcoholic fraction obtained was
combined, washed with 4 mL of n-hexane, and stored at −20 ◦C until analysis.

Phenolic compounds: Total phenolic compounds content was assayed by the Folin–
Ciocalteau’s method [57]. Briefly, 200 µL of the combined hydroalcoholic fraction or
standard gallic acid solutions was mixed thoroughly with 1 mL of freshly prepared Folin–
Ciocalteau reagent and 0.8 mL of 7.5% sodium carbonate (Na2CO3). After incubation for
30 min in the dark at room temperature, the absorbance was measured at 765 nm and the
results were expressed as mg of gallic acid equivalent per g of sample.

Flavonoids: Quantification of total flavonoids was determined using an aluminum
chloride (AlCl3) colorimetric assay [58]. A volume of 100 µL of the combined hydroalcoholic
fraction or standard catechin solutions was combined with 400 µL of distilled water and
subsequently with 30 µL of 5% sodium nitrite (NaNO2) solution. After 5 min, 20 µL of a
10% AlCl3 solution and 200 µL of 1 M Na2CO3 solution were added. The final volume
was adjusted with distilled water and mixed thoroughly. The absorbance was recorded
at 510 nm, and the concentrations were expressed as mg of catechin equivalent per g of
the sample.

Carotenoids: Total carotenoids content was measured by a colorimetric assay accord-
ing to the method previously described by Dhibi et al. [59], and was expressed using the
following formula:

Carotenoids = Amax × (105/2.65)

where Amax is the maximum of absorption between 440 and 480 nm.

2.1.3. Polyphenols Analysis

In order to identify and quantify the polyphenolic compounds in PLSO, we analyzed
them by high-performance liquid chromatography (HPLC). To this end, 1 g of oil was
dissolved in 6 mL of petroleum ether and was then purified on a silica SPE cartridge (pre-
viously conditioned by 6 mL petroleum ether 40–60). The cartridge was then washed with
12 mL of petroleum ether and dried under nitrogen for 10 min. Polyphenolic compounds
were eluted with 8 mL of a mixture of methanol/distilled water 80/20 (v/v), and then with
8 mL of acetonitrile. The eluate was evaporated to dryness under reduced pressure at
50 ◦C. The residue was taken up in 400 µL of methanol. The resulting extract was filtered
through a 0.45 µm nylon membrane. Polyphenol analysis was performed by HPLC on
a Perkin Elmer series 200 apparatus equipped with an automatic injector, a quaternary
pump, a column oven to Peltier effect, and a DAD detector. HPLC analyses were carried
out using RPHPLC with a licrospher 100 RP-18 column (150 × 4.6 mm internal diameter
(i.d.), 5 µm particle size, Merck). A gradient elution was programmed using as a mobile
phase A, distilled water with an adjusted pH of 2.2 using trifluoroacetic acid (TFA), and
as a mobile phase B, acetonitrile. The samples were eluted according to the following
gradient: 0 to 5 min with solvent A 100%, and 5 to 50 min with solvent A 100 to 45%.
The flow rate was set at 1 mL/min throughout the gradient and the column temperature
was maintained at 25 ◦C. The injection volume was 20µL, and UV detection was carried
out at a wavelength of 280 nm. The calibration curve was constructed using quercetin
standard solution at different concentration levels (25 to 400 mg quercetin/L). Data were
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expressed in mg equivalents quercetin/100 g of oil. Polyphenols analysis was realized by
the Lara-Spiral laboratory (Couternon, France). The available polyphenol spectra present
in the database of the Lara-Spiral company are listed in Supplementary Table S1.

2.1.4. Fatty Acids Analysis

Total lipids were extracted from PLSO according to the method described by Moilanen
and Nikkari [60]. C19:0 was used as the internal standard in the experiments realized in
LR12ES05, Lab-NAFS ‘Nutrition—Functional Food & Vascular Health’, Monastir, Tunisia.
Lipids were trans-methylated with 14% boron trifluoride in methanol (BF3-MeOH) using
the method of Morrison and Smith [61]. Subsequently, fatty acid methyl esters were
analyzed by gas chromatography (GC) under the same conditions described by Zarrouk
et al. [62]. Fatty acids were identified by comparison with synthetic standards. This
experiment was performed in triplicate and the data expressed either as g/100 g of oil
(C19:0 used as internal standard) or as percentages of total fatty acids.

2.1.5. Phytosterols Analysis

The analysis of phytosterols was realized as described by Zarrouk et al. [62]. Briefly,
the quantification of phytosterols was based on an isolation of the unsaponifiable fraction
and a silylation of the unsaponifiable fraction before direct injection in gas chromatog-
raphy (GC). Then, GC separations were performed with a Hewlett-Packard (HP 5890D,
Palo Alto, CA, USA) using a capillary column (30 m length × 0.25 mm i.d. film thickness
0.25 µm). Working conditions were as follow: carrier gas, helium; flow through the column,
1 mL/min; injector temperature, 290 ◦C; detector temperature, 290 ◦C; oven temperature,
260 ◦C; injection volume 1 µL. The phytosterols were characterized and quantified by gas
chromatography–flame ionization detection (GC-FID). The spectra were compared with
those of the internal library INRAE (Dijon, France). Likewise, they were confirmed with
the NIST Mass Spectral Library and with the literature. The concentration of each PLSO
sterol was expressed in mg/100 g of oil and obtained by three independent analyses.

2.1.6. α-Tocopherol Analysis

PLSO was diluted 10 folds (w/w) with hexane. An amount of 5 mg diluted solution was
mixed for 1 min with 200 µL of saline solution, 200 µL of ethanol/butylated hydroxy toluene
(BHT) (Sigma-Aldrich; 50 mg/L) containing Tocol used as internal standard (1 ng/µL), and
500 µL of hexane. The extract was centrifuged at 10,000× g for 5 min at 4 ◦C. The upper layer
(100 µL) was collected into a new tube and evaporated to dryness with a nitrogen stream.
The dried extract was suspended with 50 µL of methanol/BHT (50 mg/L) and further
centrifuged at 10,000× g for 5 min at 4 ◦C. The supernatant (40 µL) was finally transferred
to an injection vial. Extract (2 µL) was injected with an 1100 autosampler into a Poroshell
120 EC-C18 (3 × 50 mm, 2.7 µm) maintained at 35 ◦C. Separation was achieved with a
1260 HPLC pump (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA) using a linear gradient
of methanol (90% up to 100% in 5 min, and maintained at 100% for 3 min). Detection was
realized with a Fluorescence Light Detector (Agilent Technologies, Craven Arms, England)
at λ Exmax = 292 nm and λ Emmax = 325 nm. Authentic α-tocopherol standards (0, 50, 100,
200, 400, 600, and 800 ng) were extracted with the same protocol as the PLSO sample.
Area ratios of α-tocopherol (room temperature (RT) = 5.4 min) to tocol (RT = 4.0 min) were
calculated for PLSO and calibrations standards. A linear calibration curve was used for the
calculations. The α-tocopherol analysis was realized by the lipidomic analytical platform
(LAP, Dijon, France).

2.2. Antioxidant Activity of Pistacia lentiscus L. Seed Oil

The hydroalcoholic fraction of PLSO was also used for the quantification of antioxi-
dants activities with DPPH, FRAP, and FIC assays.
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2.2.1. Free Radical Scavenging Activity with DPPH Assay

The free radical scavenging activity was determined by the 1,1-diphenyl-2-picryl-
hydrazyl (DPPH) assay as described by Molyneux et al. [63], with some modifications. To
this end, 50 µL of a hydroalcoholic fraction of PLSO (from 0.016 mg/mL to 2 mg/mL) was
mixed with 950 µL of a methanolic DPPH solution (10−4 M). After incubation for 30 min
in the dark, the absorbance was measured at 517 nm. The antioxidant activity related to
the DPPH radical scavenging effect was expressed as a percent of inhibition (PI) using the
following equation:

PI = [(A0 − A1)/A0] × 100

where A0 is the absorbance of the DPPH solution and A1 is the absorbance of the DPPH
solution after the addition of the sample. The antioxidant activity was expressed as IC50.
A low IC50 value corresponds to a high antiradical activity. Ascorbic acid was used as the
positive control and all tests were carried in triplicate.

2.2.2. Ferric Reducing Antioxidant Power (FRAP) Assay

The ferric reducing antioxidant power (FRAP) was determined according to the
method of Bassene et al. [64]. Briefly, 400 µL of a hydroalcoholic fraction of PLSO (from
0.016 mg/mL to 2 mg/mL) was mixed with 1 mL of phosphate buffer (0.2 M; pH 6.6)
and 1 mL of 1% potassium hexacyanoferrate (K3Fe (CN)6). After incubation in a water
bath at 50 ◦C for 30 min in the dark, 1 mL of 10% trichloroacetic acid was added, and
the mixture was then centrifuged at 1750× g for 10 min. Then, 1 mL of the obtained
supernatant was incubated with 200 µL of 0.1% (w/v) ferric chloride (FeCl3) solution
and allowed to stand for 30 min in dark. The absorbance of the reaction mixture was
measured spectrophotometrically at 700 nm. Higher value absorbance of the reaction
mixture indicated greater reducing power. Ascorbic acid was used as a positive control.
The test was carried out in triplicate. The FRAP value of the hydroalcoholic fraction of
PLSO was calculated as follows:

FRAP [%] = [(Absorbancesample/Absorbanceblank) × 100/Absorbancesample ]

2.2.3. Ferrous-Ion Chelating (FIC) Assay

The ferrous ion chelating (FIC) activity of PLSO was determined according to the
method of Dinis et al. [65], with minor modifications. In total, 100 µL of a hydroalcoholic
fraction of PLSO (from 0.016 mg/mL to 2 mg/mL) was mixed with 50 µL of 2 mM
FeCl2, and 100 µL of 5 mM ferrozine. The mixture was allowed to stand for 10 min at
room temperature. The ferrous iron–ferrozine complex formation was then monitored
by measuring the absorbance at 562 nm against a blank. Ethylenediaminetetraacetic
acid (EDTA) was used as positive control. The assays were performed in triplicate. The
percentage of inhibition of ferrozine-Fe 2+ complex formation was calculated as below:

FIC (%) = [(Absorbancenegative control − Absorbancesample) × 100/Absorbancenegative control]

2.2.4. KRL Test

The overall antioxidant defense potential of the PLSO was measured with the KRL
test (Kit Radicaux Libres) [62,66]. This test consists of submitting whole blood to free
radical attack to mobilize the radical scavengers present in the blood and to neutralize the
oxidation processes [66]. Diluted control blood samples in the presence or absence of PLSO,
which was diluted in DMSO, were oxidized by molecular oxygen in an aqueous suspension
using a 2.2′–azobis (2-amidinopropane) dihydrochloride (AAPH) solution. Hemolysis was
recorded using a 96-well microplate reader (KRL Reader, Kirial International, Lara-Spiral,
Couternon, France) by measuring the turbidimetric optical density decay at 620 nm. The
antioxidant efficiency of the oil was expressed in Trolox equivalent. The same analysis was
conducted with α-tocopherol (Sigma-Aldrich, St-Quentin-Fallavier, France) used as control.
The KRL test was realized by the Lara-Spiral laboratory (Couternon, France).
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2.3. In Vitro Study

2.3.1. Cell Culture and Treatments

Murine C2C12 myoblasts were grown in Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM)
supplemented with 10% (v/v) of heat-inactivated fetal bovine serum (FBS) and 1% (v/v)
of penicillin (100 U/mL)/streptomycin (100 mg/mL). The cells were maintained in a
humidified atmosphere (5% CO2, 95% air) at 37 ◦C. For subcultures, cells were trypsinized
(0.05% trypsin − 0.02% EDTA solution) and passed twice a week. 7β-OHC was either
from Sigma-Aldrich or provided by Mohammad Samadi (University of Lorraine, Metz,
France); the purity was higher than 98%. The stock solutions of 7β-OHC was prepared at
800 µg/mL (2 mM), as previously described by Ragot et al. [67], and stored in the dark at
4 ◦C. A stock solution of PLSO was prepared at 80 mg/mL in dimethyl sulfoxide (DMSO;
Sigma-Aldrich) and stored in the dark at 4 ◦C. An α-tocopherol (the major component of
vitamin E; Sigma-Aldrich) solution was prepared to 80 mM in absolute ethanol, as previously
described [60], and stored in the dark at 4 ◦C. For the different experiments, C2C12 myoblasts
were used at 80% confluency; they were seeded either into Petri dishes of 10 cm in diameter
(1.2 × 106 cells per Petri dish), in six-well plates (2 × 105 cells per well), or in 96-well plates
(10 × 104 cells per well). After 12 h, the growth medium was removed and the C2C12
cells were incubated with 7β-OHC (20 µg/mL/50 µM) for 24 h with or without PLSO
(100 µg/mL), or α-tocopherol (400 µM) (used as a positive control for cytoprotection) [28].
PLSO and α-tocopherol were introduced in the culture medium 2 h before 7β-OHC. The
choice of the concentration of 7β-OHC (20 µg/mL/50 µM) and PLSO (100 µg/mL) was
based on the dose-effect of 7β-OHC (5–80 µg/mL/12.5–200 µM) and PLSO (5–3200 µg/mL),
which was realized with an MTT assay.

2.3.2. Evaluation of Cell Morphology by Phase-Contrast Microscopy

After 24 h of treatment with or without 7β-OHC (20 µg/mL/50 µM) in the presence
or absence of PLSO (100 µg/mL), or of α-tocopherol (400 µM), the cell morphology and
cell density of C2C12 myoblasts cells were observed and photographed using a phase-
contrast microscope (Axiovert 40 CFL, Zeiss, Jena, Germany) equipped with a digital
camera (Axiocam lCm1, Zeiss).

2.3.3. Evaluation of Cell Viability with the MTT Assay

Cell viability was measured using an MTT (3-(4, 5-dimethylthiazol-2-yl)-2, 5-
diphenyltetrazolium bromide) assay. MTT salt is reduced to formazan in metabolically
active cells by the mitochondrial enzyme succinate dehydrogenase [35]. C2C12 cells were
seeded into 96-well flat-bottom culture plates. After 24 h of treatment as described above,
an MTT solution (0.05 mg/mL, dissolved in culture medium) was added to each well and
incubated for 3 h at 37 ◦C. The medium was removed and 100 µL of dimethyl sulfoxide
(DMSO) was added to dissolve the formed formazan crystals. The percentage of viable
cells was calculated based on a reduction of the MTT dye into formazan crystals at 570 nm
using a microplate reader (Tecan Sunrise, Tecan, Lyon, France).

2.3.4. Measurement of Cell Viability with the Fluorescein Diacetate Assay

The fluorescein diacetate (FDA) assay evaluates the ability of living cells to trans-
form the FDA to fluorescein after cleavage by plasma membrane esterases [68]. After
24 h of treatment with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of PLSO
(100 µg/mL), α-tocopherol (400 µM), or MitoQ (1 µM) [69,70], C2C12 cells were incubated
for 5 min at 37 ◦C with 50 µM FDA (Sigma-Aldrich) and then lysed with 10 mM of a
Tris-HCl solution containing 1% sodium dodecyl sulfate (SDS, Sigma-Aldrich). The fluores-
cence intensity of the fluorescein (λEx max = 485 nm, λEm max = 528 nm) was measured with
a Tecan fluorescence microplate reader (Tecan Infinite M200 Pro, Lyon, France) in order
to quantify the living cells. The results were expressed as the % of control: (Fluorescence
(assay)/Fluorescence (control)) × 100.
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2.3.5. Measurement of Plasma Membrane Permeability with Propidium Iodide

Propidium iodide (PI) was used to evaluate the plasma membrane permeability and
cell death. This dye penetrates cells with damaged plasma membranes considered as
dead cells [71]. After 24 h of treatment with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence
or absence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM), C2C12 cells (adherent and
non-adherent cells) were stained with a PI solution (1 µg/mL of PBS) for 5 min at 37 ◦C,
and then immediately analyzed on a BD Accuri™ C6 flow cytometer (BD Biosciences,
San Jose, CA, USA). The red fluorescence was selected on a 630 nm band-pass filter and
10,000 cells were acquired for each sample. Data analyses were performed using FlowJo
software (Carrboro, NC, USA).

2.3.6. Measurement of Oxidative Stress

Evaluation of Reactive Oxygen Species Production with Dihydroethidium

Dihydroethidium (DHE) was used to detect ROS, mainly superoxide anion (O2
•−)

production. DHE, a dye that can freely diffuse across cell membranes, is rapidly oxidized
under the action of ROS to fluorescent ethidium. This latter exhibits an orange/red
fluorescence (λEx max = 488 nm; λEm max = 575 nm) [72]. After 24 h of treatment, C2C12
cells (adherent and non-adherent cells) were stained with a 2 µM DHE solution for 15 min
at 37 ◦C and then analyzed on a BD Accuri™ C6 flow cytometer (BD Biosciences). The
fluorescent signals of the DHE-stained cells were collected through a 580 nm band-pass
filter and 10,000 cells were acquired for each sample. Data analyses were performed using
FlowJo software.

Quantification of Antioxidant Enzymes Activities: Glutathione Peroxidase (GPx) and
Superoxide Dismutase (SOD)

Glutathione peroxidase (GPx) activity was evaluated according to the method de-
scribed by Flohe and Günzler [73]. After 24 h of treatment, C2C12 cells were trypsinized,
lysed by sonication, and centrifuged at 20,000× g (30 min; 4 ◦C). The supernatant was incu-
bated for 5 min at 25 ◦C with 0.1 mM of reduced glutathione (GSH) and phosphate buffer
saline (50 mM, pH 7.8). The reaction was initiated by the addition of H2O2 and stopped by
cell incubation with trichloroacetic acid, for 30 min on ice. After centrifugation at 1000× g
for 10 min, the supernatant was transferred into a new tube and 0.32 M of Na2HPO4·12H2O
and 1 mM of DTNB were added to the supernatant and the color developed was measured
at 412 nm. GPx activity was expressed as the percentage of control cells.

Superoxide dismutase (SOD) activity was measured following the method of Beauchamp
and Fridovich [74]. Cell lysates were incubated in the presence of 50 mM phosphate buffer,
0.1 mM EDTA, 13 mM L-methionine, 2 µM riboflavin, and 75 mM nitro bleu tetrazolium
(NBT). The mixture was exposed to white light for 20 min. The developed blue color is
proportional to SOD activity and was measured at 560 nm. Units of SOD activity are expressed
as the amount of enzyme required to inhibit by 50% the reduction in NBT. SOD activity was
expressed as a percentage of the controls. Antioxidant enzyme activity was expressed relative
to the protein content, determined with a Bradford assay.

Measurement of Lipid Peroxidation Products: Malondialdehyde (MDA) and Conjugated
Dienes (CDs)

Oxidation of polyunsaturated fatty acid was estimated by the measurement of the final
lipid peroxidation products, such as malondialdehyde (MDA) and conjugated dienes (CDs).

Measurement of MDA level: The MDA level was measured using the method de-
scribed by Yoshioka et al. [75]. Briefly, C2C12 cell lysates were mixed with 1.5 mL of a
reactive mixture containing 20% trichloroacetic acid and 0.67% thiobarbituric acid. The
samples were incubated for 30 min in a water bath at a temperature of 95 ◦C. After cooling,
4 mL of n-butanol was added, and the mixture was centrifuged (1600× g for 10 min)
to remove undissolved materials. Then, the absorbance was measured at 532 nm. The
concentration of MDA was expressed as nmol/mg of protein.
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Measurement of CDs level: The CDs level was quantified as previously described by
Esterbauer et al. [76]. Lipids were extracted from C2C12 cell lysates using a chloroform and
methanol mixture (2:1; v/v). After vigorous agitation for 2 min, the material was subjected
to centrifugation (1200× g; 3 min), and the lower layer was aspirated, transferred into a
new test tube, and evaporated under a nitrogen atmosphere. The residue was reconstituted
with 1 mL of hexane and measured spectrophotometrically at 243 nm. The results were
expressed as nmoles hydroperoxide/mg of protein.

Measurement of Protein Oxidation Products: Carbonylated Proteins (CPs)
Carbonylated proteins (CPs) concentration was measured as described by Oliver

et al. [77]. This assay is based on the reaction between 2,4-dinitrophenylhydrazine (DNPH)
and CPs to form protein hydrazones. Briefly, C2C12 cell lysates were incubated with DNPH
(10 mM in 2.5 N HCl) in the dark for 1 h at room temperature. Then, 20% trichloroacetic
acid was added for a 10 min incubation time on ice and the tubes were centrifuged at
1600× g for 5 min. The protein pellets were washed with 10% trichloroacetic acid and
ethanol-ethyl acetate (1:1; v/v) mixture to remove free DNPH. The final pellet was dissolved
in a 6 M guanidine hydrochloride solution, and the absorbance was read at 370 nm. The
concentration of CPs was expressed in nmol/mg of protein.

2.3.7. Evaluation of Mitochondrial Function

Measurement of Transmembrane Mitochondrial Potential with DiOC6(3)

The variation in the mitochondrial transmembrane potential (∆Ψm) was detected
using 3,3′-dihexyloxacarbocyanine iodide (DiOC6(3)) [67]. After 24 h of treatment, adherent
and non-adherent C2C12 cells were pooled, stained with a solution of DiOC6(3) (Invitro-
gen/Thermo Fisher Scientific, Montigny le Bretonneux, France) at 40 nM (15 min; 37 ◦C),
and then analyzed on a BD Accuri™ C6 flow cytometer (BD Biosciences). The loss of
∆Ψm is indicated by a decrease in the green fluorescence intensity collected through
a 520 ± 10 nm band-pass filter. For each sample, 10,000 cells were acquired, and data
analyses were performed with FlowJo software.

Measurement of ATP Levels

The adenosine triphosphate (ATP) assay was performed using the ATP Biolumi-
nescence Assay Kit CLS II (ref # 11699709001, Roche, Meylan, France), according to the
manufacturer’s procedure. At the end of the treatments, cells were collected by trypsiniza-
tion, adherent and non-adherent cells were mixed, and the ATP level was determined after
cell lysis. To this end, 100 µL of cell lysis reagent was added on the cell pellets. After 10 min
of incubation at RT, a centrifugation was realized at 1000× g for 5 min. Then, 50 µL of
luciferase was added to 50 µL of each cell lysate to measure the bioluminescence of the
samples using a microplate reader (Tecan Infinite M200 Pro). A standard calibration curve
was prepared from an ATP stock solution (10.5 mg/mL) using lyophilized ATP provided
by the kit to determine the cellular ATP concentration.

Measurement of Mitochondrial Reactive Oxygen Species with MitoSOX-Red

Mitochondrial ROS production, including superoxide anion (O2
•−), was measured

by flow cytometry after staining with MitoSOX-Red (Thermo Fisher Scientific, Asheville,
NC, USA). Once in the mitochondria, this probe is oxidized and exhibits an orange/red
fluorescence (λEx max = 510 nm; λEm max = 580 nm) [78]. After 24 h of treatment, adherent
and non-adherent C2C12 cells were polled and stained with a 5 mM MitoSOX-Red solution
for 15 min at 37 ◦C and then analyzed on a BD Accuri™ C6 flow cytometer. The fluorescent
signals were collected through a 580 ± 20 nm band pass filter. For each sample, 10,000 cells
were acquired, and data analyses were performed using FlowJo software.
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2.3.8. Determination of the Peroxisomal Status

Evaluation of the Level and Topography of Abcd3 Peroxisomal Transporter by Structured
Illumination Microscopy (Apotome)

ATP binding cassette subfamily D member (Abcd3) peroxisomal transporter was
detected by indirect immunofluorescence [79,80]. Cells were cultured on glass slides
in six-well plates. At the end of the treatment, adherent and non-adherent C2C12 cells
were collected, fixed with 2% (w/v) paraformaldehyde for 15 min at RT, and then rinsed
twice with PBS. Cells were permeabilized for 30 min at RT with a PFS buffer (PBS/0.05%
saponin/10% FCS). After washing in PBS, cells were incubated (1 h, RT) with an appropri-
ate rabbit polyclonal antibody raised against Abcd3 (# 11523651, Pierce/Thermo Fisher
Scientific, Asheville, NC, USA) diluted (1/500) in PFS buffer. Cells were washed and
incubated in the dark (30 min, RT) with a goat anti-rabbit 488-Alexa antibody (Santa-Cruz
Biotechnology, Santa Cruz, CA, USA) diluted at 1/500 in PFS buffer. After washing in PBS,
cells were stained with Hoechst 33342 (1 µg/mL) and then mounted in Dako fluorescent
mounting medium (Dako, Copenhagen, Denmark). The slides were stored in the dark at
4 ◦C and examined with structured illumination microscopy (Apotome). The images were
realized with ZEN imaging software (Zeiss).

Flow Cytometric Quantification of Abcd3 Peroxisomal Transporter

For flow cytometric analyses, adherent and non-adherent C2C12 cells were collected,
fixed with 2% (w/v) paraformaldehyde diluted in PBS for 15 min at RT and then rinsed
twice with PBS. Cells were permeabilized for 30 min at RT with PFS buffer. After washing
in PBS, cells were incubated (1 h, RT) with an appropriate rabbit polyclonal antibody raised
against Abcd3 (# 11523651, Pierce/Thermo Fisher Scientific) diluted (1/500) in PFS buffer.
Cells were washed and incubated in the dark (30 min, RT) with a goat anti-rabbit 488-Alexa
antibody (Santa-Cruz Biotechnology, Santa Cruz, CA, USA) diluted at 1/500 in a PFS buffer.
After washing in PBS, cells were resuspended in PBS and immediately analyzed on a BD
Accuri™ C6 flow cytometer (BD Biosciences). The green fluorescence of 488-Alexa was
collected with a 520 ± 20 nm band-pass filter. For each sample, 10,000 cells were acquired,
and data analyses were performed using FlowJo software.

Gas Chromatography—Mass Spectrometry Analysis of Fatty Acids

Fatty acids, including very-long-chain fatty acids (VLCFA; C ≥ 22) [81], were analyzed
using gas chromatography coupled to mass spectrometry (GC-MS), as previously described
by Blondelle et al. [82]. Total cellular lipids were extracted, according to the method of
Folch et al. [83]. Fatty acids were quantitated by calculating the relative response ratios to
their closest internal standard. Calibration curves were obtained with fatty acid authentic
standards processed as cell pellets.

Transmission Electron Microscopy Analysis

At the ultrastructural level, transmission electron microscopy (TEM) is the most
powerful tools to observe morphological changes caused by various physical or chemical
agents [84]. TEM was used to visualize mitochondrial and peroxisomal changes [80] in
C2C12 cells cultured for 24 h in the presence or absence of 7β-OHC (50 µM) without or
with PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM) [85]. The samples were fixed for 1 h at
4 ◦C in 2.5% (w/v) glutaraldehyde diluted in a cacodylate buffer (0.1 M, pH 7.4), washed
twice in cacodylate buffer, incubated in the dark for 1 h at 21 ◦C in Tris–HCl (0.05 M, pH 9.0)
containing diaminobenzidine (DAB: 2.5 mg/mL) and H2O2 (10 µL/mL of a 3% solution);
washed in cacodylate buffer (0.1 M, pH 7.4) for 5 min at 21 ◦C; post-fixed in 1% (w/v)
osmium tetroxide diluted in cacodylate sodium (0.1 M, pH 7.4) for 1 h at 21 ◦C in the dark;
and rinsed in cacodylate buffer (0.1 M, pH 7.4). The preparations were dehydrated in
graded ethanol solutions and then embedded in Epon. Ultrathin sections were cut with
an ultramicrotome, contrasted with uranyl acetate and lead citrate, and examined using
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an HT7800 electron microscope (Hitachi, Tokyo, Japan) operating at 100 kV and equipped
with two advanced microscopy technique (AMT) cameras (Woburn, MA, USA).

Analysis of Abcd3 Peroxisomal Transporter mRNA by Real-Time Quantitative Polymerase
Chain Reaction

Total mRNA from C2C12 cells were extracted and purified using the RNeasy Mini Kit
(Qiagen, Courtaboeuf, France). Total mRNA concentration was measured with TrayCell
(Hellma, Paris, France) and the purity of the nucleic acids was controlled by the ratio of
absorbance at 260 nm and 280 nm (ratios between 1.8 and 2.2 were considered satisfactory).
One microgram of total mRNA from each sample was converted into single-stranded
cDNA using the iScript cDNA Synthesis kit (BioRad, Marne la Coquette, France) according
to the following procedure: 5 min at 25 ◦C, 20 min at 46 ◦C, and 5 min at 95 ◦C. cDNA was
then amplified using the Takyon TM Rox SYBR Master Mix dTTP Blue (Eurogentec, Liège,
Belgium) and 300 nM of forward and reverse mouse Abcd3 primer. The forward and re-
verse Abcd3 primer sequences were the following: Forward: 5′-ctgggcgtgaaatgactagattg-3′;
Reverse 5′-cttctcctgttgtgacaccattg-3′.

Thermal cycling conditions were as follows: activation of DNA polymerase (95 ◦C,
10 min), followed by 40 cycles of amplification at 95 ◦C for 15 s, 60 ◦C for 30 s, and
72 ◦C for 30 s, followed by a melting curve analysis to control for the absence of non-
specific products. Gene expression was quantified using cycle to threshold (Ct) val-
ues and normalized by the 36B4 reference gene (Forward: 5′-gcgacctggaagtccaacta-3′;
Reverse: 5′-atctgcttggagcccacat-3′). Abcd3 level was determined as fold induction of
the control.

2.4. Gas Chromatography—Mass Spectrometry Analysis of Cholesterol and Oxysterols Oxidized at
C7 (7-Ketocholesterol, 7β-Hydroxycholesterol) in the Plasma of Sarcopenic Patients

Cholesterol and oxysterols levels (7KC, 7β-OHC) were determined by GC-MS on plasma
samples from Tunisian subjects. All subjects gave their written consent before being enrolled
in this preliminary study. In total, 45 adults of 65 years and older (23 men, 22 women) were
recruited over a period of 1 month from January to February 2019. All participants were
recruited from a nursing home (Sousse, Tunisia). The Timed Up and Go (TUG) test was
used to classify patients as sarcopenic (22 subjects; age = 80 ± 4.16; female/male = 15/7)
and non-sarcopenic (23 subjects; age = 70.84 ± 4.38; female/male = 7/16). Blood samples
were collected in EDTA tubes after overnight fasting. The blood samples were centrifuged at
800× g (10 min; 4 ◦C), and the plasma was divided into several aliquots that were immediately
frozen at −80 ◦C and stored for one year until GC-MS analysis. Oxysterols were quantified
as follows: in a glass tube, 300 µL of plasma was suspended in absolute ethanol containing
BHT (50 µg/mL). 7KC (d7) and 7β-OHC (d7) (Avanti Polar Lipids, 700 Industrial Park Drive
Alabaster, AL, USA) were used as internal standards. Samples were subjected to alkaline
hydrolysis with 10 M KOH (1 h; 37 ◦C). The reaction mixture was washed with water in
order to adjust to pH 7 and sterols were extracted with hexane. After solvent evaporation,
100 µL of a mixture of pyridine/hexamethyldisilazane (HMDS)/trimethylchlorosilane (TMCS)
(3:2:1; v/v/v) (Acros Organics, Fisher Scientific, Asheville, NC, USA) was added, and samples
were incubated at 60 ◦C for 30 min to form trimethylsilyl ethers. After evaporation, the residue
was dissolved in 100 µL hexane for GC-MS analysis. GC-MS was performed using an Agilent
Technology 6890 GC equipped with an HP7683 injector and a 5973-mass selective detector
(Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA). Chromatography was performed using an
HP-5MS-fused silica capillary column (length: 25 m; i.d.: 0.25 mm; film thickness: 0.25 µm;
Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA). GC-MS conditions were as follows: carrier gas,
helium at a flow rate of 1.1 mL/min; injector temperature, 250 ◦C; oven temperature180 ◦C,
which increased at 10 ◦C/min to 260 ◦C, then at 1 ◦C/min to 280 ◦C and held for 5 min.
The mass spectrometer was operated in the electron impact mode with electron energy of
70 eV. The ion source temperature and the quadrupole temperature were 230 ◦C and 150 ◦C,
respectively. The ions used for analysis were 7β-OHC 456 m/z, 7β-OHC (d7) 463 m/z, and
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7KC 472 m/z, 7KC (d7) 479 m/z. Calibration curves were obtained using authentic standards
extracted with the method used for the samples.

2.5. Statistical Analysis

The experimental results were statistically analyzed with GraphPad Prism 8.0 soft-
ware (GraphPad Software, San Diego, CA, USA). In vitro data were expressed as the
mean ± standard deviation (SD) and compared with an ANOVA test followed by a Tukey’s
test, which allows multiple comparisons and permits to assess any interaction. Clinical data
were compared with a Student’s t-test. A p-value less than 0.05 was considered statistically
significant. The heatmap representation was realized with GraphPad Prism 8.0 software.

3. Results

3.1. Biochemical Composition of Pistacia lentiscus L. Seed Oil

The profiles of polyphenols, flavonoids, and carotenoids contents in Pistacia lentiscus L.
seed oil (PLSO) were measured using colorimetric methods and the results are shown in
Table 1. The amounts of total phenols, flavonoids, and carotenoids in PLSO are 28.50 ± 0.77
gallic acid equivalents (mg GAE/g of extract), 51.36 ± 2.30 catechin equivalent (mg CE/g
of extract), and 2083.59 ± 55.00 (mg/kg of extract), respectively.

Table 1. Total phenols, flavonoids, and carotenoids contents of Pistacia lentiscus seed oil (PLSO).

Total Phenols (mg GAE/g
of Extract)

Flavonoids (mg CE/g
of Extract)

Carotenoids (mg/kg)

Pistacia lentiscus seed oil 28.50 ± 0.77 51.36 ± 2.30 2083.59 ± 55.00

GAE: gallic acid equivalent; CE: catechin equivalent. Each value represents the mean of three determinations ± standard deviation.

In PLSO, the polyphenols identified and characterized by HPLC coupled with UV
analysis were protocatechuic acid, which is a dihydroxybenzoic acid and a type of phenolic
acid, and coumarin, which belongs to a polyphenol subclass (hydroxycoumarins) (Table 2).

Table 2. Pistacia lentiscus seed oil polyphenol content (mg equivalents quercetin/100 g of oil).

Polyphenols (mg Equivalents Quercetin/100 g of Oil)

Protocatechuic acid 0.140 ± 0.001

Coumarin 0.650 ± 0.003

Polyphenols chromatogram obtained by HPLC (Supplementary Figure S2). Each value represents the mean of
three determinations ± standard deviation.

The fatty acid profile of PLSO, expressed as percentage of total fatty acids, was
determined using GC and the results are presented in Table 3. The main fatty acids
detected in PLSO were oleic acid (49.77 ± 0.12%), palmitic acid (27.20 ± 0.22%), and
linoleic acid (17.19 ± 0.10%), followed by palmitoleic acid (2.25 ± 0.01%), vaccenic acid
(1.51 ± 0.03%), and stearic acid (1.26 ± 0.01%). Likewise, PLSO also contains α-linolenic
acid, gadoleic acid, and arachidic acid but in much smaller quantities (0.12–0.39%). Minor
monounsaturated fatty acids, such as myristic acid, margaric acid, lignoceric acid, and
behenic acid, were also detected, but in trace amounts (≤0.05%).

The sterol composition of PLSO was determined using GC and spectral analysis and
the results are shown in Table 4. The most abundant detected phytosterols in PLSO were
β-sitosterol (67.25 ± 3.24 mg/100 g oil), α-epoxysitostanol (33.36 ± 1.65 mg/100 g oil),
and 24-methylene cycloartenol (16.10 ± 2.72 mg/100 g oil) followed by cycloartenol
(9.35 ± 1.49 mg/100 g oil) and campestanol (4.48 ± 0.85 mg/100 g oil). All other phy-
tosterols were present in small amounts.
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Table 3. Pistacia lentiscus seed oil fatty acids profile (g/100 g of oil; % of total fatty acids).

Fatty Acids g/100 g of Oil (*) % (**)

∑SFA 32.333 ± 0.566 28.77 ± 0.24

Myristic acid (C14:0) 0.015 ± 0.000 0.05 ± 0.01
Palmitic acid (C16:0) 30.457 ± 0.355 27.20 ± 0.22
Margaric acid (C17:0) 0.022 ± 0.003 0.05 ± 0.00

Stearic acid (C18:0) 1.527 ± 0.124 1.26 ± 0.01
Arachidic acid (C20:0) 0.041 ± 0.012 0.12 ± 0.00
Behenic acid (C22:0) 0.271 ± 0.072 0.04 ± 0.00

Lignoceric acid (C24:0) ND 0.05 ± 0.00

∑UFA 94.706 ± 2.910 71.25 ± 0.28

∑MUFA 64.736 ± 1.827 53.67 ± 0.17

Palmitoleic acid (C16:1 n−7) 2.623 ± 0.084 2.25 ± 0.01
Heptadecenoic acid (C17:1) 0.179 ± 0.058 ND

Oleic acid (C18:1 n−9) 60.183 ± 1.556 49.77 ± 0.12
Vaccenic acid (C18:1 n−7) 1.670 ± 0.073 1.51 ± 0.03
Gadoleic acid (C20:1 n−9) 0.081 ± 0.056 0.14 ± 0.01

∑PUFA 29.970 ± 1.083 17.58 ± 0.11

Linoleic acid (C18:2 n−6) 29.665 ± 0.990 17.19 ± 0.10
α-linolenic acid (C18:3 n−3) 0.305 ± 0.093 0.39 ± 0.01

∑SFA/∑UFA 0.34 ± 0.19 0.41 ± 0.86

SFA: saturated fatty acids; MUFA: monounsaturated fatty acids; PUFA: polyunsaturated fatty acids; ND: not
detected. Each value represents the mean of three determinations ± standard deviation. (*): data obtained
at the University of Monastir (Monastir, Tunisia) with (C19:0) used as internal standard; (**) data obtained at
INRAE (Dijon, France) without an internal standard. Data were obtained with the same sample of PLSO. The
corresponding chromatograms are shown in Supplementary Figure S3A,B.

Table 4. Pistacia lentiscus seed oil phytosterol profile (mg/100 g of oil).

Phytosterol (mg/100 g of Oil)

Campesterol 4.48 ± 0.85
Stigmasterol 2.69 ± 0.23
β-Sitosterol 67.25 ± 3.24

∆5-Avenasterol 3.10 ± 0.90
β-Amyrine 1.81 ± 0.19

Cycloartenol 9.35 ± 1.49
24-Methylene cycloartenol 16.10 ± 2.72

α-Epoxysitostanol 33.36 ± 1.65
Other phytosterols 16.76 ± 2.83

Total 154.89 ± 5.40

The phytosterol chromatogram obtained by GC-FID is shown in Supplementary Figure S4. Each value represents
the mean of three determinations ± standard deviation.

The α-tocopherol content of PLSO is given in Table 5. The results show that α-
tocopherol represented 68.1 ± 3.41 mg/kg of oil.

Table 5. α-Tocopherol content (mg/kg) of Pistacia lentiscus seed oil (PLSO).

α-Tocopherol (mg/kg)

Pistacia lentiscusseed oil 68.10 ± 3.41

Values are the mean ± SD of three determinations.

3.2. Evaluation of the Antioxidant Properties of Pistacia lentiscus L. Seed Oil

The antioxidant activities of PLSO were measured with different assays: DPPH, FRAP,
FIC, and KRL. The results are shown in Table 6. PLSO exhibits free radical scavenging
activity, as shown by the IC50 value (5.01 ± 0.095 mg/mL). The half-maximal inhibitory
concentration (IC50) (volume of oil required to lower the initial DPPH concentration by
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50%) was determined from the dose–response curve. This activity was less than those of
ascorbic acid (AA) used as the standard.

Table 6. Antioxidant activity of Pistacia lentiscus seed oil (PLSO).

IC50 Values (mg/mL) (Trolox Equivalent)

Samples DPPH FRAP Iron Chelating (FIC) KRL

PLSO 5.010 ± 0.095 1.15 ± 0.23 5.61 ± 0.14 4440.00 ± 493.60

AO − − − 360.80 ± 153.60

EDTA
(standard)

− − 0.60 ± 0.09 −

AA (standard) 0.810 ± 0.270 0.41 ± 0.16 − −

α-tocopherol − − − 0.94 ± 0.01

Each value represents the mean of three determinations ± standard deviation. IC50: half-maximal inhibitory
concentration; PLSO: Pistacia lentiscus L. seed oil; AO: argan oil, EDTA: ethylenediaminetetraacetic acid; AA:
ascorbic acid; DPPH: 2,2-diphenyl-1-picrylhydrazyl; FIC: Ferrous Iron Chelating FRAP: Ferric Reducing Antioxi-
dant Power; KRL: Kit Radicaux Libres. For the KRL test, data are presented in Trolox equivalent: 1 mL of PLSO is
equivalent to X moles of Trolox (value shown in the table).

The reducing power of PLSO measured by FRAP assay was investigated along with
AA used as the standard reference. The IC50 value was 1.15 ± 0.23 mg/mL (Table 6). In
addition, an iron-chelating activity evaluated with the FIC assay was observed in PLSO
with an IC50 of 5.61 ± 0.14 mg/mL (Table 6).

The antioxidant properties of α-tocopherol, PLSO, and Argan Oil Roasted Agadir
(AO) were evaluated with the KRL test. For the PLSO and AO, the antioxidant activities
were expressed in Trolox equivalent (mole Trolox/mL of oil). For the KRL test, we used
α-tocopherol as the positive control and AO stored for 5 years at 4 ◦C in the dark as the
negative control (the corresponding AO freshly prepared has been previously characterized
and described and was strongly antioxidant [86]). PLSO showed a higher KRL antioxidant
status than the 5 years stored AO. KRL values were 4440.00 ± 493.60 and 360.8 ± 153.6
(Trolox equivalent) in PLSO and AO, respectively (Table 6), illustrating that after 5 years of
storage, AO shows a notable decrease in antioxidant activity.

3.3. Evaluation of 7-Ketocholesterol and 7β-Hydroxycholesterol Plasma Levels in Sarcopenic and
Non-Sarcopenic Subjects

As several studies support that 7KC and 7β-OHC, mainly resulting from cholesterol
auto-oxidation, are involved in the development of major age-related diseases [31,87], these
oxysterols as well as cholesterol were measured by GC-MS in the plasma of non-sarcopenic
and sarcopenic subjects. In sarcopenic patients, the 7β-OHC level was significantly higher
than in non-sarcopenic subjects whereas no significant difference in 7KC and cholesterol
level was observed (Supplementary Figure S5). This plasma increase in 7β-OHC could
favor the accumulation of this oxysterol in skeletal muscle. Indeed, in male Wistar rats in
response to chronic alcohol feeding, there were significant increases in the soleus (type I
fiber, glycolytic, aerobic activity) of 7α-OHC, 7β-OHC, and 7KC, whereas in the plantaris
(type II fiber, anaerobic activity) only 7β-OHC was increased [88]. Furthermore, in zebra
fish, 25-hydroxycholesterol alters muscle morphology and reduces mobility; a similar effect
can be envisaged with 7β-OHC [89]. Based on this previous works, and knowing that
lipotoxicity (defined as an abnormal accumulation of lipids in tissues such as skeletal
muscles) leads to metabolic and functional dysfunctions [90], it is important to clarify
whether 7β-OHC can have cytotoxic effects on skeletal muscle cells, and if so, to find
treatments to counteract this toxicity. To evaluate this hypothesis, the C2C12 murine
myoblast model cultured in the presence of 7β-OHC in the presence or absence of PLSO
was used.
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3.4. Evaluation of the Effects of Pistacia lentiscus L. Seed Oil on 7β-Hydroxycholesterol-Induced
Morphological Changes and Cell Death

At first, initial experiments were performed on C2C12 cells to evaluate whether PLSO
and 7β-OHC alone induce cell death on murine C2C12 myoblast cells. To this end, C2C12
were incubated with various concentrations of PLSO (5 to 3200 µg/mL) for 24 h and cell
viability was determined using an MTT assay. As shown in Supplementary Figure S6A,
no cytotoxic effects of PLSO (5–800 µg/mL) were observed compared to untreated cells;
however, in the presence of PLSO used at 1600 µg/mL and 3200 µg/mL, the percentage of
viable cells decreased from 50 to 70%, respectively.

To define whether 7β-OHC was able to influence C2C12cell viability, C2C12 cells
were exposed to various concentrations of 7β-OHC (12.5 to 200 µM) for 24 h. In the
presence of 7β-OHC (50 µM), cell viability significantly decreased to 48.4% compared to
untreated cells (Supplementary Figure S6B). Based on these results, PLSO (100 µg/mL)
and 7β-OHC (50 µM) were selected to perform further experiments.

Thus, C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the
presence or absence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM) used as positive
control for cytoprotection. PLSO and α-tocopherol were added 2 h prior 7β-OHC. Based
on the observations performed by phase-contrast microscopy, morphological changes in
C2C12 cells were observed under treatment with 7β-OHC. In 7β-OHC-treated C2C12 cells,
compared to untreated cells, an increased number of round cells floating in the culture
medium were observed, reflecting a loss of cell adhesion and an induction of cell death; a
reduced number of adherent cells was also observed This effect was remarkably corrected
when the cells were simultaneously incubated with PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol
(400 µM), indicating that PLSO and α-tocopherol provided protection against 7β-OHC-
induced loss of cell adhesion and cell death (Supplementary Figure S7A). By phase-contrast
microscopy, no effects on cell adhesion and cell growth of the different vehicles used were
observed (Supplementary Figure S7B).

The cytoprotective effect of PLSO (100 µg/mL) was confirmed with the MTT assay. As
shown in Figure 1A, the percentage of MTT-positive cells, reflecting metabolically active
cells, was significantly decreased in the 7β-OHC (50 µM)-treated cells compared to the
control. Noteworthy, when PLSO (100 µg/mL) was associated with 7β-OHC (50 µM), the
percentage of MTT-positive cells was significantly increased: this demonstrates that PLSO
attenuates 7β-OHC-induced cell death. Similar results were obtained with α-tocopherol.

To further investigate the effect of PLSO on plasma membrane permeability and/or
cell death, staining with propidium iodide (PI) was used. As illustrated in Figure 1B,
the percentage of PI-positive cells was significantly increased after exposure to 7β-OHC
(50 µM), indicating that this oxysterol caused altered plasma membrane and/or cell death
in C2C12 cells. In the presence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM) associated
with 7β-OHC (50 µM), the percentage of PI-positive cells was significantly decreased
compared to 7β-OHC-treated cells. Comparatively to untreated cells, no effect of PLSO
(100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM) alone was observed on plasma membrane perme-
ability. Altogether, these data show that PLSO as well as α-tocopherol strongly attenuate
7β-OHC-induced C2C12 cell death.

3.5. Evaluation of the Effects of Pistacia lentiscus L. Seed Oil on 7β-Hydroxycholesterol-Induced
Oxidative Stress

To study the effect of PLSO (100 µg/mL) against 7β-OHC (50 µM)-induced oxidative
stress, we measured the production of reactive oxygen species (ROS), lipid peroxidation
products (MDA, CDs), carbonylated proteins (CPs), and antioxidant enzyme activities
(SOD, GPx) (Figure 2).
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Figure 1. Effect of Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO) and 7β-hydroxycholesterolin C2C12 cell viability. C2C12

cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of PLSO (100 µg/mL) or

α-tocopherol (400 µM). The protective effect of PLSO and α-tocopherol against 7β-OHC-induced cell death was evaluated

with the MTT assay (A) and by flow cytometry after staining with propidium iodide (PI) (B). Data are the mean ± SD

of two independent experiments performed in triplicate. A multiple comparative analysis between the groups, tak-

ing into account the interactions, was carried out using an ANOVA test followed by a Tukey’s test. A p-value less

than 0.05 was considered statistically significant. The statistically significant differences between the groups, which

are indicated by different letters, take into account the vehicle used. a: comparison versus control; b: comparison

versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%); d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus

(ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/mL); h: com-

parison versus 7β-OHC (50 µM); i: comparison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM). No significant differences

were observed between the untreated (control) and vehicle-treated cells: EtOH (0.5%), DMSO (0.125%), EtOH (0.1%), and

EtOH (0.1%) +DMSO (0.125%).

ROS overproduction was quantified by flow cytometry with DHE. As shown in
Figure 2A, treatment with 7β-OHC induced a significant increase in the percentage of
DHE-positive cells compared to the untreated (control) and vehicle-treated (EtOH 0.1%)
cells; this increase in ROS production was significantly attenuated when 7β-OHC was
associated with PLSO or α-tocopherol.

In addition, the levels of MDA, CDs, and CPs, which are the main products of lipid
and protein oxidation, respectively, were significantly higher in 7β-OHC-treated cells
compared to untreated (control) or vehicle-treated (EtOH 0.1%) cells; these increases were
significantly reduced when the cells were incubated with 7β-OHC in the presence of PLSO
or α-tocopherol, comparatively to 7β-OHC (Figure 2B–D).

In another hand, superoxide dismutase (SOD) and glutathione peroxidase (GPx) ac-
tivities were significantly decreased in 7β-OHC-treated C2C12 cells when compared with
untreated (control) and vehicle-treated (EtOH 0.1%) cells; these decreases were also signifi-
cantly attenuated when 7β-OHC was associated with PLSO or α–tocopherol (Figure 3).
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Figure 2. Effect of Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO) on 7β-hydroxycholesterol-induced overproduction of reactive

oxygen species (ROS) and lipid and protein oxidation products in C2C12 cells. C2C12 cells were incubated for 24 h

with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). ROS

overproduction was measured by flow cytometry after staining with dihydroethidium (DHE) (A). Lipid and protein

oxidation products were determined with malondialdehyde (MDA) (B), conjugated dienes (CDs) (C) and carbonylated

proteins (CPs) levels (D). Data are presented as the mean ± SD of two independent experiments performed in tripli-

cate. A multiple comparative analysis between the groups, taking into account the interactions, was carried out using

an ANOVA test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05 was considered statistically significant. The sta-

tistically significant differences between the groups, which are indicated by different letters, take into account the ve-

hicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%);

d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison versus

α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/mL); h: comparison versus 7β-OHC (50 µM); i: comparison versus

7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM). No significant differences were observed between the untreated (control) and vehicle-

treated cells.
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Figure 3. Effect of Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO) and 7β-hydroxycholesterol on antioxidant enzyme activities

(SOD, GPx) in C2C12 cells. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or

absence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). The measurement of superoxide dismutase (SOD) activity (A)

and glutathione peroxidase (GPx) activity (B) were realized. Data are presented as the mean ± SD of two independent

experiments performed in triplicate. A multiple comparative analysis between the groups, taking into account the

interactions, was carried out using an ANOVA test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05 was considered

statistically significant. The statistically significant differences between the groups, which are indicated by different letters,

take into account the vehicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus

DMSO (0.125%); d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison

versus α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/mL); h: comparison versus 7β-OHC (50 µM); i: comparison

versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM). No significant differences were observed between the untreated (control) and

vehicle-treated cells.

3.6. Evaluation of the Effects of Pistacia lentiscus L. Seed Oil on 7β-Hydroxycholesterol-Induced
Mitochondrial Damages

To evaluate the effect of PLSO (100 µg/mL) against 7β-OHC (50 µM)-induced mito-
chondrial dysfunction, we measured the mitochondrial transmembrane potential (∆Ψm)
after staining with DiOC6(3), the overproduction of ROS at the mitochondrial level after
staining with MitoSOX-Red, as well as the ATP level by bioluminescence (Figure 4).

Under treatment with 7β-OHC, and comparatively to the untreated (control) and
vehicle-treated (EtOH 0.1%) cells, a marked decrease in ∆Ψm, revealed by an increase
in the percentage of cells with depolarized mitochondria (DiOC6(3)-negative cells), was
observed (Figure 4A). In addition, a reduction in ATP production was observed under
treatment with 7β-OHC (Figure 4B). With MitoSOX-Red, a marked increase in MitoSOX-
Red-positive cells was revealed, confirming a disturbed oxidative phosphorylation and
the induction of mitochondrial damage under treatment with 7β-OHC (Figure 4C). Inter-
estingly, in the presence of PLSO or α-tocopherol, the loss of ∆Ψm, decrease in ATP, as
well as overproduction of mitochondrial ROS was strongly attenuated (Figure 4A–C). In
the presence of MitoQ (1 µM), which blocks ROS overproduction at the mitochondrial
level, a slight but not significant cytoprotective effect was observed with the FDA test
whereas a significant and marked cytoprotection was found with PLSO and α-tocopherol
(Supplementary Figure S8), supporting (i) that mitochondrial targeting with an antioxidant
is not sufficient to prevent 7β-OHC-induced cell death; and (ii) that PLSO and α-tocopherol,
which act at the mitochondrial levels, also have other cellular targets.
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Figure 4. Effect of Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO) on 7β-hydroxycholesterol-induced mitochondrial damage in

C2C12 cells. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of PLSO

(100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). Mitochondrial transmembrane potential (∆Ψm) (A), mitochondrial ATP produc-

tion (B), and mitochondrial production of superoxide anion(O2
•−) (C) were measured. The data are presented as the

mean ± SD of two independent experiments performed in triplicate. A multiple comparative analysis between the groups,

taking into account the interactions, was carried out using an ANOVA test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05

was considered statistically significant. The statistically significant differences between the groups, which are indicated by

different letters, take into account the vehicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: com-

parison versus DMSO (0.125%); d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%));

f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/mL); h: comparison versus 7β-OHC (50 µM);

i: comparison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM). No significant differences were observed between the untreated

(control) and vehicle-treated cells.

3.7. Evaluation of the Effects of Pistacia lentiscus L. Seed Oil on 7β-Hydroxycholesterol-Induced
Peroxisomal Damages

Abcd3 (ATP binding cassette subfamily D member) is a major component of the per-
oxisomal membrane and a common constituent of peroxisomes in different tissues [91,92]
(Supplementary Figure S9). This peroxisomal transporter is frequently used to evalu-
ate the peroxisomal mass, thus providing information on peroxisome biogenesis [79].
The effect of 7β-OHC (50 µM) with and without PLSO (100 µg/mL) and α-tocopherol
(400 µM) was determined on the topography and expression of Abcd3 revealed by indi-
rect immunofluorescence using structured illumination microscopy (Apotome) and flow
cytometry (Figure 5).
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Figure 5. Effect of Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO) and 7β-hydroxycholesterol on the expres-

sion of the major peroxisomal membrane transporter (Abcd3) used to evaluate the peroxisomal

topography and mass. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the

presence or absence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). The protective effect of PLSO

and α-tocopherol (400 µM) against 7β-OHC were analyzed by structured illumination microscopy

(apotome) (A) and flow cytometry (B). The white arrows point towards cells with an accumulation of

peroxisomes in a particular area of the cytoplasm. The data are presented as the mean ± SD of two in-

dependent experiments performed in triplicate. A multiple comparative analysis between the groups,

taking into account the interactions, was carried out using an ANOVA test followed by a Tukey’s

test. A p-value less than 0.05 was considered statistically significant. The statistically significant

differences between the groups, which are indicated by different letters, take into account the vehicle

used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO

(0.125%); d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%));

f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/mL); h: comparison versus

7β-OHC (50 µM); i: comparison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM). In addition, no significant

differences were observed between the untreated (control) and vehicle-treated cells.
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Using structure illumination microscopy (Figure 5A), a high density of peroxisomes
was observed in the cytoplasm of untreated (control) cells, PLSO-, and α-tocopherol-treated
cells. An important decrease in peroxisomal density was revealed under treatment with
7β-OHC. In addition, the peroxisomes were homogeneously distributed in the cytoplasm
of the control and vehicle-treated cells as well as of PLSO- and α-tocopherol-treated cells,
whereas they were preferentially amassed in a particular area of the cytoplasm in 7β-OHC-
treated cells. When the cells were cultured in the presence of 7β-OHC associated with PLSO
or α-tocopherol, the aspect of the peroxisome in the cytoplasm evocate those of untreated
(control) and vehicle-treated cells, although the peroxisomal density remains lower.

Under treatment with 7β-OHC, the decrease in peroxisomal density observed by
microscopy suggests a decrease in peroxisomal biogenesis. To confirm this hypothesis,
flow cytometric analyses were performed (Figure 5B). The analysis of Abcd3 levels in
C2C12 cells did not reveal any difference between untreated (control) and α-tocopherol-
treated cells; a slight increase was observed in the presence of PLSO. Under treatment with
7β-OHC, a significant increase in the percentage of cells with a reduced Abcd3 level was
observed. Interestingly, this decreased expression of Abcd3 was significantly inhibited
when 7β-OHC was combined with PLSO or α-tocopherol.

With regard to peroxisome function, peroxisomal damages (alteration of peroxisomal
β-oxidation) (Supplementary Figure S9) can favor the accumulation of very-long-chain
fatty acids (VLCFA; C ≥ 22) [81], which can contribute to amplify cell dysfunctions [93].
Therefore, we determined the effect of 7β-OHC (50 µM) associated or not with PLSO
(100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM) on VLCFA levels in C2C12 cells. In untreated cells
(control) and the vehicle, no significant differences were found; similar levels of VLCFA
(C22:0, C24:0, C24:1 n−9, C26:0, and C26:1 n−9) were observed (Figure 6). When C2C12cells
were exposed to 7β-OHC, a significant increase in VLCFA was detected, and the latter was
significantly reduced when 7β-OHC was associated with PLSO or α-tocopherol (Figure 6).

However, enhanced ELOVL1 activity could also be involved in the increased level
of VLCFA. At the moment, seven enzymes termed ELOVL 1–7 (Elongation of Very-Long-
Chain Fatty Acid), which are localized in the endoplasmic reticulum, have been identified.
ELOVL1 is suggested to control VLCA synthesis up to C26:0. This is the most potent elon-
gase for C24:0 and C26:0, whereas, depending on the cell type considered, similar elongase
activity have been reported with ELOVL3 and ELOVL6 [94,95]. Our results also support
an increase in the elongase activity index (which could correspond to ELOVL1, 3, and 6
activity; ratio (C24:0/C22:0), and ratio (C26:0/C22:0)) under treatment with 7β-OHC;
these different elongase activity indexes were also strongly attenuated when 7β-OHC was
associated with PLSO or α-tocopherol (Figure 7).

In addition, as shown by qRT-PCR, the important decreases in the Abcd3 mRNA
levels, observed under treatment with 7β-OHC (50 µM), were prevented by treatment with
PLSO (100 µg/mL), as well as α-tocopherol (400 µM) (Figure 8).

3.8. Evaluation by Transmission Electron Microscopy of the Effects of Pistacia lentiscus L. Seed Oil
on 7β-Hydroxycholesterol-Induced Cellular, Mitochondrial, and Peroxisomal Changes

Transmission electron microscopy analysis was realized to study the morphological
changes in C2C12 myoblasts (Figures 9 and 10).



Antioxidants 2021, 10, 1772 22 of 37

Figure 6. Effect of 7β-hydroxycholesterol with and without Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO) on very-long-chain fatty

acid (VLCFA) levels. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence

of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). The level of VLCFA (C ≥ 22) was determined by GC-MS: C22:0 (A),

C22:1 n−9 (B), C24:0 (C), C24:1 n−9 (D), C26:0 (E) and C26:1 n−9 (F). Data are the mean ± SD of two independent

experiments. A multiple comparative analysis between the groups, taking into account the interactions, was carried out

using an ANOVA test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05 was considered statistically significant. The

statistically significant differences between the groups, which are indicated by different letters, take into account the

vehicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%);

d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison versus α-toco

(400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/mL) ; h: comparison versus 7β-OHC (50 µM); i: comparison versus 7β-OHC

(50 µM) + α-toco (400 µM). No significant differences were observed between the untreated (control) and vehicle-treated cells.
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Figure 7. Effect of Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO) and 7β-hydroxycholesterol on elongase activities.

C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of PLSO

(100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). The levels of C22:0, C24:0, and C26:0 were determined by GC-MS,

and the corresponding elongase activity index, which could correspond to ELOVL1, 3, and 6 activity (ratio

(C24:0/C22:0) (A) and ratio (C26:0/C22:0) (B)) were calculated. Data are the mean ± SD of two independent

experiments. A multiple comparative analysis between the groups, taking into account the interactions,

was carried out using an ANOVA test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05 was considered

statistically significant. The statistically significant differences between the groups, which are indicated by

different letters, take into account the vehicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus

ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%); d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison

versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO

(100 µg/mL); h: comparison versus 7β-OHC (50 µM); i: comparison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco

(400 µM). No significant differences were observed between the untreated (control) and vehicle-treated cells.

Figure 8. Effects of 7β-hydroxycholesterol with and without Pistacia lentiscus L. on Abcd3 gene ex-

pression. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence

of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). The mRNA expression of Abcd3 was evaluated by

qRT-PCR. Data shown are representative of three independent experiments. A multiple comparative

analysis between the groups, taking into account the interactions, was carried out using an ANOVA test

followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05 was considered statistically significant. The statistically

significant differences between the groups, which are indicated by different letters, take into account the ve-

hicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO

(0.125%); d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%));

f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/mL); h: comparison versus

7β-OHC (50 µM); i: comparison versus 7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM). No significant differences

were observed between the untreated (control) and vehicle-treated cells.
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Figure 9. Analysis of morphological changes in C2C12 myoblasts using transmission electron

microscopy. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or

absence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). In untreated cells (control) (A), α-tocopherol

(400 µM)-treated cells (C), and PLSO (100 µg/mL)-treated cells (E), cells have a fusiform shape, with

large round central nuclei containing several nucleoli; they have several small empty vacuoles and

morphologically normal mitochondria and peroxisomes. In the 7β-OHC (50 µM)-treated cells (B),

cells have an abnormal morphology: they have a round shape, irregular nuclei, and a lot of cytoplas-

mic vacuoles containing cell debris, as well as altered mitochondria and peroxisomes. In (7β-OHC +

α-tocopherol and 7β-OHC+ PLSO)-treated cells, mainly morphologically normal cells were observed;

they contain empty vacuoles and have mainly mitochondria and peroxisomes resembling those

present in the control cells (D–F). No differences were observed between the control (A), α-tocopherol-

treated (C), and PLSO-treated cells (E). Representative TEM images of the C2C12 myoblasts cultured

in the presence of the vehicles are shown in Supplementary Figure S10.
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Figure 10. Visualization of the mitochondria and peroxisomes in C2C12 myoblasts by transmis-

sion electron microscopy. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in

the presence or absence of PLSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM). In untreated cells (control)

(A,B), α-tocopherol (400 mM)-treated cells (C,D), and PLSO (100 µg/mL)-treated cells (E,F), numer-

ous mitochondria with clear cristae as well as round and regular peroxisomes were detected. In

7β-OHC (50 µM)-treated cells (G,H), irregular mitochondria with an increased size, reduced matrix

density, and disrupted cristae, as well as peroxisomes with abnormal sizes and shapes were visualized.

In (7β-OHC + α-tocopherol)-treated (I,J) and (7β-OHC+ PLSO) (K,L)-treated cells, mainly mitochon-

dria and peroxisomes morphologically similar than those present in the control cells were observed.

The white arrows point towards mitochondria and the yellow arrows point towards peroxisomes.
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Control cells (Figure 9A), α-tocopherol (400 mM)-treated cells (Figure 9C), and PLSO
(100 µg/mL)-treated cells (Figure 9E) have a well-preserved cell morphology with a
fusiform shape and a large central round nucleus containing some nucleoli; in the cy-
toplasm, they have small empty vacuoles and morphologically normal mitochondria and
peroxisomes. Compared to C2C12 control cells, 7β-OHC (50 µM)-treated cells showed
significant alterations in cell morphology: most often round cells with irregular nuclei were
observed, they contained several cytoplasmic vacuoles associated with a lot of cell debris
as well as altered mitochondria and peroxisomes (Figure 9B). This disturbed morphology
was attenuated by α-tocopherol (400 mM) and PLSO (100 µg/mL) treatment (Figure 9D,F).
α-Tocopherol- and PLSO-treated cells (Figure 9C,E) have a similar morphology than con-
trol cells (Figure 9A). No morphological differences were observed between the control
(Supplementary Figure S10A) and vehicle-treated cells (Supplementary Figures S10B,D).

Moreover, TEM observation of the C2C12 cells allowed us to highlight the essential
cellular constituents, namely, mitochondria and peroxisomes. Control cells, α-tocopherol
(400 mM)-treated cells, and PLSO (100 µg/mL)-treated cells have morphologically normal
mitochondria with numerous cristae as well as round peroxisomes that are homogeneous
in size in the range of 0.4 ± 0.1 µm (Figure 10A,F). However, major changes in the size and
shape of these organelles were observed when C2C12 cells were treated with 7β-OHC; thus,
several mitochondria with abnormal sizes and shapes were observed: larger size, reduced
matrix density, and disrupted cristae (Figure 10G). In addition, several peroxisomes were
detected in numerous cytoplasmic vacuoles, evocating a pexophagy process (Figure 10G,H).
It is noteworthy that these changes in mitochondrial and peroxisomal topography and/or
morphology were attenuated when 7β-OHC was combined with α-tocopherol (400 µM) or
PLSO (100 µg/mL) (Figure 10I,L).

Indeed, we note that the mitochondria returned to their rounded shapes and the
peroxisomes present in the vacuoles were rarely detected. Altogether, our data by TEM
confirm that 7β-OHC induced several mitochondrial and peroxisomal changes, and that
α-tocopherol and PLSO have strong cytoprotective effects on these organelles.

4. Discussion

Aging is characterized by the variable decline in many biological functions, which can
seriously alter the life quality of elderly people. Among the major alterations occurring
during the aging process is sarcopenia, which corresponds to a loss of mass, quality, and
strength of skeletal muscles [2,3]. Sarcopenia is generally accompanied by an impairment in
muscle regeneration and a rupture of RedOx homeostasis, leading to ROS overproduction,
which may, in turn, lead to the loss of muscle function [96]. ROS overproduction can favor
lipid peroxidation, and increased levels of cholesterol auto-oxidation products, such as
7KC and 7β-OHC, are known to contribute to the development of several age-related
diseases [31,81]. Interestingly, low physiological levels of ROS help maintain and heal
skeletal muscle [97]; yet, tissue repair delay is caused by an excessive amount of ROS in the
muscles, resulting in worsening the injury and creating atrophy [98]. Among the factors
known to increase antioxidant defense and protect muscle from harmful effects of oxidative
stress is nutrition. In that regard, in the current study, PLSO has been shown to contain
a lot of compounds with antioxidant properties and this edible Mediterranean oil has a
protective and antioxidant activity against 7β-OHC-induced cytotoxicity in C2C12 skeletal
muscle cells. The data obtained are summarized in a heatmap (Figure 11).

Plants are an important source of bioactive molecules with therapeutic potential [99].
The genus Pistacia is a particular genus of the Anacardiaceae family due to its dioeciousness
and naked flowers [100]. The species Pistacia lentiscus L. is a medicinal plant that grow wild
in forests, low mountains, and in all types of soil [101]. Despite its limited distribution in
the world, Pistacia lentiscus L. is known worldwide for several therapeutic properties, such
as antioxidant, anti-inflammatory, anti-proliferative, and neuro-protective effects [48–51].
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Figure 11. Heatmap representation of the toxicity of 7β-hydroxycholesterol and of the cytoprotective

effects of PLSO and α-tocopherol on C2C12 cells. Heatmap graded from green (little or no effect: 0)

to red (maximum effect: 100).

Using C2C12 cells cultured in the presence of 7β-OHC associated with many age-
related diseases [31], our results show why there is interest in PLSO to prevent skeletal
muscle cell dysfunction in a pro-oxidant environment. The results obtained establish
that PLSO strongly attenuates the toxicity of 7β-OHC against which few cytoprotective
molecules or mixtures of molecules have been identified [28]. Noteworthy, PLSO, which
has a high nutritional value based on its biochemical profile established in this study, has a
cytoprotective effects against 7β-OHC, which is of the same order of magnitude as that
observed with α-tocopherol used at high concentration.

In the present study, we report that PLSO from Tunisia (area of Tabarka) has comparable
amounts of total phenolics than PLSO from Algeria and Morocco (28.50 ± 0.77 mg/GAE/g
vs. 25.15 ± 1.01 mg/GAE/g and 22.61 ± 1.42 mg/GAE/g, respectively) [102,103]. This
similarity may be due to the fact that these three regions are in the same bioclimatic area.
However, the flavonoids content of the PLSO used in this study was higher than the PLSO
from Morocco [103].

The PLSO from Tunisia also showed a notable quantity of carotenoids. Thus, we could
consider that PLSO is a great natural source for these pigments when compared to virgin
olive oil (1.58–2.84 mg/kg of oil) [53]. These pigments, mainly β-carotene, are precursors
of vitamin A. Dietary carotenoids are antioxidants thought to provide health benefits in
the prevention of cardiovascular diseases and cancer [104,105]. In addition, β-carotene
given to 8-week-old male mice by oral gavage for 7 or 14 days was able to maintain and
enhance skeletal muscle mass by increasing the expression level of insulin-like growth
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factor-1 (IGF-1) [106]. In addition, fatty acids are considered a genetic code of oils; they
are major components of most naturally occurring lipids in plants. The analysis of the
fatty acid profile of PLSO from Tunisia is in accordance with the finding of Brahmi et al.,
(fatty acid profile expressed in g/100 g of PLSO) [102] and Dhifi et al., (fatty acid profile
expressed in %) [107]. It has been reported that the most abundant unsaturated fatty acids
present in PLSO were oleic acid (OA; C18:1 n−9) and linoleic acid (LA; C18:2 n−6). OA
is reputed for its effect on oils oxidative stability and its nutritional value [108]. OA also
has strong antioxidant activities against 7-KC-induced cell death on murine microglial
BV-2 cells [55,109]. LA is also an essential fatty acid and a precursor of polyunsaturated
fatty acids with longer chains, which enhances the nutritional value of the vegetable
shortening [110]. Lee et al., (2009) indicated that unsaturated fatty acids, especially OA and
LA, enhanced the proliferation of C2C12 skeletal muscle cells [111]. In the current study,
palmitic acid (C16:0) was the predominant saturated fatty acid found in PLSO, which is
consistent with previous studies [107,112]. According to the literature, PLSO presents a
higher palmitic acid content than olive oil (9.85–20.30%) and other vegetable oils, such as
milk thistle seed oil (6.25–13.06%) and argan oil (12.11–13.05%) [62]. This saturated fatty
acid has been thought to increase the total cholesterol, and specifically the LDL cholesterol
levels, although a previous study demonstrated that high consumption of palmitic acid
in healthy volunteers does not increase the cholesterol if it is combined with LA, as is the
case in PLSO [113]. Noteworthy, the low saturated/unsaturated fatty acids ratio (0.404%)
indicates that PLSO contains a huge amount of unsaturated fatty acids, which gives it
valuable nutritional and dietetic value as well as curative properties [107].

The PLSO sterol profile also showed that β-sitosterol is the most abundant phytosterol
(67.25 ± 3.24 mg/100 g of oil) followed byα-epoxysitostanol and 24-methylene cycloartenol.
β-sitosterol was also the most representative sterol in the PLSO harvested from different
Tunisian locations but the amount of this sterol changed according to geographic origin
(99.61 mg/100 g of oil in Korbousand; 389.50 mg/100 g of oil in Rimel) [52]. A lower amount
of β-sitosterol was found in Algerian PLSO (58.79 ± 1.19 mg/100 g of oil) [102]. β-sitosterol
is one of the most abundant dietary phytosterols that have potential health benefits. Several
experimental studies demonstrated that β-sitosterol could regulate the glucose and lipid
metabolism [114] and inhibit inflammation and oxidative stress [115,116]. In addition, an
in vitro study showed that C2C12 skeletal muscle cells treatment by β-sitosterol improves
mitochondrial biogenesis and function via increasing mitochondrial electron transport and
energy demand and by activating protein kinase/PGC-1 [117]; these observations give the
PLSO a great nutritional and therapeutic value.

In addition, tocopherols are also major ingredients in the oils since they have high
antioxidant activity [118]. They could protect polyunsaturated fatty acids (PUFA) from
oxidation by scavenging lipid peroxyl radicals (ROO•) [119]. In PLSO, α-tocopherol is
present in the highest quantity and contributes to the natural conservation of PLSO. It is
important to highlight that PLSO is an excellent source of vitamin E, which is constituted
of four tocopherols and four tocotrienols [120].

In another hand, the antioxidant potential of PLSO, evaluated by DPPH, FRAP, and
FIC assays, demonstrated an important antioxidant potential of this oil, reinforcing our
interest to study the cytoprotective properties of this oil in vitro. Consequently, in the
context of sarcopenia, we evaluated the protective properties of PLSO against 7β-OHC-
induced cytotoxicity on a model of murine C2C12 myoblast cells.

Indeed, several oxysterols, including 7β-OHC, are present at increased levels and
high amounts in the plasma and tissues of patients with age-related diseases [31,121],
and our preliminary data obtained by GC-MS on the plasma from subjects with and
without sarcopenia have revealed significant higher plasma levels of 7β-OHC in sarcopenic
patients. It has been shown that 7β-OHC, which is a potent inducer of oxidative stress
by stimulating at least in part NAD(P)H activity [122], was among the most cytotoxic
oxysterol on different cell types from different species [42]. Oxidative damage is supposed
to be the main responsible factor for cellular aging. A potential oxidative alteration of
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satellite cells could induce problems in muscle regeneration, as is the case in aging [123].
Therefore, in age-related diseases, including sarcopenia, the identification of molecules
or mixture of molecules capable to attenuate 7β-OHC-induced cell death, defined as
oxiapoptophagy [124], has a crucial interest to prevent and/or treat these diseases.

In the present study, 7β-OHC (50 µM, 24 h) showed cytotoxic effects on C2C12
myoblasts cells, which are characterized by an induction of cell death associated with ROS
overproduction as well as mitochondrial and peroxisomal dysfunction. Some of these
effects were previously obtained on vascular cells, hematopoietic and immune cells, retinal
cells, and nerve cells exposed to 7β-OHC [30,109,125,126]. As previously reported on
numerous adherent cells, 7β-OHC induces a loss of cell adhesion on C2C12 cells, which
is characterized by an increase in round and floating cells, suggesting an alteration of
membrane constituents associated with cell death. These alterations could be triggered by
a RedOx imbalance and an induction of oxidative stress, which could modify the structure
and the physical properties of plasma membranes, favoring the degradation of adhesion
molecules and cell junctions by mechanisms involving the ROS-dependent activation
of matrix metalloproteinases [127]. In addition, 7β-OHC-induced plasma membrane
modifications, revealed in the present study by an increased permeability to PI, could
modify the ionic homeostasis (Ca2+, N+, K+) with important consequences on numerous
signaling pathways, especially those involved in the activation of apoptosis [30,128] or the
transmission of nerve influx [129]. In sarcopenic patients, the alteration in nerve influx
could also amplify muscle dysfunction at the neuro–muscular junction. In support of
the key role of oxidative stress in 7β-OHC-induced cell death [124], our results obtained
in C2C12 cells showed that 7β-OHC also induced an overproduction of mitochondrial
ROS, associated with an accumulation of lipid and protein oxidation products, such as
MDA, CDs, and CPs, as well as a decrease in the major antioxidant enzymes activities
(superoxide dismutase (SOD) and glutathione peroxidase (GPx)). These results evocate
the cytotoxic effects observed with 7KC on different types of neuronal cells (158 N murine
oligodendrocytes, BV-2 murine microglial cells, and N2a murine neuronal cells) on which
the activation of the oxidative stress is at the origin of the toxicity of this oxysterol [126,130].

On C2C12 cells as well as on other cell types, under treatment with 7β-OHC, it can
be considered that ROS overproduction results from the activation of different NADPH
oxidase isoforms [35] and from mitochondrial dysfunctions. As ROS overproduction and
mitochondrial dysfunction are considered as major phenomena involved in senescence
and aging [131], our data support the hypothesis that 7β-OHC could contribute to the
aging process in skeletal muscle cells. 7β-OHC induces ROS overproduction probably also
contributes to the alterations in mitochondrial structures and of mitochondrial proteins
present in the mitochondrial complexes contributing to oxidative phosphorylation. This
could favor not only a loss of transmembrane mitochondrial potential (∆ψm) but also a
disruption of the respiratory chain function and a limitation in energy production, leading
to the decreased ATP production observed in the present study. Consequently, in tissues
with a low cell turnover, such as the skeletal muscle, alteration of the mitochondria under
the action of 7β-OHC may have important detrimental effects on the muscular function.

Like mitochondria, the peroxisomes, which are metabolically tightly connected to the
mitochondria [132], represent another important source of intracellular ROS (mainly H2O2),
and it is now well established that peroxisomal dysfunctions increase ROS overproduction
and disturb mitochondrial activity [80,133]. It has been shown on 158 N murine oligoden-
drocytes that the inactivation of the peroxisomal transporters ABCD1 and 2 associated
with peroxisomal β-oxidation, as well as of ACOX1, which is the main limiting enzyme
of peroxisomal β-oxidation, favor oxidative stress and increase ROS production in whole
cells and at the mitochondrial level [134]. The peroxisome, in addition to its implication
in the regulation of RedOx homeostasis, is implicated in the control of lipid metabolism
and non-cytokinic inflammation [135]. It has also been suggested that the peroxisome
may also play a crucial role in cellular aging [136]. However, still little is known about the
contribution of the peroxisome in the aging process but an involvement of this organelle
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in the amplification of mitochondrial dysfunction is quite well documented [93]. The
present study realized on C2C12 cells clearly shows peroxisomal alterations in the presence
of 7β-OHC, which is characterized by a reduced peroxisomal density and a lower level
of Abcd3 peroxisomal transporter. As 7β-OHC could affect and reduce the peroxisomal
transport and degradation of VLCFA (C24:0, C24:1, C26:0, and C26:1), whose intracellular
accumulation can have toxic consequences [137], the levels of VLCFA have been measured
by GC-MS and the elongase activity index of the enzyme ELOVL1 associated with VLCFA
metabolism has been determined [138]. Measuring the level of some VLCFA in sarcopenia
could be of interest since some fatty acids behave as metabolic inhibitors, uncouplers
of oxidative phosphorylation, and membrane permeability transition (MPT) inducers; it
is thus hypothesized that these pathophysiological mechanisms could contribute to the
muscular symptoms in sarcopenia [139].

Based on the results obtained on C2C12, preventing the toxicity of 7β-OHC, which is
essentially formed by auto-oxidation of cholesterol and is increased in many age-related
diseases, remains a major challenge [28]. For this purpose, it is still necessary to identify the
molecules or mixtures of molecules allowing to prevent or reduce its toxicity. Indeed, at the
moment only few natural and synthetic molecules as well as mixtures of molecules capable
to inhibit 7β-OHC-induced cytotoxicity have been identified [28]. Noteworthy, we reported
that PLSO is an edible oil with high nutritional value containing several antioxidant nutri-
ents known for their protective effects against various diseases associated with oxidative
stress, and our data indicate that PLSO exhibits strong cytoprotective activities against
7β-OHC on C2C12 mouse skeletal muscle cells. The effects observed with PLSO were
in the range of order of those obtained with α-tocopherol known to strongly counteract
7β-OHC-induced oxidative stress and cell death induction on several cell types [30]. In
accordance with these findings, it has been reported that PLSO was able to inhibit H2O2-
induced oxidative stress in human skin culture [140]. Besides PLSO, other oils and natural
bioactive compounds, such as Schisandrae semen essential oil [141], isorhamnetin [142],
resveratrol [143], and phloretin [144], were described as antioxidant molecules in C2C12
murine skeletal muscle cells. Our data clearly show that PLSO attenuates both mito-
chondrial and peroxisomal dysfunctions induced by 7β-OHC through the restoration of
succinate dehydrogenase activity and ∆ψm, a reduction in mitochondrial ROS production,
normalization of Abcd3 expression, and VLCFA levels. Thus, PLSO acts on the major
targets involved in aging—those contributing to the development of major age-related
diseases—namely, oxidative stress, mitochondria, and peroxisome. The cytoprotective
results obtained with LPSO evocate those obtained with several other oils associated with
the Mediterranean diet (olive oil, milk thistle seed oil, and argan oil) [86,109]. Thus, the
value of the lipid mixtures is underscored by these different data to restrain cell death and
oxidative stress induced by oxysterols.

5. Conclusions

This study demonstrates that 7β-OHC triggers oxidative stress, mitochondrial and
peroxisomal dysfunction, and cell death on C2C12 myoblast cells. Noteworthy, in the
presence of PLSO as well as of α-tocopherol, these different cytotoxic effects were strongly
attenuated and PLSO was as efficient as α-tocopherol used at a high concentration. Note-
worthy, as MitoQ, which selectively accumulates in the mitochondria, did not attenuate
7β-OHC-induced cell death, our data suggest that attenuation of mitochondrial dysfunc-
tion is not sufficient to counteract 7β-OHC-induced cell death, and that PLSO, which
strongly reduces mitochondrial dysfunction, also act on other cellular targets. On the basis
of the biochemical composition of PLSO (fatty acids, tocopherols, and polyphenols), of its
antioxidant properties, and of its cytoprotective effects, it is suggested that a diet associated
with this oil could contribute to the prevention of skeletal muscle dysfunctions. In a thera-
peutic context, the bioavailability and the efficiency of the biological compounds present in
PLSO could be improved using a number of approaches. These later could include micro-
and nano-encapsulation strategies, chimeric tractable molecules, and targeted-specific cell
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compartments and organelles (mitochondria, peroxisomes), such as Targeted Organelle
Nano-therapy (TORN-therapy) [145,146] as well as functional foods.
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h Laboratoire de Biotechnologie Moléculaire des Eucaryotes, Centre de Biotechnologie de Sfax, B.P 1177, Université de Sfax, 3018 Sfax, Tunisia 
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A B S T R A C T   

Peroxisomes play an important role in regulating cell metabolism and RedOx homeostasis. Peroxisomal dys-
functions favor oxidative stress and cell death. The ability of 7β-hydroxycholesterol (7β-OHC; 50 μM, 24 h), 
known to be increased in patients with age-related diseases such as sarcopenia, to trigger oxidative stress, 
mitochondrial and peroxisomal dysfunction was studied in murine C2C12 myoblasts. The capacity of milk thistle 
seed oil (MTSO, 100 μg/mL) as well as α-tocopherol (400 µM; reference cytoprotective agent) to counteract the 
toxic effects of 7β-OHC, mainly at the peroxisomal level were evaluated. The impacts of 7β-OHC, in the presence 
or absence of MTSO or α-tocopherol, were studied with complementary methods: measurement of cell density 
and viability, quantification of reactive oxygen species (ROS) production and transmembrane mitochondrial 
potential (ΔΨm), evaluation of peroxisomal mass as well as topographic, morphologic and functional peroxi-
somal changes. Our results indicate that 7β-OHC induces a loss of cell viability and a decrease of cell adhesion 
associated with ROS overproduction, alterations of mitochondrial ultrastructure, a drop of ΔΨm, and several 
peroxisomal modifications. In the presence of 7β-OHC, comparatively to untreated cells, important quantitative 
and qualitative peroxisomal modifications were also identified: a) a reduced number of peroxisomes with 
abnormal sizes and shapes, mainly localized in cytoplasmic vacuoles, were observed; b) the peroxisomal mass 
was decreased as indicated by lower protein and mRNA levels of the peroxisomal ABCD3 transporter; c) lower 
mRNA level of Pex5 involved in peroxisomal biogenesis as well as higher mRNA levels of Pex13 and Pex14, 
involved in peroxisomal biogenesis and/or pexophagy, was found; d) lower levels of ACOX1 and MFP2 enzymes, 
implicated in peroxisomal β-oxidation, were detected; e) higher levels of very-long-chain fatty acids, which are 
substrates of peroxisomal β-oxidation, were found. These different cytotoxic effects were strongly attenuated by 
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MTSO, in the same range of order as with α-tocopherol. These findings underline the interest of MTSO and 
α-tocopherol in the prevention of peroxisomal damages (pexotherapy).   

1. Introduction 

Due to the increase in life expectancy, which is multifactorial with 
important differences between men and women whatever the country 
considered [1,2], the incidence of age-related diseases is increasing 
[3,4]. These include cardiovascular diseases associated with athero-
sclerosis, type 2 diabetes which is also influenced by nutritional habits, 
certain neurodegenerative diseases (Alzheimer’s disease, Parkinson’s 
disease), eye diseases (age-related macular degeneration (AMD), cata-
ract), osteoporosis, sarcopenia, and certain cancers such as prostate 
cancer [5,6]. In addition, ageing depends both on genetic and extrinsic 
risk factors which can contribute to obesity and favor COVID-19 in-
fections mainly in the elderly, leading to serious complications and 
sometimes fatal outcomes [7]. Some of these diseases (cardiovascular, 
neurodegenerative, AMD, cataract, sarcopenia) are associated with an 
enhancement of the oxidative stress not only at the lesion and/or tissue 
level, but also systemically [5]. This oxidative stress, which leads to an 
overproduction of reactive oxygen species (ROS) and sometimes reac-
tive nitrogen species (RNS), favors lipid peroxidation and can induce the 
carbonylation of proteins and the formation of 8-hydroxyguanine at the 
DNA level, which predisposes to mutations [8–10]. The auto-oxidation 
of cholesterol can also lead to the formation of oxidized derivatives, 
called oxysterols [11], which can be considered as important but 
underestimated components of the exposome whose composition can 
influence ageing [12]. Due to the double bond in the 5,6 position on the 
sterane ring of cholesterol, free radical attack on carbon 7 is most likely 
and leads to the formation of 7-ketocholesterol (7KC) but also 7β- 
hydroxycholesterol (7β-OHC), these two oxysterols being interconvert-
ible via the enzymes 7β-hydroxycholesterol dehydrogenase-1 (7β-HSD1: 
conversion of 7KC to 7β-OHC) and 7β-hydroxycholesterol 
dehydrogenase-2 (7β-HSD2: conversion of 7β-OHC to 7KC) [13,14]. In 
cardiovascular diseases, Alzheimer’s disease, AMD and cataract, severe 
forms of SARS-CoV2 and sarcopenia, increased levels of 7KC and 7β- 
OHC have been found at the lesion site and/or plasma level [15–18]. In 
addition, it has been shown that 7KC levels can permit distinction be-
tween normal and pathological ageing [19,20]. Currently, in some age- 
related diseases (cardiovascular diseases, Alzheimer’s disease, and 
AMD), the involvement of 7KC and/or 7β-OHC in the pathophysiology is 
widely suspected since these oxysterols can initiate signal transduction 
pathways that are relevant to the development of these diseases [14,21]. 
In sarcopenia, plasma increases in 7β-OHC and 7KC have also been 
observed, with the increase in 7β-OHC being significant [22]. In sarco-
penia, which contributes to the loss of autonomy in the elderly and is 
associated with a loss of mobility representing a serious handicap [23], a 
better understanding of the effects of 7β-OHC on myogenesis is an 
important issue. In this context, the effects of 7β-OHC on skeletal muscle 
need to be clarified. 

For this purpose, murine C2C12 myoblasts were chosen as a model. 
In these cells, we have previously shown that 7β-OHC induces cell death 
associated with strong oxidative stress (overproduction of ROS) leading 
to mitochondrial and peroxisomal dysfunctions [22]. These different 
cellular alterations induced by 7β-OHC are strongly attenuated by the 
Pistacia Lentiscus L. seed oil (PLSO) often used in Tunisian cooking but 
also by α-tocopherol known for its cytoprotective effects on different 
types of cells treated with toxic oxysterols (7KC, 7β-OHC and 24S- 
hydroxycholesterol (24S-OHC)) [24–26]. Among the oils from the 
Mediterranean basin, milk thistle seed oil (MTSO) has been used for a 
long time in traditional medicine, in particular, to treat liver disorders 
[27]. The hepatoprotective effect of MTSO could be mainly due to syl-
ibin. This molecule which is a flavonolignan, is the main component but 
also the most active ingredient of milk thistle (Sylibum marianum) fruit 

extract (silymarin) [28]. MTSO, regardless of where the seeds are 
collected in Tunisia, is richer in α-tocopherol than Tunisian olive oil and 
its concentration can be higher than in argan oils from Morocco [29,30]. 
Based on several tests of anti-oxidant activities (DPPH (2,2-diphenyl-1- 
picrylhydrazyl), FRAP (ferric reducing-antioxidant power), KRL (Kit 
radicaux libres), and CPFI (chelation power on ferrous ions)), MTSO also 
showed a very good anti-oxidant profile [30,31]. In the context of the 
prevention of neurodegeneration, we also have already demonstrated on 
158 N murine oligodendrocytes treated with 7KC that MTSO prevents 
cell death by oxiapoptophagy involving OXIdative stress, APOPTOsis 
and autoPHAGY [32–35]. However, the biological activities of MTSO 
are still poorly studied on other cells, such as skeletal muscle cells, in the 
context of the prevention of age-related diseases by considering in 
particular its impact on organelles. 

To this end, in the present study, the cytoprotective effects of MTSO 
(obtained by Meddeb et al. [29] from seeds collected in the area of 
Sousse and characterized by Zarrouk et al. [30]) as well as of 
α-tocopherol (present at a high concentration in MTSO 
(441.23 ± 46.59 µM) and used as a reference cytoprotective agent) [24 
30] were evaluated on murine C2C12 myoblasts. The ability of MTSO to 
attenuate cell death and oxidative stress induced by 7β-hydrox-
ycholesterol (7β-OHC) was evaluated on C2C12 with a special focus to 
the effects at the peroxisomal level. The peroxisomes are cytoplasmic 
organelles often circular in appearance from 0.1 to 1 µm in diameter; 
they are highly dynamic and move along microtubules [36–38]. The 
peroxisomes are present in all cells, except erythrocytes, and their ac-
tivity is important in the metabolism of lipids (very long chain and 
branched fatty acids; cholesterol and bile acids; plasmalogens; eicosa-
noids) and the catabolism of polyamines [39–41]. The peroxisomes also 
participate in cellular RedOx balance [42], and several studies suggest 
that peroxisomal dysfunctions contribute to ageing [43–45] and neu-
rodegeneration [46–48]. In addition, the peroxisomes that results from 
the import of proteins from the endoplasmic reticulum are closely con-
nected to the mitochondria (involved in normal and pathological 
ageing) both at the spatial and functional level, and the activities of one 
strongly influence the activities of the other [49]. It is therefore essential 
to better understand the peroxisomal modifications induced by 7β-OHC 
on skeletal muscle by using C2C12 cells as a model in the context of 
sarcopenia in order to identify natural or synthetic molecules as well as 
mixtures of molecules (oils) that can prevent peroxisomal dysfunctions. 
Like mitotherapy, which is a promising approach to prevent neuro-
degeneration [50], pexotherapy could constitute a new therapeutic axis 
to address ageing but also to prevent and/or treat age-related diseases. 
In this context, the identification of natural products associated with the 
Mediterranean diet, such as MTSO and its major nutrients, offers a lot of 
opportunities [51,52]. Our data obtained on C2C12 cells show the 
ability of MTSO and α-tocopherol to strongly attenuate 7β-OHC-induced 
cytotoxicity (ROS overproduction and cell death) as well as the associ-
ated peroxisomal changes. 

2. Material and methods 

2.1. Cell culture and treatments 

Murine C2C12 myoblasts, which have the ability to differentiate in 
myotubes in particular culture conditions, were cultured in Dulbecco’s 
modified Eagle’s medium (DMEM, Lonza, Amboise, France) containing 
10% (v/v) of heat-inactivated fetal bovine serum (FBS) (Pan Biotech, 
Aidenbach, Germany) and 1% antibiotics (penicillin, streptomycin) (Pan 
Biotech). The cells were maintained at 37◦C in a humidified 5% CO2 
incubator and passaged twice a week. Once 80% confluence was 
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achieved, the cells were seeded either into Petri dishes of 10 cm in 
diameter (1.2 × 106 cells per Petri dish), in six-well plates (2 × 105 cells 
per well), or in 96-well plates (10 × 104 cells per well). 7β-OHC was 
either from Sigma-Aldrich or provided by Mohammad Samadi (Uni-
versity of Lorraine, Metz, France); the purity was higher than 98%. The 
stock solution of 7β-OHC (800 µg/mL = 2 mM) was prepared as previ-
ously described [24]. The stock solution of MTSO and PLSO was pre-
pared at 80 mg/mL in dimethyl sulfoxide (DMSO; Sigma-Aldrich). 
α-tocopherol (Sigma-Aldrich) solution was prepared to 80 mM in abso-
lute ethanol, as previously described [24]. The stock solution of oleic 
acid (Sigma-Aldrich) was prepared at 50 mM in ethanol as previously 
described [53], and oleic acid (100 µM) was used as a positive control to 
induce lipid droplets formation [53]. After 12 h of cell culture, the 
growth medium was removed and the cells were incubated with 7β-OHC 
(50 µM) for 24 h with or without MTSO (100 µg/mL), or α-tocopherol 
(400 µM) (used as a positive control for cytoprotection). The concen-
trations of 7β-OHC, MTSO, and α-tocopherol as well as the times of 
treatment were in accordance with our previous study [22]. 

2.2. Analysis of cell morphology by phase-contrast microscopy 

Cell morphology (adherent and non-adherent cells) and cell density 
was observed and photographed after 24 h of treatment in the absence or 
presence of 7β-OHC (50 µM) with or without MTSO (100 µg/mL), or 
α-tocopherol (400 μM), under an inverted phase-contrast microscope 
(Axiovert 40 CFL, Zeiss, Jena, Germany) equipped with a digital camera 
(Axiocam lCm1, Zeiss). 

2.3. Measurement of cell viability with the fluorescein diacetate (FDA) 
assay 

Living C2C12 cells were determined using a lipophilic fluorochrome, 
fluorescein diacetate (FDA; Sigma-Aldrich). After 24 h of treatment with 
or without 7β-OHC in the presence or absence of MTSO, or α-tocopherol, 
C2C12 cells were incubated in the dark with FDA (15 µg/mL in PBS, 
5 min, 37 ◦C) and rinsed with PBS. The fluorescence intensity of the 
fluorescein (λEx max = 485 nm, λEm max = 528 nm) was measured with a 
Tecan fluorescence microplate reader (Tecan Infinite M200 Pro, Lyon, 
France). The experiments were realized in triplicate, and the data were 
expressed as% of control: (Fluorescence (assay) × 100)/Fluorescence 
(control)). 

2.4. Measurement of cell viability with the MTT assay 

MTT (3-(4-,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bro-
mide) assay was used to evaluate the effects of MTSO and α-tocopherol 
on cell viability. This colorimetric assay is based upon the ability to 
reduce a tetrazolium salt (MTT) and form a blue formazan product by 
the mitochondrial enzyme succinate dehydrogenase [54,55]. Cells were 
seeded in 96-well plates and treated with different concentrations of 
MTSO and α-tocopherol for 24 h. At the end of the treatment, cells were 
incubated with MTT (0.05 mg/mL) for 3 h in the dark. The formazan 
crystals formed were solubilized with 200 µL DMSO. The plates were 
read at 570 nm with a microplate reader (TECAN Sunrise, Tecan, Lyon, 
France). 

2.5. Quantification of adherent cells with the sulforhodamine 101 
(SR101) assay 

Sulforhodamine 101 (SR101; Sigma Aldrich) was used to quantify 
adherent cells by its ability to stain cellular proteins [56]. After 24 h of 
treatment with or without 7β-OHC in the presence or absence of MTSO, 
or α-tocopherol, C2C12 cells were fixed with ethanol 70% for 20 min at 
4 ◦C. After two washes in PBS, cells were stained with an SR101 solution 
(1.5 µg/mL, 30 min, and 4 ◦C). Then, the cells were washed twice with 
PBS and the fluorescence was measured with a fluorescent plate reader 

(Infinite M200, TECAN) using Ex 535 nm/Em 610 nm. The experiments 
were realized in triplicate and the data were expressed as% of control. 

2.6. Measurement of transmembrane mitochondrial potential (ΔΨm) with 
DiOC6(3) 

The variation in the mitochondrial transmembrane potential (ΔΨm) 
was detected using 3,3′-dihexyloxacarbocyanine iodide (DiOC6(3)) 
[24]. After 24 h of treatment, adherent and non-adherent C2C12 cells 
were pooled, stained with a solution of DiOC6(3) (Invitrogen/Thermo 
Fisher Scientific, Montigny le Bretonneux, France) at 40 nM (15 min; 
37 ◦C), and analyzed on a BD Accuri™ C6 flow cytometer (BD Bio-
sciences). Mitochondrial depolarization is indicated by a decrease in the 
green fluorescence intensity collected through a 520 ± 10 nm band-pass 
filter. For each sample, 10,000 cells were acquired, and data analyses 
were performed with FlowJo software (Carrboro, NC, USA)). 

2.7. Measurement of intracellular ROS with dihydroethidium staining 

The production of ROS, including the intracellular superoxide anion 
(O2●−), was quantified by flow cytometry after staining with dihy-
droethidium (DHE; Thermo Fisher Scientific). After 24 h of treatment, 
C2C12 cells (adherent and non-adherent cells) were stained with a 2 µM 
DHE solution for 15 min at 37 ◦C and then analyzed on a BD Accuri™ C6 
flow cytometer. The production of ROS was monitored by oxidized DHE 
that exhibits an orange/red fluorescence (λ Ex Max = 488 nm; λ Em 
Max = 575 nm) [57]. The fluorescent signals of the DHE-stained cells 
were collected through a 580 nm band-pass filter. 10,000 cells were 
acquired for each sample. Data analyses were performed using FlowJo 
software. 

2.8. Microscopical visualization of lipid droplets with oil red O (ORO) 

Lipid droplets are dynamic organelles and function as a storage 
structure for neutral lipids, including triglycerides and cholesterol esters 
[58]. The presence of neutral lipids was investigated by staining with Oil 
Red O (ORO; Sigma Aldrich). ORO is soluble in neutral lipids and re-
mains dissolved in triglycerides after washing. To this end, at the end of 
treatments, C2C12 cells cultured in 6 well-plates were washed with PBS 
and stained with ORO solution (three parts 0.5% ORO dye in iso-
propanol into two parts water) for 30 min, and stored in the dark at room 
temperature [53]. The stained cells were washed three times with water 
and three contiguous observation fields always taken in the center of a 6- 
well plate were observed under an inverted phase contrast microscope 
(Axiovert 40 CFL, Zeiss). 

2.9. Determination of the peroxisomal status 

2.9.1. Transmission electron microscopy 
Transmission electron microscopy was realized as previously 

described [22] to simultaneously visualize peroxisomal and mitochon-
drial ultrastructure and morphology in C2C12 cells treated for 24 h with 
or without 7β-OHC in the presence or absence of MTSO, or α-tocopherol. 
The sample preparation technique used is specifically adapted to allow 
the detection of peroxisomes. C2C12 myoblasts (106 cells) were fixed for 
1 h at 4◦C in 2.5% (w/v) glutaraldehyde diluted in a cacodylate buffer 
(0.1 M, pH 7.4), washed twice in cacodylate buffer, incubated in the 
dark for 1 h at 21 ◦C in Tris–HCl (0.05 M, pH 9.0) containing dia-
minobenzidine (DAB: 2.5 mg/mL) and H2O2 (10 µL/mL of a 3% solu-
tion); washed in cacodylate buffer (0.1 M, pH 7.4) for 5 min at 21 ◦C; 
post-fixed in 1% (w/v) osmium tetroxide diluted in cacodylate sodium 
(0.1 M, pH 7.4) for 1 h at 21 ◦C in the dark; and rinsed in cacodylate 
buffer (0.1 M, pH 7.4). The preparations were dehydrated in graded 
ethanol solutions and then embedded in Epon. Ultrathin sections were 
cut with an ultramicrotome, contrasted with uranyl acetate and lead 
citrate, and examined using an HT7800 electron microscope (Hitachi, 
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Tokyo, Japan). 

2.9.2. Apotome evaluation of the level and topography of ABCD3 
peroxisomal transporter 

ABCD3 peroxisomal transporter was detected by indirect immuno-
fluorescence [59]. Cells were cultured on glass slides in six-well plates. 
After 24 h of treatment, adherent and non-adherent C2C12 cells were 
collected, fixed with 2% (w/v) paraformaldehyde for 15 min at room 
temperature (RT), and rinsed twice with PBS. Cells were permeabilized 
for 30 min at RT with a PFS buffer (PBS/0.05% saponin/10% FCS). After 
washing in PBS, cells were incubated (1 h, RT) with an appropriate 
rabbit polyclonal antibody raised against ABCD3 (# 11523651, Pierce/ 
Thermo Fisher Scientific, Asheville, NC, USA) diluted (1/500) in PFS 
buffer. Cells were washed and incubated in the dark (30 min, RT) with a 
goat anti-rabbit 488-Alexa antibody (Santa-Cruz Biotechnology, Santa 
Cruz, CA, USA) diluted at 1/500 in PFS buffer. After washing in PBS, 
cells were stained with Hoechst 33,342 (1 µg/mL) and then mounted in 
Dako fluorescent mounting medium (Dako, Copenhagen, Denmark). The 
slides were stored in the dark at 4◦C and examined with structured 
illumination microscopy (Apotome 2 Imaging System, Zeiss). The im-
ages were realized with ZEN imaging software (Zeiss). 

2.9.3. Flow cytometric quantification of ABCD3 peroxisomal transporter 
For flow cytometric analyses, adherent cells were detached by 

trypsinization, mixed with non-adherent C2C12 cells, fixed with 2% (w/ 
v) paraformaldehyde diluted in PBS for 15 min at RT and then rinsed 
twice with PBS. Cells were permeabilized for 30 min at RT with PFS 
buffer. After washing in PBS, cells were incubated (1 h, RT) with an 
appropriate rabbit polyclonal antibody raised against ABCD3 (# 
11523651, Pierce/Thermo Fisher Scientific) diluted (1/500) in PFS 
buffer. Cells were washed and incubated in the dark (30 min, RT) with a 
goat anti-rabbit 488-Alexa antibody (Santa-Cruz Biotechnology) diluted 
at 1/500 in a PFS buffer. After washing in PBS, cells were resuspended in 
PBS and immediately analyzed on a BD Accuri™ C6 flow cytometer (BD 
Biosciences). The green fluorescence of 488-Alexa was collected with a 
520 ± 20 nm band-pass filter. For each sample, 10,000 cells were ac-
quired, and data analyses were performed using FlowJo software. 

2.9.4. Quantification by RT-qPCR of gene expression associated with 
peroxisomal β-oxidation 

RNA extraction from myoblasts was performed using the RNeasy 
Mini Kit (Qiagen, Courtaboeuf, France) according to the manufacturer’s 
instructions. The purity of each mRNA sample was controlled by the 
ratio of absorbance at 260 nm and 280 nm (ratios of 1.8–2.2 were 
considered satisfactory). 1 μg of total mRNA from each sample was 
converted into single-stranded cDNA using the iScript cDNA Synthesis 
kit (BioRad, Marne la Coquette, France) according to the following 
procedure: 5 min at 25 ◦C, 20 min at 46 ◦C, and 5 min at 95 ◦C. cDNA 
was then amplified using Takyon TM Rox SYBR Master Mix dTTP Blue 
(Eurogentec, Liège, Belgium) and specific forward and reverse primers. 
The following primers were used:  

• Abcd3: forward 5′-ctgggcgtgaaatgactagattg-3′ and reverse 5′- 
cttctcctgttgtgacaccattg-3′

• Pex 5: forward 5′-gtgggcagcagagtttatacag-3′ and reverse 5′- 
ctccctcctcaagtcgatgc-3′

• Pex13: forward 5′-aaccaacacttacaagagtgcc-3′ and reverse 5′- 
ccgtaggctccatatccagaag-3′

• Pex14: forward 5′-acagcagtgaagttcctacaga-3′ and reverse 5′- 
gccaggtcaatctcttcgtct-3′

Thermal cycling conditions were as follows: activation of DNA po-
lymerase (95 ◦C, 10 min), followed by 40 cycles of amplification at 95 ◦C 
for 15 s, 60 ◦C for 30 s, and 72 ◦C for 30 s, followed by a melting curve 
analysis to control for the absence of nonspecific products. Gene 
expression was quantified using cycle to threshold (Ct) values and 

normalized by the 36B4 reference gene (forward 5′-gcgacctggaagtc-
caacta-3′ and reverse 5′-atctgcttggagcccacat-3′). The quantitative 
expression of Abcd3, Pex5, Pex13, and Pex14 was determined as fold 
induction of the control. 

2.9.5. Characterization and quantification of ABCD3, ACOX1, and MFP2 
peroxisomal proteins by western blotting 

After 24 h of treatment, C2C12 cells were trypsinized, washed with 
PBS, harvested, and lysed in a RIPA buffer (10 mM Tris-HCl, pH 7.2, 
150 mM NaCl, 0.5% Nonidet NP40, 0.5% Na deoxycholate, 0.1% SDS, 
2 mM EDTA and 50 mM NaF) containing a complete protease inhibitor 
cocktail (Roche Diagnostics, Indianapolis, IN, USA) diluted 1/25 for 
30 min on ice. After centrifugation at 20,000 g for 20 min at 4 ◦C, the 
total protein concentration of supernatant was measured using bicin-
choninic acid reagent as a standard (Sigma Aldrich). 70 µg of protein 
were separated on a 14%, 12%, or 8% SDS-PAGE gel and blotted onto a 
PVDF membrane (Bio-Rad). After blocking non-specific binding sites 
with 5% milk powder in PBST (PBS, 0.1% Tween 20, pH 7.2) for 1 h, 
membranes were incubated overnight (4◦C) with the primary antibody 
diluted in 5% milk PBST. The peroxisomal β-oxidation was evaluated by 
using the following rabbit polyclonal antibodies: anti-ABCD3 1/500 
(#11523651, Pierce/Thermo Fisher Scientific), anti-multifunctional 
enzyme type 2 (MFP2) 1/1000 (#GTX114978, Gentex/Euromedex, 
Souffelweyersheim, France), and anti-ACOX1 1/200 (rabbit polyclonal 
antibody) detecting the three ACOX1 isoforms at 75, 50, and 25 kDa 
[60]. An antibody directed against β-actin (A2228; mouse monoclonal 
antibody; Sigma-Aldrich) was used at a final concentration of 1/10,000. 
The membranes were washed three 5 min with PBST and incubated with 
a secondary horseradish peroxidase-conjugated goat anti-rabbit anti-
body (#7074; Cell Signaling) or an anti-mouse antibody (#sc-2005, 
Santa-Cruz Biotechnology) diluted at 1/5,000 in 1% milk powder in 
PBST. The membranes were then washed, and antibody binding was 
revealed using an enhanced chemiluminescence detection kit (Super-
signal West Femto Maximum Sensitivity Substrate, Thermo Fisher Sci-
entific) and a Chemidoc XRS+ (Bio-Rad). The levels of ABCD3, ACOX1, 
and MFP2 were determined versus β-actin and were calculated with 
Image Lab software (Bio-Rad). 

2.9.6. Characterization and quantification of very-long-chain fatty acids 
(VLCFA) by gas chromatography coupled with mass spectrometry (GC/MS) 

Fatty acids, including very-long-chain fatty acids (VLCFA; C ≥ 22) 
[61], were analyzed using GC/MS as previously described by Blondelle 
et al. [62]. Total cellular lipids were extracted by Folch’s method [63]. 
Fatty acids were quantitated with the use of an internal standard 
(C19:0), and calibration curves were obtained with fatty acid authentic 
standards. 

2.10. Mass spectrometry analysis of sterols 

Cellular homogenates were added to a screw-capped vial sealed with 
a teflon septum together with deuterium labeled or structural homolo-
gous internal standards, butylated hydroxytoluene and EDTA and 
flushed with argon for 20 min to remove air. Alkaline hydrolysis was 
allowed to proceed at room temperature (22◦C) with magnetic stirring 
for 30 min in the presence of ethanolic 0.5 M potassium hydroxide so-
lution. Sterols and oxysterols were collected by liquid to liquid extrac-
tion with hexane. Oxysterols were purified by SPE separation [64]. After 
correction of pH (<3) with HCl, all metabolites were extracted in 
sequential liquid to liquid extraction with hexane and ethylacetate. The 
organic solvents were evaporated under a gentle stream of argon and 
converted into trimethylsilyl ethers with [N,O-Bis(trimethylsilyl) 
trifluoroacetamide] (BSTFA) with trimethylchlorosilane (TCS) 1% 
(Pierce/Thermo Fisher Scientific). GC–MS analysis was performed as 
previously described [65]. 
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2.11. Statistical analysis 

Statistical analyses were performed using GraphPad Prism 8.0 soft-
ware (GraphPad Software, San Diego, CA, USA). Data were represented 
as the mean ± standard deviation (SD) and compared either with a 
Student’s t-test or with an ANOVA test followed by a Tukey’s test, which 
allows multiple comparisons and permits to assess any interaction. The 
heatmap representation was realized with GraphPad Prism 8.0 software. 
Data were considered statistically significant at a value of p ≤ 0.05. 

3. Results 

3.1. Phytochemical profile of milk thistle seed oil (MTSO) 

The MTSO used was from a Tunisian region (Sousse). It was prepared 
as previously described [29] and its phytochemical profile was estab-
lished by Zarrouk et al. [30]. The main characteristics of MTSO, which is 
a Mediterranean oil containing an elevated level of α-tocopherol, are 
summarized in Table 1. 

3.2. Attenuation of 7β-hydroxycholesterol-induced cell death by MTSO 
and α-tocopherol on C2C12 cells 

The impact of MTSO on cell growth, transmembrane mitochondrial 
potential (ΔΨm), and ROS production were evaluated on 7β-OHC- 
treated C2C12 cells. To this end, C2C12 cells were cultured with or 
without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of MTSO (100 µg/ 
mL) or α-tocopherol (400 µM) and then stained either with fluorescein 
diacetate (FDA), sulforhodamine 101 (SR101), 3,3′-dihexylox-
acarbocyanine iodide (DiOC6(3)) or dihydroethidium (DHE). The con-
centration of 7β-OHC used corresponds to the 50% inhibiting 
concentration (IC50); it inhibits by 50% the viability of C2C12 cells 
(Supplementary S1A). Concentrations of MTSO and α-tocopherol used 
significantly increase the viability of C2C12 cells (Supplementary S1B 
and S1C). In addition, it has also previously been shown on 158 N 
murine oligodendrocytes i) that the concentration of 400 μM was the 
highest non-cytotoxic concentration of α-tocopherol and ii) that this 
latter, compared to lower concentrations, was the most efficient to 
counteract 7β-OHC- and 7KC-induced cell death [24]. 

With the FDA and SR101 assays, a marked decrease in cell viability 
and density was observed under treatment with 7β-OHC compared to 

control and vehicle (ETOH and/or DMSO)-treated cells. Comparatively 
to untreated cells, the cytotoxic effects of 7β-OHC were characterized by 
a lower percentage of FDA-positive cells (cells with altered plasma 
membrane) and a lower percentage of SR101-positive cells (lower 
number of adherent cells) (Fig. 1A-B), whereas no significant differences 
were observed between untreated cells (control), vehicle-treated cells, 
MTSO-, and α-tocopherol-treated cells (Fig. 1A-B). These cytotoxic ef-
fects were strongly and significantly attenuated with MTSO and 
α-tocopherol (Fig. 1A-B), indicating that MTSO and α-tocopherol pro-
vided cytoprotection against 7β-OHC induced-cell death which is asso-
ciated with a loss of cell adhesion as shown by the presence of round 
cells floating in the culture medium by phase-contrast microscopy 
(Supplementary Figure S2). In addition, by phase microscopy, no 
difference was observed between control, vehicle-treated cells, MTSO-, 
and α-tocopherol-treated cells: the cell density and morphology were 
similar (Supplementary Figure S2). This cytoprotective effect of MTSO 
and α-tocopherol could be due at least in part to the ability of MTSO and 
α-tocopherol to reduce the cellular accumulation 7β-OHC in C2C12 cells 
from around 25% and 50%, respectively (Table 2). As MTSO contains 
high levels of fatty acids [30], mainly oleic acid, which can favor lipid 
droplets formation with cytoprotective activities against 7-ketocholes-
terol (7KC) – induced oxidative stress and cell death [53], the ability 
of MTSO and α-tocopherol to trigger lipid droplets formation was 
determined after staining with Oil Red O (ORO). Under our different 
conditions of treatments, no lipid droplets were observed in control, 
vehicle-treated cells and α-tocopherol-treated cells as well as in MTSO-, 
(7β-OHC + MTSO)-, and (7β-OHC + α-tocopherol) treated cells whereas 
around 10% of ORO positive cells were detected in 7β-OHC-treated cells. 
(Supplementary Figure S3). 

In addition, after staining with DiOC6(3), used to measure ΔΨm, a 
significant increase in C2C12 cells with depolarized mitochondria 
(DiOC6(3) negative cells) was observed under treatment with 7β-OHC. 
Interestingly, MTSO and α-tocopherol strongly prevent the loss of ΔΨm, 
as shown by lower percentages of cells with depolarized mitochondria 
(Fig. 1C). Similar percentages of cells with depolarized mitochondria (in 
the range of 10%) were observed in control, vehicle-treated cells, MTSO- 
, and α-tocopherol-treated cells (Fig. 1C). 

After staining with DHE, a strong increase in intracellular ROS level 
(DHE positive cells) was observed in the presence of 7β-OHC (Fig. 1D). 
This percentage of DHE positive cells was significantly attenuated by 
MTSO and α-tocopherol (Fig. 1D). Similar percentages of DHE positive 
cells (in the range of 5%) were observed in control, vehicle-treated cells, 
MTSO-, and α-tocopherol-treated cells (Fig. 1D). 

3.3. Prevention of 7β-hydroxycholesterol-induced peroxisomal changes 
by MTSO and α-tocopherol on C2C12 cells 

Peroxisomes are key metabolic organelles that participate in the 
control of RedOx homeostasis and lipid metabolism [66,67]. There are 
functionally connected to mitochondria and endoplasmic reticulum; 
peroxisomes located in the vicinity of mitochondria are often observed 
[68]. It is therefore supposed that peroxisomal changes (including 
morphologic, topographic and functional modifications) could favor 
mitochondrial dysfunctions contributing to the cytotoxic activities of 7β- 
OHC on C2C12 cells. Therefore, several peroxisomal parameters were 
studied with the use of complementary methods: transmission electron 
microscopy, fluorescence microscopy (Apotome) and flow cytometry, 
western blotting, RT-qPCR, and GC/MS. 

Under standard electron microscopy conditions all organelles are 
visualized except peroxisomes. However, under our particular staining 
conditions of cell samples with diaminobenzidine, all organelles 
(including peroxisomes) can be simultaneously visualized [59]. Thus, 
the observations of C2C12 cells by transmission electron microscopy 
allowed us to simultaneously reveal essential cellular constituents, 
namely peroxisomes, mitochondria, and endoplasmic reticulum. Control 
cells, MTSO (100 µg/mL)- and α-tocopherol (400 µM)- treated cells have 

Table 1 
Phytochemical profile of milk thistle seed oil (MTSO) from Tunisia.   

MTSO 
(Sousse-Tunisia) 

Fatty acid content (% of total fatty acids) 
∑UFA 80.83 ± 1.86 

56.77 ± 0.57% linoleic acid; 21.39 ± 0.02% oleic acid 
19.24 ± 0.17 
13.06 ± 0.07% palmitic acic 

∑SFA 

Tocopherol content (mg/kg of oil) 
Total tocopherol content 274 ± 24 

190 ± 20 α-tocopherol 
Phytosterol content (mg/kg of oil) 
Total phytosterol content 5891 ± 118 
Polyphenol content (mg equivalent quercetin/kg of oil) 
Vanillin 3.30 ± 0.01 

The data presented in the table are extracted from Wiem Meddeb’s PhD thesis 
(Université de Bourgogne Franche-Comté, Dijon, France; title: ‘Extraction, car-
actérisation physicochimique, profil lipidique et activité cytoprotectrice d’huiles de 
Chardon-Marie de Tunisie’, 2018) as well as from previous works realized in the 
laboratory [29,30]. UFA: unsaturated fatty acids, SFA: saturated fatty acids. In 
the MTSO used (Sousse, Tunisia), among tocopherols, α-tocopherol was present 
in highest quantity [30]. The following phytosterols were mainly present: 
β-sitosterol > campesterol > schotenol > stigmasterol > Δ5 avenasterol [30]. 
Vanillin was the only polyphenol identified [29]. 
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morphologically normal mitochondria with numerous cristae, round 
peroxisomes that are homogeneous in size (in the range of 0.4 ± 0.1 µm) 
and an endoplasmic reticulum (ER) which is rich in ribosomes and easily 
identified (Fig. 2A, C and E). In the presence of 7β-OHC (50 µM), major 
changes in the size and shape of the mitochondria and peroxisomes were 
detected. Several peroxisomes were observed in numerous cytoplasmic 
vacuoles, evocating a pexophagy process, and some elongated mito-
chondria were present (Fig. 2B). These changes were attenuated by 
MTSO and α-tocopherol treatment: the number of vacuoles containing 

peroxisomes was decreased whereas the number of morphologically 
normal mitochondria was increased (Fig. 2D and F). 

Moreover, the peroxisomal transporter ABCD3 is considered as a 
good marker for assessing peroxisomal mass and may also provide in-
formation on peroxisome biogenesis [69]. After staining with an anti- 
ABCD3 polyclonal antibody, stacks of structured illumination micro-
scopy images obtained in untreated cells, MTSO-, and α-tocopherol- 
treated cells showed a high density and a homogeneous distribution of 
peroxisomes in the cytoplasm (Fig. 3A). After incubation with 7β-OHC, a 

Fig. 1. Cytoprotective effect of milk thistle seed oil (MTSO, Sylibum marianum) and α-tocopherol on 7β-hydroxycholesterol-induced cell death, loss of 
transmembrane mitochondrial potential (ΔΨm), and reactive oxygen species (ROS) overproduction on C2C12 cells. C2C12 cells were incubated for 24 h with 
or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of MTSO (100 µg/mL) or α-tocopherol (α-toco, 400 µM). Under these conditions, cell viability and cell density 
were determined with the fluorescein diacetate (FDA) and sulforhodamine 101 (SR101) assays, respectively (A-B). Loss of transmembrane mitochondrial potential 
(ΔΨm) was measured by flow cytometry after staining with DiOC6(3) and evaluated by the percentage of DiOC6(3) negative cells (C). ROS overproduction was 
measured by flow cytometry after staining with dihydroethidine (DHE) and evaluated by the percentage of DHE positive cells. Data are the mean ± SD of two 
independent experiments performed in triplicate. A multiple comparative analysis between the groups, considering the interactions, was carried out using an ANOVA 
test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05 was considered statistically significant. The statistically significant differences between the groups, which are 
indicated by different letters, consider the vehicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%); d: 
comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus MTSO 
(100 µg/mL); h: comparison versus 7β-OHC (50 µM); i: comparison versus (7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM)). No significant differences were observed between 
the untreated (control) and vehicle-treated cells: EtOH (0.5%), DMSO (0.125%), EtOH (0.1%), and (EtOH (0.1%) + DMSO (0.125%)). 
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marked decrease in peroxisomal density, as well as peroxisomal aggre-
gates (which could correspond to pexophagy vesicles), were seen. In the 
presence of MTSO and α-tocopherol, these peroxisomal changes were 
attenuated (Fig. 3A). By flow cytometry, in agreement with the obser-
vations made by fluorescence microscopy (Apotome), a significant in-
crease in the percentage of cells with ABCD3 reduced level (in the range 
of 50%), indicating a decrease of the peroxisomal mass, was observed 
(Fig. 3B-C). Interestingly, this decrease of peroxisomal mass induced by 
7β-OHC was strongly counteracted in the presence of MTSO and 
α-tocopherol (Fig. 3A-C). Indeed, the percentage of cells with reduced 
ABCD3 level was in the range of 25% and of 20% when 7β-OHC was 
associated with MTSO and α-tocopherol, respectively (Fig. 3B-C). 
Comparatively to untreated cells, no effects of vehicles (ETOH, DMSO), 
MTSO, and α-tocopherol were observed on the peroxisomal mass: the 
percentages of cells with reduced ABCD3 were similar (around 20%) in 
these different conditions (Fig. 3B-C). In addition, RT-qPCR was applied 
to quantify Abcd3 gene expression levels. In the presence of MTSO 
(100 µg/mL) or α-tocopherol (400 µM), no differences in the mRNA 
expression level of Abcd3 was observed compared to untreated, MTSO, 
α-tocopherol, and vehicle-treated cells. However, with 7β-OHC, the 
mRNA expression level of Abcd3 gene was significantly decreased 
(Fig. 3D). The association of MTSO or α-tocopherol with 7β-OHC 
counteracted this decrease (Fig. 3D). Noteworthy, the results obtained 
by RT-qPCR agreed with those of western blot analysis (Fig. 4). 

In order to precise the impact of 7β-OHC on peroxisomal biogenesis 
the expression and level of peroxins, including Pex5, Pex13, and Pex14, 
were studied. Pex5 transports newly synthesized proteins from the 
cytosol to the peroxisomal matrix [70]. Pex13 and Pex14 are key com-
ponents of the peroxisomal docking complex localized at the peroxi-
somal membrane level and are required for peroxisome formation [71]. 
As shown by RT-qPCR, a significant decrease in Pex5 mRNA level was 

observed in 7β-OHC-treated cells compared to control, MTSO-, and 
α-tocopherol-treated cells (Fig. 3E). However, in the presence of 7β- 
OHC, an increase in Pex13 and Pex14 mRNA levels were observed 
(Supplementary Figure S4) underlying that peroxin expressions are 
differentially regulated under treatment with 7β-OHC. 

In addition, the effect of 7β-OHC on peroxisomal β-oxidation, which 
allows the degradation of very-long-chain fatty acids (VLCFA, C ≥ 22), 
was also studied (Fig. 4A). This pathway involves Acyl-CoA Oxidase 1 
(ACOX1) and the multifunctional protein 2 (MFP2). As shown by 
Western blot, significant decreases in ACOX1 (isoforms 75, 50, and 
25 kDa) and MFP2 occurred in the presence of 7β-OHC (Fig. 4B). When 
MTSO or α-tocopherol were associated with 7β-OHC, these decreases 
were strongly and significantly attenuated (Fig. 4B). As 7β-OHC induces 
a decreased level of ACOX1 and MFP2 involved in peroxisomal 
β-oxidation (Fig. 4A-B), this effect should favor the accumulation of 
VLCFA, which can contribute to cellular dysfunctions (oxidative stress 
and cell death induction) [72,73]. Therefore, the intracellular level of 
VLCFA was determined by GC/MS in our different culture conditions. As 
shown in Fig. 5, the analysis of VLCFA revealed a significant increase in 
behenic acid (C22:0), lignoceric acid (C24:0), nervonic acid (C24:1n-9), 
cerotic acid (C26:0), and hexacosenoic acid (C26:1n-9) levels, following 
treatment with 7β-OHC. This increase was normalized when 7β-OHC- 
treated C2C12 cells were simultaneously exposed to MTSO or 
α-tocopherol (Fig. 5). 

Altogether, our findings demonstrate that 7β-OHC-induced several 
peroxisomal changes i) which impact peroxisomal topography and mass, 
biogenesis, as well as β-oxidation and ii) which are strongly attenuated 
by MTSO and α-tocopherol. These data are summarized in the heatmap 
presented in Fig. 6. 

4. Discussion 

The oxysterols, formed either by auto-oxidation of cholesterol or 
enzymatically or by both processes, have a wide range of biological 
activities [74] and some of them are cytotoxic both in vitro and in vivo 
[11]. This is the case of 7β-OHC, which is a pro-oxidant and pro- 
inflammatory molecule [14]. Moreover, 7β-OHC can also activate 
different types of cell death: apoptosis, autophagy, necrosis, and oxia-
poptophagy [14,35,75]. Depending on the cell type considered, the 
ability of 7β-OHC to induce other types of cell death, such as ferroptosis, 
cannot be excluded [76]. Given its characteristics and the high levels of 
7β-OHC observed in biological fluids and lesions of certain age-related 
diseases (vascular wall in the case of cardiovascular diseases; cerebral 
cortex in the case of Alzheimer’s disease) [14], it seems that 7β-OHC 
likely contributes to the pathophysiology of these diseases and is also 
involved in ageing [17,77,78]. Recently, we have also shown that 7β- 
OHC was significantly increased (student’s t-test; p less than 0.05) in the 
plasma of normocholesterolemic patients aged 65 and over suffering 
from sarcopenia (7β-OHC plasma level: non sarcopenic subjects: 0.5 to 
4 nM, 2.12 ± 0.61 nM; sarcopenic patients: 1 to 7 nM, 3.29 ± 1.28 nM), 
characterized by a loss of muscle mass and strength, which is a factor of 
frailty in the elderly [22]. The plasma level of 7β-OHC + 7KC, which can 
be converted in 7β-OHC [14], was also significantly increased (student’s 
t-test; p less than 0.05) in the same subjects (7β-OHC + 7KC: non sar-
copenic subjects: 3 to 13 nM, 7.66 ± 2.62 nM; sarcopenic patients: 7 to 
30 nM, 12.65 ± 4.50 nM) [22]. In addition, on C2C12 cells differentiated 
into myotubes, we observed that the toxicity of 7β-OHC was greater than 
that of 7KC (our data not shown). Altogether, these data led us to choose 
C2C12 murine myoblasts as a cell model to demonstrate the strong 
cytotoxic activity of 7β-OHC [22]. To this end, 7β-OHC was used at its 
IC50 value (50 µM). Although this IC50 is elevated in the context of 
sarcopenia, while it is physiologically acceptable for cardiovascular 
diseases and Alzheimer’s disease [15], the concentration of 7β-OHC 
used on C2C12 makes it possible to compare the effects of this oxysterol 
from one cell type to another by addressing under well-defined condi-
tions the effects of 7β-OHC on organelles, oxidative stress and cell death 

Table 2 
Accumulation of 7β-hydroxycholesterol in C2C12 cells exposed to 7β-OHC (7β- 
OHC) with or without α-tocopherol (α-toco) or milk thistle seed oil (MTSO).   

7β-OHC 
(ng/million cells) 

Control 1.24 ± 0.02 
ETOH (0.5%) 1.73 ± 0.03 
DMSO (0.125%) 2.28 ± 0.03 
ETOH (0.1%) 1.45 ± 0.02 
ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%) 1.42 ± 0.01 
α-toco (400 µM) 0.60 ± 0.01 
MTSO (100 µg/mL) 2.70 ± 0.04 
7β-OHC (50 µM) 3972.84 ± 84.59 a f g h 

7β-OHC + α-toco (400 µM) 1699.09 ± 6.90 a f i 

7β-OHC + MTSO (100 µg/mL) 3196.43 ± 96.05 a e g i j 

Data are the mean ± SD of two independent experiments realized in triplicate. A 
multiple comparative analysis between the groups, taking into account the in-
teractions, was carried out using an ANOVA test followed by a Tukey’s test. As 
Pistacia Lentiscus L. seed oil (PLSO) also showed cytoprotective activities against 
7β-OHC-induced cytotoxic effects [22], the accumulation of 7β-OHC was also 
measured with this oil. Noteworthy, in the presence of PLSO, the cellular con-
centration of 7β-OHC was similar than in control cells (PLSO 1.36 ± 0.03). 
However, when PLSO was associated with 7β-OHC, the intracellular accumu-
lation of 7β-OHC was twice lower than with MTSO (7β-OHC + PLSO (100 µg/ 
mL): 1880.13 ± 68.91 a e h i k) and in the same range than with α-tocopherol. A p- 
value less than 0.05 was considered statistically significant. The statistically 
significant differences between the groups, which are indicated by different 
letters, take into account the vehicle used. a: comparison versus control; b: 
comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%); d: 
comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO 
(0.125%)); f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus MTSO 
(100 µg/mL); h: comparison versus PLSO (100 µg/mL), i: comparison versus 7β- 
OHC (50 µM); j: comparison versus (7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM)); k: 
comparison versus (7β-OHC (50 µM) + MTSO (100 µg/mL)). No significant 
differences were observed between untreated cells (control) and vehicle-treated 
cells. ETOH: ethanol. 
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[14]. Thus, on C2C12 cells, the effects of 7β-OHC were characterized by 
an induction of oxidative stress, alterations of organelles (mitochondria, 
peroxisome), and induction of cell death [22]. The observed cytotoxicity 
was also strongly mitigated by Tunisian Pistacia lentiscus L. seed oil 
(PLSO), rich in antioxidants and widely used in traditional Tunisian 
cooking [22]. Another Mediterranean oil used both in Tunisian cuisine 
and in traditional medicine is milk thistle seed oil (MTSO) [79]. In the 
present study, we are particularly interested in the effects of MTSO from 
the Sousse region (Tunisia) [30]. Given that 7β-OHC-induced mito-
chondrial dysfunctions are quite well described both morphologically 
and functionally on different cell types [80], and as mitochondria and 
peroxisomes are functionally connected organelles, we focused on the 
characterization of 7β-OHC-induced peroxisomal changes [81]. Indeed, 
mitochondrial dysfunction can favor peroxisomal dysfunction and 
reciprocally [49]. In the present study, we show that MTSO, enriched 
with α-tocopherol [30], strongly attenuates 7β-OHC-induced cell death 
on C2C12 cells. In addition, we are particularly interested in the ability 
of this oil to correct the peroxisomal alterations induced by 7β-OHC. We 

show that MTSO prevents peroxisomal topographical, morphological 
and functional changes induced by 7β-OHC as efficiently as α-tocopherol 
(one of the most potent lipid-soluble antioxidants in the body) [82], 
employed at high concentration (400 μM) often used as a cytoprotective 
molecule to attenuate the deleterious effects of cytotoxic oxysterols 
including 7-ketocholesterol (7KC), 7β-OHC and 24S-hydroxycholesterol 
[14,24,26]. 

On C2C12 myoblasts, 7β-OHC (50 μM, 24 h) is a toxic compound that 
triggers a mode of cell death associated with ROS overproduction. It is 
well established that this overproduction is partly mitochondrial [22]. 
However, in the presence of 7β-OHC, as observed with 7KC, an activa-
tion of NADP(H) oxidase cannot be excluded [83]. In addition, peroxi-
somal dysfunctions could also contribute to the increase in ROS 
production. Indeed, on C2C12 cells, 7β-OHC induce a decrease of Abcd1 
and Acox1 mRNA levels. It has been also shown on 158 N murine oli-
godendrocytes that decreasing Abcd1 and Acox1 expression with siRNAs 
increases ROS production [73]. As the overproduction of ROS is known 
to promote inflammation [84], it is hypothesized that the ability of 7β- 

Fig. 2. Transmission electron micro-
scopy: ultrastructural characterization of 
peroxisomes, mitochondria and endo-
plasmic reticulum on C2C12 cells 
cultured with or without 7β-hydrox-
ycholesterol in the presence or absence of 
milk thistle seed oil (MTSO) or α-tocoph-
erol. C2C12 cells were incubated for 24 h 
with or without 7β-OHC (50 µM) in the 
presence or absence of MTSO (100 µg/mL) or 
α-tocopherol (α-toco, 400 µM). Ultrastruc-
tural aspects of peroxisomes, mitochondria 
and endoplasmic reticulum in untreated cells 
(control) (A), α-tocopherol-treated cells (C), 
and MTSO-treated cells (E): numerous mito-
chondria with regular and homogenous 
shapes, clear and regular cristae as well as 
round and regular peroxisomes were detec-
ted; the endoplasmic reticulum is also clearly 
observed. In 7β-OHC-treated cells (B), irreg-
ular mitochondria with an increased size, 
reduced matrix density, and disrupted 
cristae, as well as peroxisomes with 
abnormal sizes and shapes were visualized. 
In (7β-OHC + α-tocopherol)-treated cells (D) 
and (7β-OHC + MTSO)-treated cells (F), 
mainly mitochondria and peroxisomes 
morphologically similar than those present 
in the control cells were observed. The white 
arrows point towards mitochondria, the yel-
low arrows point towards peroxisomes and 
the red arrows point towards endoplasmic 
reticulum.   
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OHC to trigger mitochondrial and peroxisomal dysfunctions leading to a 
rupture of RedOx homeostasis could favor the increase of pro- 
inflammatory cytokines often observed in patients with severe forms 

of sarcopenia [85]. 
On C2C12 cells, the 7β-OHC-induced oxidative stress is associated 

with a mode of cell death characterized by important morphological 

Fig. 3. Attenuation by milk thistle seed oil (MTSO) and α-tocopherol of 7β-hydroxycholesterol-induced changes of the peroxisomal topography, mass and 
biogenesis on C2C12 cells. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of MTSO (100 µg/mL) or α-tocopherol 
(α-toco, 400 µM). The effect of MTSO and α-tocopherol against 7β-OHC-induced changes of peroxisomal membrane transporter (ABCD3) was analyzed by structured 
illumination microscopy (apotome) (A) as well as flow cytometry (FCM) (B-C). The relative gene expression of Abcd3 (D) and Pex 5 (E) mRNAs was determined by 
real time-quantitative polymerase chain reaction (RT-qPCR). The data are presented as the mean ± SD of two independent experiments performed in triplicate. A 
multiple comparative analysis between the groups, considering the interactions, was carried out using an ANOVA test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 
0.05 was considered statistically significant. The statistically significant differences between the groups, which are indicated by different letters, consider the vehicle 
used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%); d: comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison 
versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus MTSO (100 µg/mL); h: comparison versus 7β-OHC (50 µM); i: 
comparison versus (7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM)). No significant differences were observed between untreated cells (control) and vehicle-treated cells. 

Fig. 4. Effect of milk thistle seed oil (MTSO) and 
α-tocopherol on the level of ABCD3 peroxisomal 
transporter and enzymes of the peroxisomal 
β-oxidation (ACOX1, MFP2) in untreated cells and 
7β-hydroxycholesterol-treated C2C12 cells. C2C12 
cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC 
(50 µM) in the presence or absence of MTSO (100 µg/ 
mL) or α-tocopherol (α-toco, 400 µM). Schematic rep-
resentation of the biochemical pathway of the peroxi-
somal β-oxidation of very-long-chain fatty acids 
(VLCFA) (A). Peroxisomal β-oxidation was character-
ized by Western blotting with different antibodies (B): 
transporter, peroxisomal acyl-CoA oxidase 1 (ACOX1), 
and peroxisomal multifunctional enzyme type 2 
(MFP2). The data are presented as the mean ± SD of 
two independent experiments performed in triplicate 
and compared with a student’s t Test. A p-value less 
than 0.05 was considered statistically significant. The 
statistically significant differences are indicated by 
different symbols: * comparison between MTSO, 
α-tocopherol, 7β-OHC, and (7β-OHC + MTSO) versus 
the corresponding vehicle; # comparison between 7β- 
OHC, (7β-OHC + MTSO) and (7β-OHC + α-toco). No 
significant differences were observed between un-
treated cells (control) and vehicle-treated cells.   
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changes as revealed by phase-contrast microscopy and TEM. As previ-
ously reported on 7β-OHC-treated adherent cells, 7β-OHC-induced cell 
death is associated with a reduced number of adherent cells and an 
increased number of cells floating in the culture medium [14,80]. As 

oxysterols, including 7β-OHC, have an important impact on the bio-
physical properties of the plasma membrane, including the formation of 
liquid-ordered domains, this could at least in part contribute to the loss 
of cell adhesion [86]. In this context, deleterious effects of 7β-OHC on 

Fig. 5. Attenuation by milk thistle seed oil (MTSO) and α-tocopherol of 7β-hydroxycholesterol-induced accumulation of very-long-chain fatty acids 
(VLCFA) in C2C12 cells. C2C12 cells were incubated for 24 h with or without 7β-OHC (50 µM) in the presence or absence of MTSO (100 µg/mL) or α-tocopherol 
(α-toco, 400 µM). The level of VLCFA (C ≥ 22) was determined by GC–MS: C22:0 (A), C22:1n−9 (B), C24:0 (C), C24:1n−9 (D), C26:0 (E) and C26:1n−9 (F). Data are 
the mean ± SD of two independent experiments. A multiple comparative analysis between the groups, considering the interactions, was carried out using an ANOVA 
test followed by a Tukey’s test. A p-value less than 0.05 was considered statistically significant. The statistically significant differences between the groups, which are 
indicated by different letters, consider the vehicle used. a: comparison versus control; b: comparison versus ETOH (0.5%); c: comparison versus DMSO (0.125%); d: 
comparison versus ETOH (0.1%); e: comparison versus (ETOH (0.1%) + DMSO (0.125%)); f: comparison versus α-toco (400 µM); g: comparison versus PLSO (100 µg/ 
mL); h: comparison versus 7β-OHC (50 µM); i: comparison versus (7β-OHC (50 µM) + α-toco (400 µM)). No significant differences were observed between untreated 
cells (control) and vehicle-treated cells. 

Fig. 6. Heatmap representation of the cytoxicity of 7β-hydroxycholesterol and of the cytoprotective effects of milk thistle seed oil (MTSO) and 
α-tocopherol on C2C12 cells by considering cell death, transmembrane mitochondrial potential, ROS overproduction and peroxisomal status. Heatmap 
graded from green (little or no effect: 0) to pink (maximum effect: 100). 
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the biophysical properties of organelle membranes (mitochondria, 
peroxisome) are also very likely. It has been previously shown by video 
microscopy on A7r5 rat smooth muscle cells, that this loss of cell 
adhesion was preceded by the drop of ΔΨm analyzed with the use of 
DiOC6(3) [87]. By analogy, the important mitochondrial changes trig-
gered by 7β-OHC on C2C12 cells, especially the loss of ΔΨm, could 
contribute to this process. Note that this functional change is also 
associated with ultrastructural modifications of mitochondria revealed 
by the presence of swollen and large mitochondria also observed on 
other cell types, such as 158 N murine oligodendrocytes, in the presence 
of toxic oxysterols such as 7β-OHC [88]. It is suggested that these 
modifications aimed to increase the surface area of the mitochondrial 
cristae, which are the site of oxidative phosphorylation for ATP pro-
duction [89]. These ultrastructural modifications could thus be consid-
ered as a cellular response to mitigate mitochondrial energy 
dysfunctions and to prevent cell death and major peroxisomal activities 
requiring ATP production, such as the transport of various types of fatty 
acids (VLCFA, docosahexahenoic acid (C22:6n-3), pristanic acid, di- and 
trihydroxy-cholestanoic acid (DHCA and THCA), and dicarboxylic acid 
(DCA)) in the peroxisome via ATP binding cassette transporter subtype 
D (ABCD1, ABCD2, and ABCD3), whose activity requires ATP [90]. 

If we consider that ROS overproduction and mitochondrial dys-
functions can have several consequences on the peroxisomal status and 
subsequently on the activity of skeletal muscle cells, other modifica-
tions, independent of these parameters are also to be envisaged. This has 
led to the clarification of 7β-OHC effects not only on peroxisomal 
β-oxidation but also on peroxisomal mass, topography, and ultrastruc-
ture. To date, little is known on the role of peroxisomes in skeletal 
muscle cells in normal and pathological conditions. However, in patients 
with congenital peroxisomopathies (adrenomyeloneuropathies, Refsum 
disease), skeletal muscle damages have been reported and are charac-
terized by exercise intolerance and myalgia suggesting that peroxisomal 
abnormalities affect muscle function [91]. With the different comple-
mentary parameters considered in this study to evaluate the effects of 
7β-OHC on this organelle, it emerges that 7β-OHC (as shown with 7KC 
on 158 N murine oligodendrocytes [92,93], BV-2 microglial cells [94] 
and N2a neuronal cells [95]) induces several and important peroxisomal 
modifications. Therefore, in several age-related diseases (cardiovascular 
diseases, Alzheimer’s disease, age-related macular degeneration, cata-
ract, sarcopenia), where increased levels in 7β-OHC and/or 7KC are 
often observed in the organs affected by the disease but also in the 
biological fluids (plasma and/or cerebrospinal fluid), peroxisomal al-
terations are likely to occur. It was therefore of interest to analyze and 
characterize the effects of 7β-OHC at the peroxisomal level using C2C12 
cells as cell model. Interestingly, 7β-OHC level is increased in the plasma 
of sarcopenic patients [22]. Therefore, it is also important to find mol-
ecules or mixtures of molecules able to counteract these peroxisomal 
modifications leading to peroxisomal dysfunctions: this is the purpose of 
pexotherapy. 

From an ultrastructural point of view, the results on 7β-OHC-treated 
C2C12 myoblasts evoke those obtained on 158 N oligodendrocytes when 
these latter were cultured with either 7β-OHC or 7KC [80]: the peroxi-
somes are heterogeneous in morphology and size and are often present 
in vacuoles whose number is increased compared to untreated cells. In 
highly specialized hospital pathology laboratories, these peroxisomal 
ultrastructural changes could serve as biomarkers of oxysterol toxicity in 
tissues of different organs. Electron microscopy (in the absence of mo-
lecular biomarkers that can be used routinely) could exceptionally be a 
tool to consolidate a pathophysiological hypothesis to address peroxi-
somal alterations. The presence of vacuoles containing altered peroxi-
somes suggests a process of pexophagy as demonstrated in 7KC-treated 
158 N cells [93]. This hypothesis is supported by the decrease in 
peroxisomal mass quantified by flow cytometry using ABCD as a 
peroxisomal mass marker [59,69,94]. Furthermore, by RT-qPCR, a 
decrease in the Abcd3 mRNA level is also observed. The decrease in 
peroxisomal mass and the morphological alterations observed are also 

associated with a reduction of the expression of the gene encoding for 
the Pex5 protein, involved in peroxisomal biogenesis: Pex5 acts as a 
shuttle for the import of peroxisomal matrix proteins [70]. Altogether, 
our data support that the decrease in peroxisomal mass in 7β-OHC- 
treated C2C12 cells could be the consequence of an induction of pex-
ophagy and a decrease in peroxisomal biogenesis. As a decreased Pex5 
level has been described during ageing in cortical neurons in male and 
female mouse brains [96], our data suggest that 7β-OHC could also 
affect ageing in myoblasts. On the other hand, in the presence of 7β- 
OHC, we also observed an increase in the mRNAs of two peroxins, Pex13 
and Pex14, which are also involved in peroxisomal biogenesis [71] and 
are often deficient in Zellweger’s disease, a rare and fatal peroxisom-
opathy [97]. However, it has been described that Pex14 can contribute 
to autophagy [98]. Pex14 could therefore favor pexophagy that can be 
induced by 7β-OHC. Similarly, the peroxin Pex13 was involved in 
peroxisomal biogenesis and has been associated to the activation of se-
lective autophagy of Sindbis virus (virophagy) and to autophagy of 
altered mitochondria (mitophagy) [99]. Thus, under the effect of 7β- 
OHC, the activation of a mitophagy process involving Pex13 could be 
explained at least in part by the fact that this oxysterol induces several 
mitochondrial dysfunctions. 

Furthermore, at the peroxisomal level, western blot analyses showed 
a decrease in the expression of the peroxisomal enzymes; ACOX1 and 
MFP2, involved in the peroxisomal β-oxidation of VLCFA [39]. Such 
results were also observed with 7β-OHC on 158 N cells as well as in the 
presence of 7KC on 158 N, BV-2, and N2a cells [80]. This decrease in the 
expression of ACOX1 and MFP2 results in a decrease in peroxisomal 
β-oxidation which favors an intracellular accumulation of VLCFA that 
can contribute to the lipotoxicity induced by 7β-OHC: activation of 
oxidative stress and induction of cell death [100]. It is proposed that 
intracellular accumulation of VLCFA could be a common metabolic 
biomarker for cytotoxic oxysterols in different cell types. 

According to the results obtained with 7β-OHC on C2C12 myoblasts, 
but also on other types of cells (vascular wall cells, monocytes/macro-
phages, nerve cells), the prevention of this oxysterol toxicity is always 
associated with a strong attenuation of oxidative stress and mitochon-
drial dysfunction [14,80]. According to the few studies carried out to 
date, mainly in our laboratory on 158 N and C2C12 cells, natural mol-
ecules (α-tocopherol; docosahexaenoic acid (DHA); biotin) or synthetic 
molecules (dimethyl fumarate (DMF); monomethyl fumarate (MMF)) as 
well as Pistacia lentiscus L. seed oil (PLSO), which strongly attenuate 7β- 
OHC-induced cell death, also prevent the peroxisomal changes induced 
by this oxysterol [80]. These different molecules are therefore of interest 
not only in mitotherapy but also in pexotherapy. The present study 
carried out on C2C12 cells, also shows that MTSO, which strongly re-
duces the overproduction of ROS, the drop of ΔΨm and cell death on 
C2C12 cells also strongly counteract peroxisomal alterations. Thus, to 
date, our data establish that two Mediterranean oils characterized by 
their strong antioxidant power, MTSO and PLSO, are able to reduce the 
toxicity of 7β-OHC on vascular, nerve and muscle cells. From a nutri-
tional point of view, these oils, which are rich in α-tocopherol [30], are 
of potential interest to prevent and/or slow down the development of 
frequent age-related diseases: cardiovascular and neurodegenerative 
diseases and sarcopenia. Based on the results presented in this study 
(Table 1) and described above by Zarrouk et al. [30], and those previ-
ously described by Ghzaiel et al. for PLSO [22], the concentrations of 
α-tocopherol provided by the MTSO and PLSO in the culture medium are 
44 and 15 nmoles/L, respectively. It is therefore unlikely that cytopro-
tection could be due to α-tocopherol. It is however important to note that 
the cytoprotective effects observed with MTSO as well as PLSO are 
similar and are comparable to α-tocopherol, used at high concentration 
(400 µM) to serve as a reference cytoprotective molecule. Therefore, 
other molecules with potential cytoprotective activities must be taken in 
consideration and synergic activities between these molecules (fatty 
acids, polyphenols, tocopherols) must be considered because of the 
ability of these compounds to act simultaneously on several signaling 
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pathways involved in 7β-OHC toxicity [80]. Among polyphenols, 
vanillin is the only one identified in MTSO, however, its low level 
(3.30 ± 0.01 mg equivalent of quercetin/kg of oil) does not allow to 
envisage a cytoprotective activity under our experimental conditions. As 
for phytosterols mainly present in MTSO 
(β-sitosterol > campesterol > schotenol > stigmasterol > Δ5 avenas-
terol), no data are available concerning their in vitro cytoprotective 
effects. Since fatty acids, especially oleic acid, are main compounds of 
MTSO but also PLSO [22,30], assessing their ability to prevent 
oxysterols-induced cell death is a major point. As it has been previously 
shown that oleic acid has a cytoprotective activity against 7-KC [53], 
this could be also the case against 7β-OHC. It is therefore hypothesized 
that the cytoprotection observed with MTSO as well as PLSO could be 
the consequence of an esterification with oleic acid on the carbon 3 of 
7KC and 7β-OHC [32]. This hypothesis could explain similar cytopro-
tective activities with MTSO and PLSO. In addition, as oleic acid induces 
the formation of lipid droplets on murine microglial BV-2 cells [53] and 
as lipid droplets can reduce oxidative stress and lipotoxicity [101,102], 
it was important to determine wether MTSO, which is rich in oleic acid, 
was able to induce lipid droplet formation. The hypothesis of a cyto-
protective effect of MTSO, as well as α-tocopherol, involving lipid 
droplets formation is excluded since no ORO-positive droplets were 
observed in our different culture conditions except in the presence of 
oleic acid used as positive control and 7β-OHC-treated cells. With 
cytotoxic oxysterols, 24S-OHC, 25-hydroxycholesterol [26], and 7KC 
[103], which also modifies the ratio (polar lipids/neutral lipids) 
[104,105], the presence of lipid droplets has previously been reported. 
Therefore, with cytotoxic oxysterols, including 7β-OHC, the presence of 
lipid droplets could be considered as a response to oxidative stress. 
According to our result, the absence of lipid droplets with MTSO is a 
positive point. Indeed, a cytoprotection with lipid compounds that do 
not lead to the formation of lipid droplets is unlikely to lead in vivo to 
undesirable steatosis in different cell types. In addition, whereas MTSO 
and PLSO have several common points in terms of cytoprotective ac-
tivities [22], we also have observed that PLSO more efficiently decreases 
the cellular accumulation of 7β-OHC than MTSO. It can therefore be 
assumed that in long term treatments required to prevent the develop-
ment of age-related diseases associated with increased levels of 7β-OHC 
and/or 7KC, the cytoprotective efficacy of PLSO could be greater than 
that of MTSO. 

5. Conclusion 

In nerve cells (glial, microglial and neuronal cells), it was previously 
reported that 7β-OHC as well as 7KC induce quantitative and qualitative 
peroxisomal modifications [106]. In the present study, on C2C12 cells, 
we demonstrated that 7β-OHC-induced cell death is also associated with 
important morphological, topographical and functional modifications of 
peroxisome These effects are strongly attenuated by MTSO as well as by 
α-tocopherol. The ability of both MTSO and Pistacia lentiscus L. seed oil 
(PLSO) to counteract both peroxisomal and mitochondrial dysfunctions 
shows that the concept of pexotherapy and mitotherapy can be applied 
in nutrition with foods, such as oils from plant seeds used in herbal 
medicine. In a therapeutic context focused on pexotherapy, the 
bioavailability and the efficiency of the beneficial compounds present in 
MTSO could be improved using different approaches. This can include 
microencapsulation strategies, nano-emulsions, functionalized nano-
particles, chimeric trackable molecules allowing to target specific cell 
compartments as well as organelles (mitochondria or peroxisome) with 
specifically designed nanoplatforms associated with cytoprotective 
compounds present in MTSO (Targeted Organelle Nano-therapy [TORN- 
therapy]) [107,108] as well as functional foods. Thus, beyond sarco-
penia, the use of MTSO and its major nutrients opens new perspectives 
for the prevention and/or treatment of diseases, such as age-related 
diseases, in which alterations of the peroxisome can be involved. 
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Abstract

7-Ketocholesterol (or 7-oxocholesterol) is an oxysterol essentially formed by cholesterol 

autoxidation. It is often found at enhanced levels in the body fluids and/or target tissues of 

patients with age-related diseases (cardiovascular, neuronal, and ocular diseases) as well as in 

subjects concerned with civilization diseases (type 2 diabetes, bowel diseases, and metabolic 

syndrome). The involvement of increased 7-ketocholesterol levels in the pathophysiology 

of these diseases is widely suspected. Indeed, 7-ketocholesterol at elevated concentrations 

is a powerful inducer of oxidative stress, inflammation, and cellular degeneration which 

are common features of all these diseases. It is important to better know the origin of 

7-ketocholesterol (diet, incidence of environmental factors, and endogenous formation 

(autoxidation and enzymatic synthesis)) and its inactivation mechanisms which include 

esterification, sulfation, oxidation, and reduction. This knowledge will make it possible to act 

at different levels to regulate 7-ketocholesterol level and counteract its toxicity in order to 

limit the incidence of diseases associated with this oxysterol. These different points as well as 

food and biomedical applications are addressed in this review.

Introduction

7-ketocholesterol (7KC; C27H44O2; PubChem CID 91474; 
also named 7-oxocholesterol) is a lipid molecule. It is 
a cholesterol oxide derivative (oxysterol) essentially 
resulting from the autoxidation of cholesterol which 
is the most abundant member of a family of polycyclic 
compounds known as sterols. 7KC was first identified 
in large quantities in oxidized low-density lipoproteins 
(LDLox) and in atherosclerotic plaques (Brown & Jessup 
1999, Vejux & Lizard 2009). It is also present in high 
quantities in the retina of patients with age-related 
macular degeneration (AMD) (Rodríguez & Larrayoz 
2010) and in the cortex of Alzheimer’s patients (Testa et al. 
2016). The contribution of 7KC to Alzheimer’s disease is 
well documented (Mahalakshmi et  al. 2021). 7KC is also 
increased in the plasma of sarcopenic patients (Ghzaiel 
et  al. 2021b). 7KC is also elevated in plasma and tissues 
of patients with rare diseases such as Smith–Lemli–Opitz 
syndrome (SLO) (PMID: 26976653), Nieman Pick disease 
type C (PMID: 29626102), and type B (PMID: 31009661), 
as well as in patients with severe forms of X-linked 
adrenoleukodystrophy (X-ALD, PMID: 300100) (Nury 
et  al. 2017). In vitro, 7KC induces oxidative stress, as well 
as cytokinic and non-cytokinic inflammation, often 
leading to an apoptotic mode of cell death associated 
with autophagy criteria. The type of cell death frequently 
induced by 7KC, as well as by other cytotoxic oxysterols 
(7β-hydroxycholesterol, 24S-hydroxycholesterol, 
25-hydroxycholesterol, 5,6 epoxycholesterol isomers), is 
defined as oxiapoptophagy (Nury et al. 2021b) and has been 
observed on different cell types: human monocytic U397 

cells (Monier et al. 2003), human myeloma cells (Jaouadi 
et  al. 2021), nerve cells (158N oligodendrocytes (Nury 
et al. 2014, 2015), murine microglial BV-2 cells (Nury et al. 
2017), murine neuronal N2a-cells (Yammine et  al. 2020), 
human bone marrow mesenchymal stem cells (Paz et  al. 
2019), and L929 mouse fibroblast cells (You et  al. 2021). 
Currently, due to the ability of 7KC to trigger cytotoxic 
activities (oxidative stress, inflammation, cell death 
induction) characterizing frequent age-related diseases 
(cardiovascular, ocular, and neurodegenerative diseases), 
the involvement of this oxysterol in the pathophysiology 
of these illnesses is well accepted (Zarrouk et  al. 2014, 
Samadi et al. 2021). Consequently, to efficiently treat these 
highly disabling diseases which have a high cost for society, 
a better knowledge of the production and inactivation of 
7KC is required. However, if 7KC is mainly studied for its 
cytotoxic activities, this should not lead to ignore that 
this molecule could also have beneficial effects on the 
immune response, control of infectious diseases, and cell 
proliferation and differentiation (Lembo et  al. 2016, de 
Freitas et al. 2021, Ghzaiel et al. 2021a).

Cholesterol and related sterols autoxidation: 
formation of 7-ketocholesterol

Cholesterol autoxidation falls within the lipid peroxidation 
field. Cholesterol oxide derivatives (also named oxysterols) 
are 27 carbons molecules formed by the addition of oxygen 
to the cholesterol molecule (an overview of oxysterols 

Redox Experimental Medicine  

(2022) 2022, R40–R56

https://doi.org/10.1530/REM-22-0005
https://rem.bioscientifica.com © 2022 The authors

Published by Bioscientifica Ltd.

This work is licensed under a Creative Commons 
Attribution 4.0 International License.

Downloaded from Bioscientifica.com at 07/29/2022 08:16:35AM
via free access

https://doi.org/10.1530/REM-22-0005
http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/
http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/


R42I Ghzaiel and others 2022:1

formation is provided on the LipidWeb website: https://
lipidmaps.org/resources/lipidweb/lipidweb_html/lipids/
simple/chol-der/index.htm; May 2022). This addition of 
oxygen to cholesterol can be achieved by non-enzymatic 
and/or enzymatic reactions (Mutemberezi et  al. 2016a, 
Brown et al. 2021). Electrochemical oxidation of cholesterol-
generating numerous oxysterols, including 7KC, in a short 

time has also been described (Weber et al. 2016). The term 

autoxidation refers to non-enzymatic oxidation which 

can be considered as a part of chemical reactions which 

contribute to produce cholesterol derivatives (Morzycki 

2014). For cholesterol, a distinction is made between type 

I autoxidation induced by reactive oxygen species (ROS 

such as superoxide anion (O2
·−) and hydroxyl anion (HO·)), 

reactive nitrogen species (RNS such as nitric oxide (NO) 

and peroxynitrite ONOO·), Fenton reaction (H2O2 + Men+ 

→ HO· + OH− + Me(n+1)+ where Me is a transition metal such 

as copper, iron, or aluminium) or Haber–Weiss reaction 

(O2
·− + H2O2 → HO· + HO− + O2)), and type II autoxidation 

induced by ozone (O3), hypochlorite (HOCl), and singlet 

oxygen (1ΔgO2) (Iuliano 2011). The preferred site for 
cholesterol autoxidation is at carbon 7 where the carbon–
hydrogen bond is weak (Iuliano 2011). The three oxysterols, 

7-ketocholesterol (7KC), 7β-hydroxycholesterol (7β-OHC), 
and 7α-hydroxycholesterol (7α-OHC), are mainly formed 
by type I autoxidation and 7KC is the most abundant 
(Anderson et al. 2020, Nury et al. 2021a) (Fig. 1A). Hydro-
peroxycholesterol C4, C5, and C6 are also produced by type 
I autoxidation and give 4α-hydroxycholesterol (4α-OHC), 
5α- or 5β-hydroxycholesterol (5α-OHC or 5β-OHC: 5α/β-
hydroxycholesterol), and 6α- or 6β-hydroxycholesterol (6α-
OHC or 6β-OHC: 6α/β-hydroxycholesterol), respectively 
(Zerbinati & Iuliano 2017) (Fig. 1B). 4β-hydroxycholesterol 
(4β-OHC) is enzymatically formed by CYP3A4 and CYP3A5 
in humans (Diczfalusy et  al. 2011, Mutemberezi et  al. 
2016a). As for cholesterol epoxides (5α,6α-epoxycholesterol 
and 5β,6β-epoxycholesterol), which are stable molecules 
(Paillasse et al. 2012), they can be formed either by type I 
autoxidation or type II autoxidation (with O3) and can 
give cholestane 3β,5α,6β-triol (cholestane-triol) (Noguer 
et  al. 2017) which can also be enzymatically formed 
from 5α,6α-epoxycholesterol by the cholesterol epoxide 
hydrolase (Ch-EH) (Iuliano 2011, Silvente-Poirot & Poirot 
2012, Zerbinati & Iuliano 2017) (Fig. 1B). Noteworthy, 
whereas the reactions on the cholesterol side chain are 
mostly enzymatic reactions, 25-hydroxycholesterol 

Figure 1

Production of oxysterols, including 7-ketocholesterol, by cholesterol autoxidation. (A) 7-Ketocholesterol can be formed by type I autoxidation as well as 

Fenton and Haber–Weiss reactions. (B) 4α-Hydroxycholesterol, 5α (or 5β)-hydroxycholesterol (5α/β-hydroxycholesterol), and 6α (or 6β)-hydroxycholesterol 

(6α/β-hydroxycholesterol) are formed by cholesterol autoxidation involving type I autoxidation (ROS/RNS), whereas 5α,6α-epoxycholesterol and 

5β,6β-epoxycholesterol can be formed by type I autoxidation (ROS/RNS) and type II autoxidation (Ozone: O3). Triol is formed from 5α,6α epoxycholesterol 

or 5β,6β epoxycholesterol in an acidic environment.
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(25-OHC) can be formed both by autoxidation as 
well as enzymatically by the enzyme 25-hydroxylase 
(cholesterol + AH2 + O2 ↔ 25-hydroxycholesterol + A + H2O) 
(Lund et al. 1998).

Exogenous and endogenous sources 
of 7-ketocholesterol

Dietary origin of 7-ketocholesterol

Oxysterols formed by autoxidation, such as 7KC, are often 
present in high amounts in manufactured food products 
(Yan 1999, Rodriguez-Estrada et  al. 2014, Poli et  al. 2022). 
With the following oxysterols (7α-hydroxycholesterol 
(7α-OHC), 7β-hydroxycholesterol (7β-OHC), 5α,6α-
epoxycholesterol (5α,6α-EPOC), 5β,6β-epoxycholesterol 
(5β,6β-EPOC), cholestane-3β,5α,6β-triol (cholestane-triol), 
and 25-hydroxycholesterol (25-OHC)), 7KC is one of the 
oxysterols present in significant quantities in food products 
of animal origin (Maraschiello et al. 1998, Petrón et al. 2003, 
Canzoneri et al. 2022). While 7KC is metabolized by the liver 
(Lyons et  al. 1999), the lack of regulation on the content 
of cytotoxic oxysterols mainly formed by autoxidation 
(7KC, 7β-OHC, 5β,6β-EPOC, cholestane-triol) and present 
in manufactured food products constitutes a real public 
health problem when they are consumed regularly and 
in large quantities. Thus, 7KC is abundant in industrial 
foods associated with a complex manufacturing process 
involving raw materials where cholesterol is present in large 
quantities (butter, cream, eggs, meat, milk, milk chocolates) 
(Clariana & García-Regueiro 2011, Risso et al. 2021, 2022). 
In addition, during the industrial processes, high heating 
steps and exposure to air favour cholesterol autoxidation 
(Sabolová et al. 2017). Prolonged storage of butter, pastries, 
shellfish, and meat also promotes the formation of 7KC 
(Nielsen et al. 1996, Lee et al. 2001, Mazalli & Bragagnolo 
2007, Hernández Becerra et al. 2014). In traditional cuisine, 
the way of cooking can also lead to more or less important 
7KC formation (Echarte et al. 2005, Lee et al. 2006). It is also 
important to highlight that several oxysterols, including 
7KC, have been identified in high quantities in baby’s and 
children’s foods (Sander et al. 1989, Kilvington et al. 2021). 
Some data support the serious consequences of oxysterols 
on the intellectual and physical development of children 
(Kilvington et  al. 2021) and underline that they could 
promote metabolic syndrome and obesity (Guillemot-
Legris et  al. 2016, Mutemberezi et  al. 2016b), as well as 
inflammatory bowel disease (Guina et al. 2015). Therefore, 
in the food industry, it seems important to take appropriate 

measures to control and limit oxysterol levels in food. 
In a first step, oxysterols profile (realized by HPLC-mass 
spectrometry or gas chromatography-mass spectrometry) 
could be implemented as a guarantee of quality, safety, 
and nutritional value in the selection of ingredients but 
also during processing and storage (van de Bovenkamp 
et al. 1988, Razzazi-Fazeli et al. 2000, Gorassini et al. 2017). 
In addition, some oxysterols present in the digestive tract, 
such as 7KC, can also come from cholesterol-rich foods 
and can be the consequence of digestion in the stomach. 
Indeed, the acidic pH of the latter, and the presence of free 
iron and heme proteins, such as myoglobin provided by 
red meats, make it a very pro-oxidant medium which can 
favour cholesterol autoxidation (Kanner & Lapidot 2001, 
Lapidot et al. 2005). It is suggested that the presence of 7KC 
in the stomach could destabilize the gastric epithelial cell 
barrier (Gajewski et al. 2016).

Metabolic origin of 7-ketocholesterol

The production of 7KC by type I autoxidation is the most 
frequent and it is well established in several age-related 
diseases (Zarrouk et  al. 2014, Zerbinati & Iuliano 2017, 
Nury et  al. 2021a). However, 7KC can also be obtained 
enzymatically (Fig. 2). Thus, 7KC can also be formed 
enzymatically from 7β-OHC by the hydroxysteroid 
dehydrogenase type 2 (11β-HSD2; HSD11B2 gene, OMIM 
614232) which is mainly expressed in the kidney, colon, 
and placenta (Ferrari 2010). In addition, in patients with 
cerebrotendinous xanthomatosis or with SLO syndrome, 
7KC can be formed from 7-dehydrocholesterol (7DHC, a 
direct precursor in cholesterol biosynthesis belonging to 
the Kandutsch–Russel pathway (Petrov et al. 2016)) by the 
enzyme cholesterol-7α-hydroxylase (CYP7A1) (Liu et  al. 
2013, Björkhem et al. 2014).

Age-related diseases and civilization diseases 
associated with 7-ketocholesterol

7KC is greatly increased in the tissues (vascular wall, retina, 
and certain brain regions) of patients with cardiovascular 
diseases, AMD, Alzheimer’s disease, and Parkinson’s 
disease (Zarrouk et al. 2014, Pariente et al. 2019), and most 
likely in X-ALD which is also associated with important 
oxidative stress (Deon et al. 2016, Nury et al. 2017). It is now 
well accepted that 7KC, which triggers oxidative stress and 
inflammation leading to numerous cell damages, plays 
key roles in the pathophysiology and in the outcome of 
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age-related diseases (Samadi et al. 2021). Several data also 
support that 7KC can contribute to ageing (de Medina et al. 
2022) as well as civilization diseases such as diabetes type 2 
(Endo et al. 2008, Samadi et al. 2019), bowel diseases (Poli 
et  al. 2013), metabolic syndrome, and obesity (Murdolo 
et al. 2016) resulting from life habits (diet, physical activity), 
environmental pollution (air pollution, endocrine 
disrupters, and obesogens), and neuroemotional pollution 
(chronic stress). Currently, different types of relationships 
have been found between environmental pollution that 
can promote age-related and civilization diseases and 7KC. 
Thus, it has been reported that 7KC accumulates in vessels 
as a result of the stress caused by air pollution (Rao et  al. 
2014), is an endogenous modulator for the aryl hydrocarbon 
receptor which interacts with dioxin (Savouret et al. 2001), 
contributes to cigarette smoke side effects (Steffen et  al. 
2012), could favour asthma (Zanjani et  al. 2022) as well 
as silicosis (Aksu et al. 2020), and increases the toxicity of 
nanoparticles (Kahn et al. 2010). In civilization diseases, it 

is suggested that 7KC, when present at increased levels, may 
act as an adipokine modulating the adipogenic potential 
of undifferentiated adipose precursor cells (Murdolo et al. 
2016). There are also evidences that dietary 7KC accelerates 
hepatic steatosis and inflammation in obese mice models 
(Chang et al. 2020). Currently, several studies also support 
that 7KC acts on adipogenic differentiation factor (de Freitas 
et al. 2021). In the context of osteoporosis, it has also been 
reported that 7KC induces miR107-5p which promotes the 
differentiation of osteoclasts by downregulating mitogen-
activated protein kinase 1 (MKP1) (Li et al. 2022).

Characteristics of 7-ketocholesterol-induced 
cytotoxic effects

7KC has been shown to accumulate in lipid rafts (Royer 
et  al. 2009, Ragot et  al. 2013). 7KC disrupts plasma 
membrane organization (Kahn et  al. 2011, Wnętrzak 
et  al. 2022) and enhances plasma membrane rigidity 
(Olkkonen & Hynynen 2009, Vejux et  al. 2009), as well 
as permeability (Vejux et al. 2020, Nury et al. 2021a). 7KC 
is also a strong inducer of oxidative stress and triggers 
organelles dysfunctions (mitochondria, peroxisome, 
lysosome, endoplasmic reticulum), inflammation, and 
cell death (Nury et  al. 2021a) (Fig. 3). 7KC activates cell 
death on different cell types (primary cultures, cell lines) 
of different species in a concentration range of 25–50 
μM after 24–48 h of culture. 7KC-induced cell death can 
be either a mode of cell death by apoptosis (caspases-
dependent cell death) or a caspases-independent cell 
death process (Fig. 4). 7KC-induced apoptosis has been 
described on vascular wall cells, monocytes/macrophages, 
and nerve cells (neurons, glial cells (oligodendrocytes), 
and microglial cells). On human monocytic THP-1 cells, 
7KC-induced cell death is associated with a sustained 
increase of Ca2+ which elicits the mitochondrial pathway 
of apoptosis (Berthier et al. 2004). A non-apoptotic mode 
of cell death, without caspases activation, has been 
described on human fibroblasts, MCF-7 mammary tumor 
cells, which are deficient in caspase-3, as well as on C6 
rat glioblastoma cells (Vejux et  al. 2020), and in some 
cases on ARPE-19, a human retinal pigment epithelial cell 
lines with differentiated properties (Dugas et  al. 2010). A 
caspase-independent cell death has also been observed 
on C2C12 murine myoblasts (Ghzaiel et al. 2021b). In all 
the cases, whether it is an apoptotic mode of cell death 
or a caspases-independent cell death process, significant 
mitochondrial and peroxisomal alterations have been 
found. Thus, topographical and morphological changes 

Figure 2

Enzymatic synthesis of 7-ketocholesterol. 7-ketocholesterol can be formed 

from 7β-hydroxycholesterol by the 11β hydroxysteroid dehydrogenase type 

2 (11β-HSD2) and from 7-dehydrocholesterol by cholesterol-7α-hydroxylase 

(CYP7A1). 7-Ketocholesterol can also give 7β-hydroxycholesterol via the 11β 

hydroxysteroid dehydrogenase type 1 (11β-HSD1).
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in mitochondria have been observed; these changes were 
associated with a drop in transmembrane mitochondrial 
potential (ΔΨm) (Nury et  al. 2021a). On A7r5 rat aorta 
smooth muscle cells, it has been shown that the drop of 
ΔΨm induced by 7KC precedes the activation of apoptosis 
associated with a loss of cell adhesion (Zahm et al. 2003). 
In addition, under treatment with 7KC, the Krebs cycle 
(also called the citric acid cycle), as well as the oxidative 
phosphorylation, is also strongly altered leading to lower 
glycolysis and a decrease in ATP production (Leoni et  al. 
2017). Overproduction of reactive oxygen species (ROS), 
especially superoxide anions (O2

·−), is also observed 
at the mitochondrial level (Nury et  al. 2021a). Like 
mitochondria, the peroxisome, which is functionally 
connected to the mitochondria and vice versa (Lismont 
et al. 2015, Fransen et al. 2017), is also subject to significant 
topographical and morphological changes. In addition, 

a reduction in peroxisomal mass is always observed, 
as well as a decrease in peroxisomal β-oxidation which 
results in a cytoplasmic accumulation of very long-
chain fatty acids (VLCFA) known for their cytotoxic and 
pro-oxidant activities (Zarrouk et  al. 2012, Nury et  al. 
2018). This alteration of the peroxisome, in particular, 
the decrease in the levels of peroxisomal proteins, ATP-
binding cassette subfamily D member 1 (ABCD1, involved 
in the transport of VLCFA from the cytoplasm inside 
the peroxisome) and acyl-CoA oxidase 1 (ACOX1, the 
first and rate-limiting enzyme in peroxisomal fatty acid 
β-oxidation of VLCFA), could contribute to 7KC-induced 
oxidative stress (Trompier et  al. 2014). Indeed, on 
158N rat oligodendrocytes, it has been shown that the 
decreased expression of ABCD1 and ACOX1 induced by 
RNA silencing triggered a strong overproduction of ROS 
and reactive nitrogen species (RNS) (Baarine et  al. 2012). 

Figure 3

Major characteristics of 7-ketocholesterol-

associated cytotoxic effects. The main cytotoxic 

effects of 7-ketocholesterol, which are also 

hallmarks of age-related diseases and civilization 

diseases, are oxidative stress and inflammation 

which can contribute to trigger cell death.
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Thus, regardless of the type of cell death induced by 7KC 
(caspases-dependent or independent), mitochondrial 
and peroxisomal dysfunctions could favour oxidative 
stress. This latter could not only be due to mitochondrial 
and peroxisomal dysfunctions but also to the activation 
of NADPH oxidases. In addition, this oxidative stress is 
associated with a disruption of the RedOx equilibrium 
which results (i) in changes in the activity of antioxidant 
enzymes (catalase, superoxide dismutase, glutathione 
peroxidase) and (ii) in lipid peroxidation leading to the 
generation of aldehydes such as malondialdehyde (MDA)-
promoting protein carbonylation (Vejux et al. 2020, Nury 
et  al. 2021a). Therefore, 7KC-induced oxidative stress 
appears a major element in cellular dysfunctions leading 
to caspases-dependent and independent cell death. 
Moreover, among the events associated with cell death, 
7KC also activates an autophagic process considered as 
survival autophagy (Yammine et  al. 2020, Zhang et  al. 
2020). This latter is observed either during apoptosis or 
caspases-independent cell death. When autophagy is 
associated with oxidative stress and apoptosis, the term 

‘oxiapoptophagy’ (OXIdation + APOPTOsis + autoPHAGY) 
is used to define 7KC-induced cell death (Fig. 4) (Nury 
et  al. 2021b). The signalling pathways associated with 
this type of cell death have been described in the detail 
by Vejux et al. (2020) and Nury et al. (2021a). In the case 
of oxiapoptophagy, the autophagy observed (mitophagy, 
pexophagy, and/or reticulophagy) corresponds to 
survival autophagy (Yuan et  al. 2016). Indeed, when 
7KC is combined with 3-methyl adenine (an autophagy 
inhibitor), cell death increases, while when combined 
with rapamycin (an autophagy activator), cell death 
decreases (Yammine et al. 2020). In addition, 7KC also has 
pro-inflammatory activities. By interacting with the TLR4 
receptor (Erridge et al. 2007, Huang et al. 2014), it promotes 
the production of inflammatory cytokines (Prunet et  al. 
2006), increases the rate of adhesion molecules (Lemaire 
et  al. 1998, Shimozawa et  al. 2004), and promotes the 
transition of macrophages from the anti-inflammatory 
M1 phenotype to the pro-inflammatory M2 phenotype 
(Buttari et  al. 2013). On ARPE-19 cells, a link between 
7KC-induced autophagy, inflammation, and angiogenesis 

Figure 4

Hypothetical connection between 7-ketocholesterol-induced oxidative stress, inflammation, and cell death. 7-ketocholesterol (also named 

7-oxocholesterol) can induce either a caspase-dependent mode of cell death defined as oxiapoptophagy (OXIdative stress + APOPTOsis + autoPHAGY) on 

different cell types from different species (Nury et al. 2021b) or a caspase-independent mode of cell death (Dugas et al. 2010). These different types of cell 

death are associated with an important oxidative stress, plasma membrane alterations, and organelles dysfunctions (especially mitochondrial and 

peroxisomal dyfunctions) leading to cell death. On A7r5 rat smooth muscle cells and 158N oligodendrocytes, an accumulation of 7-ketocholesterol (7KC) 

in lipid raft has been shown (Royer et al. 2009, Ragot et al. 2013). Detailed signalling pathways associated with 7KC-induced cytotoxicity are described in 

the reviews by Vejux et al. (2020) and Nury et al. (2021a).
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has been shown: the inhibition of the mammalian target 
of rapamycin (mTOR) pathway by rapamycin suppresses 
7KC-induced IL-6, IL-8, and vascular endothelial growth 
factor (VEGF) expression by downregulating the mitogen-
activated protein kinase (MAPK) pathway (Yang et al. 2022). 
7KC also favours non-cytokinic inflammation. Thus, in 
human mesangial cell, 7KC induces ROS-mediated mRNA 
expression of 12-lipoxygenase and cyclooxygenase-2 
(Watanabe et  al. 2018). 7KC-induced oxidative stress 
also suppresses docosahexaenoic acid (DHA)-derived 
resolvins like RvD1 which prevents atheromatous plaque 
instability; it is suggested that 7KC could increase the 
ratio of (nuclear: non-nuclear lipoxygenase) which would 
decrease RvD1 (Fredman et  al. 2016). 7KC could also be 
involved in adipogenesis and vascularization (Chang et al. 
2020, de Freitas et al. 2021).

To reduce the cytotoxic activities of 7KC and to 
prevent and/or cure the diseases of civilizations and 
age-related diseases associated with increased levels of 
7KC, several strategies are possible. In this context, the 
identification of natural or synthetic molecules allowing 
to reduce the toxicity of 7KC takes an important place. 
Among the natural cytoprotective molecules are many 
nutrients present in the Mediterranean diet: tocopherols, 
fatty acids, and polyphenols (Nury et  al. 2021a). Many 
Mediterranean oils (argan oil, olive oil, milk thistle seed 
oil, and Pistacia lentiscus L. seed oil) also reduce the toxicity 
of this oxysterol (Nury et al. 2021a). Among the synthetic 
molecules, dimethyl fumarate used in the treatment of 
multiple sclerosis under the name Tecfidera as well as 
its major metabolite, monomethyl fumarate, also has 
powerful cytoprotective activities (Zarrouk et  al. 2017). 
Another strategy, probably more specific, is to promote 
the catabolism of 7KC to conteract or attenuate its toxicity. 
This concept was initially validated in vitro by Mathieu et al. 
under the name of medical bioremediation, by specifically 
targeting the degradation of 7KC in the lysosome in 
which this oxysterol accumulates (Mathieu et  al. 2008, 
Schloendorn et  al. 2009). Better knowledge of the 
production of 7KC and on its catabolism will contribute to 
open innovative and promising therapeutic perspectives.

Inactivation of 7-ketocholesterol

Many of the enzymatic pathways which contribute to 
metabolize cholesterol are also able to act on oxysterols 
(Gill et  al. 2008). The major oxysterol metabolite routes 
for oxysterol inactivation are esterification, sulfation, 
oxidation, and reduction (Brown & Jessup 2009).

Esterification

Both acyl-CoA cholesterol acyl transferase (ACAT), also 
named sterol-O-acyltransferase (SOAT), and lecithin-
cholesterol acyl transferase (LCAT) can esterify oxysterols 
in cells and plasma, respectively (Szedlacsek et  al. 1995, 
Brown & Jessup 2009, Rogers et al. 2015). Excess cholesterol 
in the cells is esterified under the action of ACAT, which is 
a normal cellular mechanism for limiting the level of free 
cholesterol (unesterified cholesterol) in cell membranes 
to maintain normal membrane structure (Chang et  al. 
2006). The esterified cholesterol is stored in lipid droplets 
(Luo et  al. 2020). However, in macrophage foam cells 
from human atherosclerotic lesions, 7KC levels are the 
highest in the endosomal and lysosomal compartments 
(Brown et  al. 2000), where it inhibits sphingomyelinase 
and facilitates the intralysosomal accumulation of both 
sphingomyelin and cholesterol (Maor et  al. 1995), and in 
7KC-treated human monocytic U937 cells, an important 
7KC-accumulation has been observed in multilamellar 
structures named myelin figures (Vejux & Lizard 2009). 
While ACAT is also able to esterify many oxysterols, 
cholesterol is superior to 7KC or 7α-OHC as an allosteric 
activator of this enzyme (Zhang et  al. 2003). It has also 
been reported that the esterification of 7KC to fatty acids 
involves the combined action of cytosolic phospholipase 
A2 alpha (cPLA2α) and sterol O-acyltransferase (SOAT1) 
(Lee et al. 2015). Inhibition of either one of these enzymes 
ablates 7KC-fatty acid ester (7KFAE) formation. The 7KFAEs 
are not toxic and do not induce inflammatory responses. 
An additional function of high-density lipoproteins (HDL) 
would be to favour the elimination of 7KC by returning 
7KFAEs to the liver for bile acid formation. However, 7KC 
could also inactivate 7α-hydroxylase (CYP7A1), a major 
hepatic enzyme involved in bile acid synthesis (Lyons & 
Brown 1999, Tempel et al. 2014).

Sulfation

Cytosolic SULT2 family of cytosolic sulfotransferase 
family 2 (SULT2B1b) shows a particular affinity for 
cholesterol and for oxysterols (Javitt et  al. 2001). SULTs 
sulfonates at the third position of the ring A of 7KC 
form 7-ketocholesterol-3- sulphate (7KCS). Sulfation is 
known to act as a detoxification pathway for the removal 
of 7KC (Fuda et  al. 2007, Sanchez et  al. 2021). Previous 
work demonstrated that human breast cancer MCF-7 
cells expressing high levels of SULT2B1b are significantly 
more resistant to the cytotoxic effect of 7KC than human 
embryonic kidney 293T cells that do not express this 
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isozyme (Fuda et  al. 2007). Over-expressing SULT2B1b 
in 293T cells increased sterol and 7KC sulfation and 
decreased the 7KC-mediated toxicity. Since SULTB1b 
expression is not universal, this detoxification pathway is 
not present in some important tissues such as retina where 
7KC toxic effects are prominent (Rodriguez & Fliesler 
2009, Vejux et al. 2011). Expression of SULT2B1b was not 
observed in neural retinal cells in rats, monkeys, or human 
(Moreira et al. 2009, Rodriguez & Fliesler 2009, Rodríguez 
& Larrayoz 2010). However, when added to cultured retinal 
cells in vitro, 7KCS attenuates cholesterol transporter, ATP-
binding cassette transporter ABCA1 (member 1 of human 
transporter sub-family ABCA), and vascular endothelial 
growth factor (VEGF) inductions by 7KC (Moreira et  al. 
2009). Gene transactivation of liver X receptors (LXRs) 
requires recruitment of co-activators in a ligand-dependent 
manner and 7KCS inhibited reporter gene activation by 
LXRα (Song et al. 2001). Despite these early investigations, 
there is more scope to understand the role of 7KCS 
on cholesterol homeostasis and pathophysiological 
consequences.

Oxidation

In humans, the enzyme sterol 27-hydroxylase cytochrome 
P450 27A1 (CYP27A1) eliminates cholesterol and likely 7KC 
from the retina and many other tissues (Charvet et al. 2011, 
Heo et al. 2011). CYP27A1 is a mitochondrial cytochrome 
P450 enzyme and the first enzyme of the acidic bile acid 
pathway; CYP27A1 is responsible for the initial metabolism 
of 7KC by HepG2 cells, a human hepatoblastoma cell line 
(Lyons & Brown 2001). Thus, via the enzyme CYP27A1, 7KC 
gives 27-hydroxycholesterol-7-ketocholesterol (27OHC-
7KC). The contribution of CYP27A1 in the catabolism of 
7KC has also been previously described in the context of 
the analysis of the cytotoxic effects of 7KC on 158N and 
BV-2 cells (Bezine et  al. 2018). In the insect, the enzyme 
CYP306A1 has 25-hydroxylase activity and allows the 
formation of 25-hydroxycholesterol-7-ketocholesterol 
(25OHC-7KC) from 7KC (Pan et al. 2021).

Reduction

The enzymatic conversion of 7KC to 7β-OHC by 
hydroxysteroid dehydrogenase 11β-HSD1 (11βHSD1/EC 
1.1.1.146 also known as cortisone reductase; HSD11B1 
gene, OMIM 600713) can occur in many tissues (Mitić et al. 
2013a,b). The conversion of 7KC in 7β-OHC by 11β-HSD1 
is well established in the arterial wall (Mitić et al. 2013a). 

Noteworthy, the activity and reaction direction of adipose 
11β-HSD1 are altered in oxysterol excess and could impact 
the pathophysiology of obesity and its complications 
(Wamil et al. 2008). The contribution of 11β-HSD1 in the 
catabolism of 7KC has also been previously described in 
the context of the analysis of the cytotoxic effects of 7KC 
on 158N and BV-2 cells (Bezine et al. 2018).

Biodegradation with bacterial enzymes: nutritional 

and biomedical aspects

The catabolic insufficiency of the human body to 
inactivate and degrade harmful oxysterols, such as 
7KC, leads to their progressive accumulation which can 
have pathophysiological consequences and trigger the 
development of diseases. An interesting solution termed 
‘Medical Bioremediation’, proposes the use of exogenous 
enzymes derived from micro-organisms to degrade 7KC 
either into less toxic metabolites or towards complete 
mineralization and further explores the delivery of these 
enzymes in disease conditions. The pioneering works in 
this field were reported as part of a pilot study funded by 
the Strategy for Engineered Negligible Senescence(SENS) 
research foundation (https://www.sens.org/; May 2022) 
where several bacterial strains such as Psedomonas aeruginosa, 

Rhodococcus jostii RHA1, Sphingomonas sp. JEM-1, Nocardia 

nova, and Proteobacterium Y-134 were explored for their 7KC 
degradation capability (de Grey et  al. 2005, Rittmann & 
Schloendorn 2007, Mathieu et al. 2008, 2009, Schloendorn 
et al. 2009). Further, genes responsible for 7KC degradation 
by Rhodococcus RHA1 were studied through transcriptomic 
studies, and several steroid catabolism gene clusters 
were found to be expressed, along with enzymes such as 
dioxygenase (hsaC), 7-keto reductase, and dehydratase 
(Mathieu et  al. 2010). Taking a cue, other researchers 
reported the high 7KC degradation by Pseudomonas 

aeruginosa PseA and Rhodococcus erythropolis MTCC 3951, 
facilitated by the production of the enzymes cholesterol 
oxidase, lipase, dehydrogenase, and reductase. Some of the 
identified degradation products were cholesta-3, 5-dien-
7-one/cholesta-4, 6-dien-3-one for P. aeruginosa, while in 
case of R. erythropolis, chol-5-en-3,7-dione and androsta-
4-ene-3,7,17-trione were identified (Ghosh & Khare 2016, 
2017, Vejux et al. 2020, Ravi et al. 2021). Several other 7KC 
degrading strains were reported including Thermobifida 

fusca IP1, Alcanivorax jadensis IP4, Streptomyces auratus 
IP2, and Serratia marcescens IP3 (Perveen 2016, Perveen 
et  al. 2018). From the above studies, the importance of 
the first enzyme of the 7KC biodegradation pathway, 
cholesterol oxidase, cannot be undermined in reducing 
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7KC cytotoxicity in cells. Thus, a plasmid construct 
of pEGFP‐N3, containing the Chromobacterium DS-1 
cholesterol oxidase gene fused with the signal sequence 
and transmembrane domain of the lysosomal membrane 
protein LAMP1, was found to localize into the lysosome, 
providing the cytoprotective effect in human fibroblast cells 
treated with 7KC (Mathieu et al. 2012). Cholesterol oxidase 
immobilized on magnetic iron (II, III) oxide nanoparticles 
have also been reported to convert cholesterol and 7KC to 
4-cholesten-3-one and 4-cholesten-3, 7-dione, respectively, 

in solution, which find applications as pharmaceutically 
important steroid precursors (Ghosh et  al. 2018a,b). An 
interesting study to mention is the biosorption of 7KC 
by the probiotic strain Lactobacillus casei ATCC334 which 
could be further explored in inhibiting 7KC absorption via 
intestine (Machorro-Méndez et  al. 2013). Thus, the use of 
bacteria and their degradative enzyme explore a promising 
route for remediation of 7KC-mediated cytotoxicity 
which has important applications in food industry and in 
pharmacology.

Figure 5

Metabolism of 7-ketocholesterol. The enzymes required for side-chain shortening are presumed to be those utilized in the acidic pathway of bile acid 

synthesis (Zhou & Hylemon 2014). Reactions catalysed by unknown enzymes are shown by broken arrows. 11β-HSD1, hydroxysteroid dehydrogenase 

type 1; 11β-HSD2, hydroxysteroid dehydrogenase type 2; CYP27A1, 27-hydroxylase cytochrome P450 27A1. The enzymes involved in bile acid synthesis 

are peroxisomal enzymes (ACOX2, acyl-coenzyme A oxidase 2; DBP, D bifuntional protein; SCP2, sterol carrier protein 2) and mitochondrial/peroxisomal 

enzymes (AMACR, alpha-methylacyl-CoA-racemase; BACS, bile acyl CoA-synthase).
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Metabolism of 7-ketocholesterol in patients with 

genetic diseases affecting cholesterol metabolism

The metabolism of 7KC is of interest to limit its accumulation 
and consequently reduce its side effects. Information on 
the metabolism of 7KC is often obtained from cell lines 
(Lyons & Brown 2001, Heo et  al. 2011) and from samples 
of patients where levels of 7KC are particularly high as in 
patients with Niemann–Pick disease type A, B, C1, and 
C2 (NPA, NPB, and NPC), lysosomal acid lipase deficiency 
(LALD) (Griffiths et al. 2019), and SLO syndrome (Björkhem 
et al. 2014, Griffiths et al. 2017). 7KC could also be used as 
a biomarker of neonatal cholestasis (López de Frutos et al. 
2021). In the catabolism of 7KC, different pathways have 
been identified (Fig. 5). Numerous enzymes are involved 
such as the 11β hydroxysteroid dehydrogenase type 1 (11β-
HSD1), the 11β hydroxysteroid dehydrogenase type 2 (11β-
HSD2), the sterol 27-hydroxylase cytochrome P450 27A1 
(CYP27A1), and the cholesterol 25 hydroxylase (CH25H). 
The following enzymes are also involved in bile acid 
synthesis: several peroxisomal enzymes (acyl-coenzyme 
A oxidase 2 (ACOX2), D bifuntional protein (DBP), sterol 
carrier protein 2 (SCP2)), as well as alpha-methylacyl-CoA-
racemase (AMACR), localized in the mitochondria and the 
peroxisome, and also the bile acyl CoA-synthase (BACS) 
(Griffiths et al. 2019).

Overview and conclusion

7KC is the most frequently formed oxysterol by 
autoxidation (Anderson et al. 2020, Nury et al. 2021a). This 
oxysterol, which is a biomarker of oxidative stress (Iuliano 
et al. 2003, Seet et al. 2010, Samadi et al. 2019), is present 
in high amounts in several foods (Canzoneri et  al. 2022) 
and it is formed in the stomach from cholesterol (Kanner 
& Lapidot 2001). The increase in oxidative stress during 
ageing and under the influence of environmental factors 
(lifestyle habits, stress, and pollution) can also, depending 
on the individual, contribute to a more or less important 
accumulation of 7KC in different tissues (Zarrouk et al. 2014, 
de Medina et al. 2022). This last aspect can lead to highly 
disabling diseases (cardiovascular, neurodegenerative, 
and ocular diseases, as well as metabolic syndrome) with 
significant societal consequences. It is therefore essential 
to better know the metabolism of 7KC in humans, and 
with appropriate models (Vejux et  al. 2020), to identify 
molecules counteracting 7KC-induced cytotoxicity 
(Brahmi et al. 2019, Nury et al. 2021a), and to develop new 
strategies to control the level of this oxysterol in food and in 

the body in order to avoid its toxic effects: oxidative stress, 
inflammation, and cell degeneration. Thus, 7KC, which is 
one of the oldest oxysterols identified, still deserves our full 
attention.
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