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Introduction générale

La mitochondrie, qui joue un rôle déterminant dans l’homéostasie cellulaire, représente une

cible privilégiée pour certains médicaments tels l’antiépileptique valproate de sodium [1]. Le

mécanisme exact de la toxicité induite par l’acide valproïque (AVP) reste une source de dé-

bat [2], seulement il a été rapporté que son effet hépatotoxique se manifesterait principalement

via le dysfonctionnement mitochondrial [3]. Les altérations mitochondriales hépatiques induites

par l’AVP impliqueraient plusieurs métabolismes et de nombreux constituants mitochondriaux

qui aboutiraient ultérieurement à diverses conséquences néfastes telles le déficit énergétique, la

stéatose, la mort cellulaire, ceci via un ensemble multivarié de mécanismes [4,5,6]. L’inhibition du

transfert des électrons dans la chaîne respiratoire provoque une formation accrue d’espèces réac-

tives d’oxygène (ERO) et un stress oxydant qui amplifient les lésions cellulaires via l’oxydation et

l’altération des protéines impliquées dans l’ouverture des pores de transition de la perméabilité

mitochondriale (PTPm) [7,8,9]. Ceci entraîne par la suite une cascade d’événements délétères au

sein des hépatocytes se traduisant par un phénomène de nécrose, d’apoptose ou de nécroptose

[10].

Des études récentes ont signalé que l’exposition des hépatocytes a l’AVP augmente la fragilité

des membranes lysosomales suite à la formation des ERO intracellulaires tels le radical anion

hydroxyde (◦OH) [11]. Au niveau de l’environnement acide du lysosome, le (◦OH) résultant

pourrait déstabiliser l’intégrité de la membrane lysosomale et libérer les protéases digestives

en modifiant directement les membranes mitochondriales externes, ou indirectement en acti-

vant les protéines proapoptotiques Bax, la Bid et d’autres enzymes lytiques [12]. Les lysosomes

jouent des rôles fondamentaux dans différents types de mort cellulaire : la nécrose (sortie des

hydrolases), l’apoptose (protéines proapoptotiques), l’autophagie (stabilisation de la membrane

lysosomale). Les mitochondries et le compartiment lysosomal sont, donc, considérés comme un

objectif pharmacologique intéressant offrant de nouvelles approches thérapeutiques. A cause de
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la multitude des voies impliquées dans les dysfonctionnements mitochondriaux/lysosomaux hépa-

tiques, l’étude progressive de ces voies permettrait de concevoir des stratégies pharmacologiques

appropriées aidant à moduler d’une manière plus efficace ces dysfonctionnements.

Malgré le nombre de composés bioactifs qui existent, il reste nécessaire de découvrir des com-

posés thérapeutiques et protcteurs originaux actifs sur ces voies. Notre investigation s’intéresse

à étudier les effets modulateurs de la plante Linaria tingitana (Scrophulariaceae) vis-à-vis un

dysfonctionnement mitochondrial/lysosomal hépatocytaire chez le rat traité par l’AVP. Selon la

littérature, aucune étude biologique n’a été réalisée avec l’espèce L. tingitana.

L’exploration de la plante (Linaria sp.) en tant que sources de substances naturelles actives

dont les structures chimiques sont à identifier (les composés phénoliques, les irridoïdes) permet

d’envisager les hypothèses aidant à déterminer la relation structure/effet de cette espèce et de

leur molécules impliquées dans la modulation du dysfonctionnement mitochondrial/lysosomal

induit par l’AVP.

La connaissance progressive des voies impliquées dans le dysfonctionnement mitochondrial

/lysosomal hépatiques induits par l’AVP permettant de concevoir les stratégies protectrices

de L.tingitana dans la modulation efficace de ces dysfonctionnements nécessite l’évaluation du

potentielle antioxydant et anti-inflammatoire des fractions et des molécules bioactives issues de

cette espèce.

La compréhension des interactions avec la cascade d’événements délétères au sein des mito-

chondries et des lysosomes hépatocytaires en découvrant où les substances bioactives possédant

des propriétés modulatoires aidera à prévenir ou même à retarder l’apparition des complications

liées au dysfonctionnement mitochondrial, lysosomal (apoptose, nécrose , nécropoptose).

Afin d’illustrer les différentes hypothèses concernant les effets protecteurs probables de L.

tingitana, la présente étude adoptera plusieurs étapes expérimentales. Cette étude porte sur la

phase butanolique de l’espèce L. tingitana ainsi que sur les molécules purifiées en effectuant des

analyses spectroscopiques, en collaboration avec l’Unité de recherche Valorisation des Ressources

Naturelles, Molécules Bioactives et Analyse Physico-Chimique et Biologique (VARENBIOMOL).

Afin d’atteindre les objectifs conçus par notre hypothèse de travail nous avons adopté la démarche

suivante :

— Screening phytochimique: extraction, criblage phytochimique préliminaire et analyse qual-

itative et quantative en utilisant l’analyse par chromatographie en phase liquide couplée à

2
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la spectrométrie de masse (LC-MS), afin de déterminer le profile chimique de la plante L.

tingitana.

— Screening biologique: valorisation du potentiel biologique antioxydant et anti- inflamma-

toires de L. tingitana.

— Evaluation de l’activité hepatoprotective de l’extrait n-BuOH de L. tingitana sur un mod-

èle de rat traité par l’AVP, cette partie est conçu également pour étudier les mécanismes

d’action in vivo et tester l’efficacité antioxydante (statut redox, stress oxydant) et modu-

latrice de la stéatose (lipidogramme).

— Evaluation in vitro (modèle des lignées cellulaires hépatiques : HepG2) de l’interaction

des molécules extraites de l’extrait n-BuOH avec la toxicité induite par l’AVP et la dé-

tection de la production des ERO au moyen d’un composé fluorescent le carboxy-2’,7’-

dichlorofluorescin diacétate (carboxy-H2DCFDA).

— Evaluation du dysfonctionnement mitochondrial induit par l’AVP (in vitro : isolats mito-

chondriaux en mesurant l’effet inhibiteur de la phosphorylation oxydative mitochondriale,

de l’activité des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale et de la production des

ERO et l’évaluation (in vivo : fraction mitochondriale) le stress oxydatif.

— Evaluation de dysfonctionnement lysosomal induit par l’AVP en mesurant in vivo le stress

oxydant et de l’intégrité de la membrane lysosomale et in vitro (HepG2) la stabilité des

membranes lysosomales au moyen d’un composé fluorescent, l’acridine orange.
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Chapitre 1

L’acide valproïque

1.1 L’acide valproïque

L’acide valproïque (AVP), également appelé valproate de sodium, acide 2-propylpentanoï-que

(C8H16O2) (Figure 1.1) ou acide n-dipropylacetique [1], est un acide gras (AG) ramifié à courte

chaîne qui dérive de l’acide valérique isolé des rhizomes de la valériane (Valeriana officinalis)

(Figure 1.2) de la famille des Valérianacées. Il a été produit pour la première fois en 1882

comme solvant organique [2]. Son potentiel thérapeutique a été découvert fortuitement en 1963

lorsque Carraz et ses collègues ont utilisé l’AVP comme solvant pour les anticonvulsivants et

reconnu expérimentalement que l’AVP avait lui-même une activité anticonvulsivante [3].

Figure 1.1: Structure chimique de l’acide valproïque (AVP).
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Figure 1.2: La plante Valeriana officinalis.
(https://fr.wikipedia.org/wiki/Val%C3%A9riane_officinale)

L’AVP est aujourd’hui commercialisé sous plusieurs noms (Dépakiner, Dépakoter, Dépakine

Chronor, Micropakiner). Il est utilisé comme antiépileptique dans le traitement de formes var-

iées d’épilepsies partielles ou généralisées ou en psychiatrie comme thymorégulateur [4]. Il est

aussi prescrit dans les cas de troubles bipolaires de l’humeur [5]. L’efficacité thérapeutique est

généralement obtenue pour des concentrations sériques de 40-50 mg/l, la fourchette thérapeu-

tique est comprise entre 40 et 100 mg/l alors que le seuil toxique se situe au-delà de 200 mg/l

[6].

D’un point de vue pharmacocinétique les propriétés de l’AVP sont principalement déter-

minées par le mode d’administration et les conditions du patient (particulièrement l’âge) [7].

1.2 Absorption

Après administration orale, l’absorption digestive est rapide et quasi-complète, et le pic

plasmatique est atteint en une à deux heures, et entre trois et huit heures pour les formes

à libération prolongée. L’alimentation entraîne une absorption retardée mais ne diminue pas

l’importance de celle-ci [6]. La biodisponibilité sanguine de l’AVP est de plus 80% et sa demi-vie

chez l’être humain est de 8 à 14 h, chez le art 2h et 30 min chez la souris [6,8].
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1.3 Distribution

L’AVP a un pKa de 4,56 et est donc fortement ionisé au pH physiologique [9]. Il présente

une bonne diffusion dans le système nerveux central. Ainsi, une quantité relativement faible est

distribué par diffusion passive dans les tissus, car seules les parties solubles non-ionisées dans les

lipides diffusent à travers les membranes [10]. Le volume de distribution de l’AVP est d’environ

0,14 l/kg chez l’homme, indiquant qu’il est principalement limité à la circulation et aux liquides

extracellulaires [11].

Dans le sérum, une forte proportion (70 − 94%) de l’AVP est liée aux protéines sériques

principalement l’albumine [12]. Cette liaison diminue avec l’augmentation des concentrations

du médicament et elle devient aussi plus faible chez les patients âgés et les femmes enceintes, et

en présence de quantités croissantes d’AG libre dans le sérum [13]. Chez le rat cette liaison est

faible (12%) [14].

1.4 Métabolisme

Il est admis que l’AVP est presque uniquement métabolisé par le foie qui est l’organe cible

dominant de la toxicité du valproate. Le sort métabolique de l’AVP est très complexe et con-

duit à la production de plus de 50 métabolites différents [15]. Il suit trois principales voies : la

glucuronidation, la β-oxydation mitochondriale et le métabolisme oxydatif catalysé par le cy-

tochrome P450 (CYP450). Dont il subit généralement des réactions d’oxydation, principalement

de réduction et d’hydrolyse, puis des réactions de conjugaison comprenant la glucuro-conjugaison

qui est la réaction dominante, la conjugaison avec la carnitine, le glutathion, le coenzyme-A

(CoA) ou avec un acide aminé comme la glycine ou le glutamate. Les conjugués formés sont très

hydrophiles, ce qui favorise leur excrétion.

En raison de sa configuration moléculaire qui est très proche de celle des AG à chaîne

moyenne, l’AVP entre en compétition avec eux lors de leur transport intracellulaire, de leur

métabolisme intramitochondrial et de leur élimination et il suit exactement le même proces-

sus que les AG avec lesquels il interfère [6]. Le mécanisme utilisé par l’AVP pour traverser la

membrane mitochondrial n’est pas encore clairement défini mais un processus indépendant de la

carnitine semble être le plus probable. Dans les mitochondries hépatiques, l’AVP est oxydé par
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la β-oxydation (Figure 1.3) et utilise les quatre premières étapes enzymatiques des AG [6]. Sa

biotransformation implique l’activation de l’AVP en valproyl-CoA (AVP-CoA) par l’acyl-CoA

synthétase [7] et la dernière étape aboutit à deux métabolites terminaux : le propionyl-CoA et

le pentanoyl-CoA (Figure 1.3) [16].

Figure 1.3: La β-oxydation de l’AVP dans la mitochondrie de foie de rat.
[6]

Toutefois avant l’oxydation, le composé mère peut subir une déshydrogénation microsomale

par le CYP450 plus précisément par les isoformes CYP2C9, CYP2A6 [17] et CYP2B6 [15],

pour former l’acide 2-propyl-4-penténoïque (4-ène-AVP) (figure 1.4) [18]. Celui-ci possède une

structure similaire aux acides 4 penténoïque qui sont connus pour être hépatotoxiques [19,20].

L’AVP peut être aussi converti par la β-oxydation par une réaction de déshydrogénation en
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acide 2-n-propyl-(E)-2-penténoïque (2-ène-AVP) puis en un ester de CoA mitochondrial l’acide

2-n-propyl-(E)-2,4-pentadiénoïque (2,4-diène AVP) (Figure 1.4). Par conséquent, ces esters CoA

peuvent potentiellement affecter de nombreuses fonctions cellulaires comme la β-oxydation mi-

tochondriale, et déclencher un déséquilibre de l’état énergétique de la cellule.

La présence de l’AVP induit aussi une diminution de la synthèse de la carnitine par un

blocage de la butyrobétaine-3-hydroxylase, et donc un déficit en carnitine libre, ce qui inhibe le

transport à travers la membrane mitochondriale des autres AG. Le métabolisme est alors dévié

vers une ω ou une ω-1-oxydation à l’intérieur des microsomes, qui est à l’origine des dérivés

dicarboxyliques hépatotoxiques [21,22]. Cette déviation peut entraîner des troubles mineurs qui

peuvent s’aggraver en cas de maladie métabolique ou d’intoxication.

Figure 1.4: Principales voies de biotransformation de l’AVP.
[23]
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Parmi les produits de dégradation de l’AVP on distingue donc :

— Les dérivés produits par la glucuronidation: glucuronide de l’AVP;

— Les dérivés produits par la β-oxydation: 2-ène-AVP, 3-OH-AVP, 3-céto-AVP, 3-ène-AVP;

— Les dérivés produits par l’ω-oxydation: 5-OH-AVP, APG, 4-ène-AVP;

— Les dérivés produits par l’ω-1-oxydation: 4-OH-AVP, 4-céto-AVP.

— Les dérivés produits par le métabolisme oxydatif catalysé par le CYP450 : 4-ène-AVP,

2-4-diène-AVP.

Il faut noter que le métabolisme oxydatif catalysé par le CYP450 joue un rôle mineur dans

l’élimination de l’AVP, comparé à la glucuronidation et à la β-oxydation mitochondriale.

1.5 Élimination

La voie urinaire est la principale voie d’élimination de l’AVP dont 30 à 50% de la dose in-

gérée apparaît dans les urines sous forme glucurono-conjuguée, 40% est éliminé après métaboli-

sation par la β-oxydation mitochondriale en dérivés liés à la carnitine (valproyl-carnitine) [24,25],

et moins de 15% est éliminé par ω et (ω-1) hydroxylation microsomales et d’autres réactions

d’oxydation. Moins de 3% de la dose ingérée est excrétée sous forme inchangée dans les urines.

On peut trouver aussi des traces d’AVP excrété dans la bile, les fèces et l’air expiré [7].

1.6 Hépatotoxicité induite par l’acide valproïque

Depuis son introduction en clinique l’AVP est connu pour ses effets indésirables dont les plus

courants sont des effets généraux comprennent des nausées, des vomissements et des brûlures

d’estomac [26], et les principaux effets toxique sont la tératogénicité et l’hépatotoxicité.

D’un point de vue morphologique, l’hépatotoxicité de l’AVP se caractérisait par des lésions

cholestatiques généralement accompagné avec des troubles biochimiques se manifesteraient par

une élévation des taux d’aminotransférases et aussi de la bilirubine. Ces altérations hépatiques

induites par l’AVP impliqueraient plusieurs métabolismes aboutiraient ultérieurement à diverses
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conséquences néfastes telles le déficit énergétique, la stéatose microvesiculaire, une nécrose hé-

patocellulaire et la mort cellulaire [27,28].

Deux formes d’atteinte hépatique ont été décrites. Une toxicité directe dose-dépendante qui

est fréquente, souvent asymptomatique, et peut disparaître après réduction des doses d’AVP [29],

et une toxicité indirecte sévère indépendante de la dose impliquant l’idiosyncrasie métabolique

et par la polythérapie parfois [13].

Selon la littérature l’incidence de l’atteinte hépatique liée à l’AVP est de 0, 01% [6]. Dif-

férents mécanismes ont été proposés pour expliquer cette hépatotoxicité mais le mécanisme

exact reste une source de débat [3]. Plusieurs études ont rapporté que l’AVP interfère avec

plusieurs processus métaboliques dans les mitochondries hépatiques telles que la β-oxydation et

la phosphorylation oxydative [7]. Ce qui contribue à la fois à l’hyperammoniémie et une acidose

lactique. En plus, l’AVP bloque directement la carbamoyl-phosphate synthétase enzyme clé du

cycle de l’urée [13].

A côté de l’inhibition du cycle de l’urée et de l’altération du métabolisme des acides aminés

(baisse du N-acyl-glutamate) au niveau hépatique, l’AVP engendre une élévation de la production

d’ammoniaque par le rein qui est liée à une modification de la perméabilité mitochondriale avec

augmentation du transport de la glutamine et une stimulation de la glutaminase rénale [13].

En cas de stéatose il existe une dysfonction et des altérations structurelles des mitochondries,

et légèrement lysosomale [30]. Les conséquences d’un tel dysfonctionnement sont d’une part une

accumulation d’AG dans l’hépatocyte par altération de la capacité d’oxydation mitochondriale

et d’autre part la surproduction d’ERO [7,30]. Les ERO produites par les mitochondries peu-

vent par exemple dans les hépatocytes favoriser la peroxydation des lipides qui génère des dérivés

aldéhydiques toxiques tels que le malondialdéhyde (MDA) et le 4-hydroxynonénal (4-HNE) [31].

La peroxydation peut causer la mort cellulaire (d’où la nécrose tissulaire), et entrainer le re-

largage des dérivés aldéhydiques [7].

D’autres auteurs ont également rapporté que les ERO et ces dérivés aldéhydiques peuvent

alors secondairement activer les cellules de Kupffer (macrophages résidants dans le foie) et les

cellules étoilées qui participent respectivement à l’inflammation et à la fibrogenèse (stimulation

de la production de collagène par les cellules de Ito d’où la fibrose) [31,32]. Les dysfonctions

mitochondriales et/ou lysosomales et la production de cytokines telles que le TNF-α et le TGF-β

peuvent également déclencher la mort de certains hépatocytes [33].
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Figure 1.5: Mécanismes proposé de l’hépatotoxicité induite par l’AVP.
AVP: acide valproïque; AVP-CoA: valproyl-CoA; CoA; coenzyme A; ERO: espèces réactives de

l’oxygène.

16



Chapitre 1

Références bibliographiques

[1] Aktas A, Nergiz Y, Nergiz Y, et al. The effects of valproic acid on renal corpuscle of pregnant

rats and protective role of folic acid and vitamin E. Afr J Biotechnol. 2010; 9:5605-5610.

[2] Terbach N, Shah R, Kelemen R, et al. Identifying an uptake mechanism for th antiepileptic

and bipolar disorder treatment valproic acid using the simple biomedical model Dictyostelium.

J Cell Sci. 2011; 124:2267-2276.

[3] Meunier H, Carraz G, Meunier Y, et al. Propriétés pharmacodynamiques de l’acide n-

diproplyacetique. Therapie. 1963; 18:435-438.

[4] Neels HM, Sierens AC, Naelaerts K, et al. Therapeutic drug monitoring of old and newer

anti-epileptic drugs. Clin Chem Lab Med 2004; 42:1228-1255.

[5] Lempérière TH. Historique du développement du valproate dans les troubles bipolaires.

L’encéphale. 2001; 27:365-372.

[6] Bédry R, Parrot F. Intoxication grave par l’acide valproïque. Réanimation. 2004; 13:324-333.

[7] Silva MF, Aires CC, Luis PB, et al. Valproic acid metabolism and its effects on mitochondrial

fatty acid oxidation: a review. J Inherit Metab Dis. 2008; 31:205-216.

[8] Lheureux PE, Hantson P. Carnitine in the treatment of valproic acid-induced toxicity. Clin

Toxicol. 2009; 47:101-111.

[9] Frey HH, Loscher W. Distribution of valproate across the interface between blood and cere-

brospinal fluid. Neuropharmacology. 1978; 17:637-642.

[10] Loscher W. Valproate: a reappraisal of its pharmacodynamics properties and mechanisms

of action. Prog Neurobiol. 1999; 58:31-59.

[11] Davis R, Peters DH, Mc Tavish D. Valproic acid. A reappraisal of its pharmacological

properties and clinical efficacy in epilepsy. Drugs. 1994; 47:332-372.

[12] Hodges BM, Mazur JE. Intravenous valproate in status epilepticus. Ann Pharmacother.

2001; 35:1465-1470.

[13] Ghozzi H, Hakim A, Sahnoun Z, et al. Relationship between plasma concentrations of

valproic acid and hepatotoxicity in patients receiving high doses. Rev Neurol. 2011; 167:600-

606.

[14] Abbott FS, Anari MR. Chemistry and biotransformation. In: Lôscher W, ed. Milestones

in Drug Therapy-Valproate, Basel: Birkhäuser Verlag. 1999; 47-75.

17



Chapitre 1

[15] Silva MF, Ruitern JP, Overmars H, et al. Complete β-oxydation of valproate: cleavage of

3-oxovalproyl-CoA by a mitochondrial 3-oxoacyl-CoA thiolase. Biochem J. 2002; 262:755-760.

[16] Sadeque AJM, Fisher MB, Korzekwa KR, et al. Human CYP2C9, and CYP2A6 mediate

formation of the hepatotoxin 4-ene-valproic acid. J Pharmacol Exp Ther. 1997; 283:698-703.

[17] Rettie AE, Rettenmeier AW, Howald WN, Baillie TA. Cytochrome P450-catalyzed formation

of delta 4-VPA, a toxic metabolite of valproic acid. Science. 1987; 235:890-893.

[18] Zimmerman HJ, Ishak KG. Valproate-induced hepatic injury: analysis of 23 fatal cases.

Hepatology. 1982; 2:591-597.

[19] Romet M, Abbott FS, Tang W, et al. Cyto-toxicity of unsaturated metabolites of valproïc

acid and protection by vitamins C and E in glutathione-depleted rat hepatocytes. Toxicology.

1996; 112:69-85.

[20] Murakami K, Sugimoto T, Nishida N, et al. Abnormal metabolism of carnitine and valproate

in a case of acute encephalopathy during chronic valproate therapy. Brain Dev. 1992; 14:178-181.

[21] Sugimoto T, Muro H, Woo M, et al. Valproate metabolites in high-dose valproate plus

phenytoin therapy. Epilepsia. 1996; 37:1200-1203.

[22] Coulter DL. Carnitine, valproate, and toxicity. J Child Neurol. 1991; 6:7-14.

[23] Katayama H, Mizukami K, Yasuda M, Hatae T. Effects of carnitine on valproic acid phar-

macokinetics in rats. J Pharm Sci. 2016; 105:3199-3204.

[24] Hiraoka A, Arato T, Tominaga I. Reduction in blood free carnitine levels in association with

changes in sodium valproate (VPA) disposition in epileptic patients treated with VPA and other

anti-epileptic drugs. Biol Pharm Bull. 1997; 20:91-93.

[25] Begriche K, Massart J, Robin MA, et al. Drug-induced toxicity on mitochondria and lipid

metabolism: Mechanistic diversity and deleterious consequences for the liver. J. Hepatol. 2011;

54:773-794.

[26] Ponchaut S, van Hoof F, Veitch K. In vitro effects of valproate and valproate metabolites in

mitochondrial oxidation. Relevance of CoA sequestration to the observed inhibitions. Biochem

Pharmacol. 1992; 43:2435-2442.

[27] Komulainen T, Lodge T, Hinttala R, et al. Sodium valproate induces mitochondrial respi-

ration dysfunction in HepG2 in vitro cell model. Toxicology. 2015; 331:47-56.

[28] Ponchaut S, Veitch K. Valproate and mitochondria. Biochem Pharmacol. 1993; 46:199-204.

18



Chapitre 1

[29] Neuman MG, Nanau RM, Shekh-Ahmad T, Yagen B, Bialer M. Valproic acid derivatives

signal for apoptosis and repair in vitro. Clin Biochem. 2013; 46:1532-1537.

[30] Pourahmad J, Eskandari MR, Kaghazi A, et al. A new approach on valproic acid induced

hepatotoxicity: involvement of lysosomal membrane leakiness and cellular proteolysis. Toxicol

In Vitro. 2012; 26:545-551.

[31] Berson A, De Beco V, Lettéron P, et al. Steatohepatitis-inducing drugs cause mitochondrial

dysfunction and lipid peroxidation in rat hepatocytes. Gastroenterology. 1998; 114:764-774.

[32] Mitchell C, Robin MA, Mayeuf A, et al. Protection agains hepatocyte mitochondrial dys-

function delays fibrosis progression in mice. Am J Pathol. 2009; 175:1929-1937.

[33] Labbe G, Pessayren D, Fromentyn B. Drug-induced liver injury through mitochondrial dys-

function: mechanisms and detection during preclinical safety studies. Fundam Clin Pharmacol.

2008; 22:335-353.

19



Chapitre 1

20



Chapitre 2

Mitochondrie et dysfonctionnement

mitochondrial induit par l’AVP

2.1 La mitochondrie

Les mitochondries sont des organelles intracellulaires qui ont été considérées comme une

véritable centrale d’énergie produite sous forme d’ATP indispensable pour la cellule, elles jouent

un rôle capital dans l’homéostasie cellulaire [1]. On considère en général que le nombre, la forme

et le volume total des mitochondries très variables selon les tissus et, dans un même tissu, selon

les conditions physiologiques et pathologiques elles sont proportionnelles au volume cellulaire

et liées aussi à l’activité cellulaire: à titre d’exemple, environ 1500 mitochondries occupent

20% du volume d’un hépatocyte [2]. Elle mitochondries sont considérées comme dés organites

dynamiques qui modifient leur distribution, leur structure et leur fonction selon les circonstances,

telles la disponibilité d’oxygène ou le stress [3].

2.2 Structure mitochondriale

Au niveau ultra-structural, la mitochondrie est composée de six compartiments : la membrane

interne, la membrane externe, la membrane des crêtes, l’espace intracrête, l’espace intermem-

branaire et la matrice [3].
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La membrane externe

La membrane externe est une bicouche lipidique extrêmement perméable à diverses molécules

[4]. Le passage transmembranaire des petites molécules, eau et ions hydrosolubles, est assuré

par une des protéines monomères, les porines constituant des canaux VDAC (voltage-dependent

anion channel) [4]. D’autres protéines sont insérées dans la membrane externe jouent des rôles

bien spécifiques : l’acyle-CoA synthase catalyse la synthèse d’acyle-CoA, la carnitine palmitoyl

transférase I (CPT I) qui transforme les radicaux acyles à longue chaîne en acylcarnitine capable

de pénétrer dans les mitochondries [5] et le Cyt b5 qui participe aux réactions de transfert

d’électrons.

L’espace intermembranaire

C’est un espace étroit qui renferme certain nombre de protéines, tel le Cyt c localisé sur la face

externe de la membrane mitochondriale interne à laquelle il reste faiblement lié [6,7]. Il contient

également les caspases qui sont des protéases intracellulaires de la famille ICE (interleukine-1

converting enzyme) [8] et les AIF (apoptosis inducing factor). Dans cet espace ils se trouvent

aussi des ions H+ expulsés au niveau des complexes I, III et IV, qui sont à l’origine de sa charge

positive [9].

La membrane interne

La membrane interne a une organisation très spécialisée, elle est constituée de 75% de pro-

téines et 25% de lipides [10]. Bien que dépourvue du cholestérol, elle synthétise, un phospholipide

unique, le diphosphatidyl-glycérol (cardiolipide) [11], qui contribue à rendre la membrane interne

particulièrement imperméable aux protons et à la plupart des ions et des métabolites, permettant

une forte séparation entre la matrice mitochondriale et l’environnement cytosolique [7]. En effet,

la membrane interne n’est perméable qu’à l’oxygène, l’eau, le gaz carbonique, l’oxyde nitrique et

l’ammoniac. Cette membrane dispose d’une grande surface de contact entre l’espace intermem-

branaire et la matrice par la formation de replis sur elle-même appelés les crêtes mitochondriales

c’est au niveau de ces crêtes que est préférentiellement enchâssé le système de phosphorylation

oxydative. Ce dernier est composé de cinq complexes protéiques et deux transporteurs solubles,

le coenzyme Q (CoQ, encore appelé ubiquinone) faisant la navette entre les complexes I, II et
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III et le Cyt c, lié à la cardiolipine assurant le transport des électrons entre les complexes III et

IV [12,13].

— Le complexe I (NADH déshydrogénase ou NADH ubiquinone oxydoréductase)

C’est la première enzyme dans la chaîne de transport d’électrons. Il est le plus gros des

complexes enzymatiques de la chaîne respiratoire avec une masse d’environ 980 kDa [5] et

47 sous-unités [14]. Le complexe I contient de la flavine mono nucléotide (FMN) [15], et

des cofacteurs liés constitués d’atomes de fer et de soufre (centres Fer-Soufre) au nombre

de 6. Ce complexe dépasse largement sur les deux faces de la membrane [16].

— Le complexe II (succinate déshydrogénase ou succinate-CoQ réductase)

Il présente la particularité d’être à la fois une enzyme du cycle de Krebs et un complexe de la

chaîne respiratoire. Il est constituée de quatre peptides d’une masse d’environ 200 kDa [5]

dont deux sous-unités hydrophobes (SdhC et SdhD) sont incluses dans la membrane interne

de la mitochondrie et deux sous-unités hydrophiles étant seulement liées aux premières sur

la face matricielle de la membrane, comprend une flavoprotéine (SdhA) contenant la FAD,

3 centres fer-soufre (SdhB) et un Cyt b560 [17].

— Le complexe III (ubiquinol cytochrome c réductase)

Le complexe III est un homodimère, chaque monomère est constitué de 11 sous-unités

polypeptidiques et a une masse de 240 kDa. Il comprend deux Cyt b560, un Cyt c1 et

deux centres fer-soufre [17]. Il est situé dans la membrane interne et dépasse largement

sur les deux faces [5,18].

— Le complexe IV (cytochrome c-oxydase)

Le complexe IV est la dernière enzyme de la chaîne de transport d’électrons, il a une masse

de 204 kDa [5,18] et il est composé de 13 sous-unités polypeptidiques [9,19]. Il contient

deux groupements hèmes (Cyt a et Cyt a3) et deux ions cuivre [10, 18]. Il est situé dans

la membrane interne et dépasse surtout sur la face intermembranaire [16].

— Le complexe V (l’ATP-synthétase ou (F1–F0) ATPase)

Le complexe V plus généralement dénommé ATP-synthase peut se définir comme un mo-

teur moléculaire responsable de la synthèse d’ATP mitochondriale. C’est une grosse pro-
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téine multimérique de 600 kDa [5] qui représente seul 15% de la masse des protéines de

la membrane interne. Il est composé de deux domaines principaux F0 et F1. La tête

sphérique (particule F1) qui est constituée de cinq types de chaînes polypeptidiques : α,

β, γ, δ et ε. Les sous-unités α et β disposent selon un anneau hexagonal [20] baignant dans

la matrice et accrochée par la tige centrale constituée des sous-unités γ et ε pour former

une voie de passage aux protons [6].

— L’ubiquinone 50 (coenzyme Q10)

C’est un coenzyme transporteur d’H+ avec une masse moléculaire de 863 Da qui présente

la particularite d’être liposoluble [17].

D’autres protéines sont enchâssées dans la membrane interne jouent des rôles bien spéci-

fiques, telles que la translocase des nucléotides adényliques (ANT) qui permet l’entrée de l’ADP

dans la matrice et la sortie conjointe de l’ATP dans l’espace intermembranaire, les complexes

TIM (translocase of the inner membrane) qui autorise le déplacement de nombreuses protéines

et empêche la fuite d’ions à travers la membrane interne, le cotransporteur de phosphate inor-

ganique/proton, le symporteur pyruvate/proton, la navette du glycérol-3-phosphate, la navette

malate/aspartate permettent les échanges métaboliques, le transporteur du citrate et la CPT II

[21,22]. Le complexe Oxa (assemblage de protéines membranaires multimériques) qui catalyse le

transport protéique à travers la membrane mitochondriale interne [21,7]. Il sert d’intermédiaire

de l’insertion de protéines de la membrane interne qui sont synthétisées à l’intérieur de la mito-

chondrie [21,23].

La chambre interne (la matrice)

La matrice mitochondriale est le siège de nombreuses voies métaboliques aussi bien cataboliques

comme le cycle de Krebs et la β-oxydation des AG. Elle renferme également plusieurs copies

circulaires de l’ADNmt ainsi que une grande quantité d’enzymes comme les enzymes d’oxydation

et les enzymes de la réplication, de la transcription et de la traduction du matériel génétique

mitochondriale [10] et des molécules de NADH et de NADPH qui interviennent dans le transport

des électrons [4]. Elle héberge aussi des molécules d’ARN messager et des ARN de transfert et

quelques mitoribosomes qui ressemblent aux ribosomes bactériens.

24



Chapitre 2

Figure 2.1: Représentation schématique de la structure mitochondriale.
(http://delgadowassu.blogspot.com/2016/01/blog-de-biologia-celular.html)

2.3 Les fonctions de la mitochondrie

2.3.1 La production d’énergie

La mitochondrie se définit avant tout comme la principale centrale énergétique de la cellule

où se déroule une partie de l’oxydation des glucides, des acides aminés, et la totalité de celle

des AG par ses trois systèmes principaux : la phosphorylation oxydative, la β- oxydation et

le cycle de Krebs [24]. Les cycles d’oxydation de l’acide pyruvique et des AG produisent non

seulement des métabolites intermédiaires mais également des cofacteurs réduits qui jouent un

rôle fondamental dans la production de l’énergie. L’énergie intrinsèque de ces équivalents réduits

est transformée en une forme d’énergie directement utilisable pour le travail cellulaire, l’ATP [5].

2.3.1.1 La chaîne respiratoire et la phosphorylation oxydative

La chaîne respiratoire comprend cinq complexes protéiques et deux transporteurs mobiles

d’électrons (le CoQ 10 et Cyt c) qui passent d’un état réduit à un état oxydé grâce à un transfert

d’électrons de complexe en complexe au travers des protéines ayant un potentiel d’oxydoréduction

croissant [25]. Suite à la réduction successive des différents complexes et l’expulsion d’ions H+

dans l’espace intermembranaire, un gradient de protons se forme et crée un potentiel électrochim-

ique, ou force protomotrice, due à la différence de pH et de potentiel électrique (∆Ψm) à travers

la membrane interne qui est imperméable aux protons [9]. L’énergie emmagasinée dans le gra-

dient électrochimique de protons est utilisée pour assurer la phosphorylation de l’ADP en ATP
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grâce à l’ATP-synthase [13]. Donc, la phosphorylation oxydative caractérise le couplage entre

l’oxydation intervenant au niveau des complexes I à IV et la phosphorylation de l’ADP par le

complexe V. La respiration (consommation d’oxygène) et la phosphorylation (production d’ATP)

sont intimement couplées de telle sorte que la quantité d’ATP produite est proportionnelle à la

quantité d’oxygène consommée (Figure 2.2).

Figure 2.2: Le transfert d’électrons à travers la chaîne respiratoire mitochondriale.
CI: Complexe I; CII: Complexe II; CII: Complexe III; CIV: Complexe IV; CV: Complexe V;

Cyt c: cytochrome c; CoQ: coenzyme Q. [1]

2.3.1.2 Oxydation des acides gras

L’oxydation des AG se fait principalement par la voie de la β-oxydation qui regroupe une

succession de réactions enzymatiques :

— L’activation des AG en thioesters d’acyl-CoA catalysée par les acyl-CoA synthétase situées

au niveau de la membrane externe mitochondriale puis en acyl-CoA après une hydrolysa-

tion par la pyrophosphatase.

— L’acyl-CoA est ensuite transformé en acylcarnitine, par la CPT I, capable de pénétrer

la membrane mitochondriale interne. Ce transport est possible grâce à la présence de

26



Chapitre 2

la carnitine-acylcarnitine translocase qui se comporte comme un échangeur de carnitine

[24]. En revanche les AG à courte chaîne ne nécessitent pas de transporteur et entrent

directement dans la mitochondrie [26].

— Dans la matrice mitochondriale, l’acyl-CoA entre dans le cycle de la β-oxydation com-

mençant par une réaction d’oxydation FAD dépendante, réalisée par une acyl-CoA déshy-

drogénase qui conduit à un trans-∆2-énoyl-CoA. Les électrons sont immédiatement trans-

mis à une flavoprotéine de transport d’électrons de la chaîne respiratoire mitochondriale. Le

trans-∆2-énoyl-CoA est hydraté par l’énoyl-CoA hydratase pour donner L-β-hydroxyacyl-

CoA. Le groupe hydroxyle en C-3 de ce dernier est convertit en un groupe carbonyle par

L-β- hydroxyacyl-CoA déshydrogénase dont NAD+ est l’accepteur d’électrons avec for-

mation de β- cétoacyl-CoA. Une dernière réaction de thiolyse, catalysée par l’acyl-CoA

acétyltransférase et le clivage thiolytique du β-cétoacyl-CoA donne une molécule d’acétyl-

CoA et un acyl-CoA raccourci de deux atomes de carbone éliminés en même temps de

l’extrémité carboxylée de ce dernier [19,27]. Ce cycle se répète un nombre de fois corre-

spondant au nombre de paires de carbones de l’AG, et dans le cas d’un AG à nombre impair

de carbones, le résidu final possédant trois carbones, le propionyl-CoA, est transformé en

succinyl-CoA qui est un intermédiaire du cycle de Krebs.

2.3.1.3 Le cycle de Krebs

Il est également appelé cycle de l’acide citrique ou cycle des acides tricarboxyliques, est une

voie oxydative qui constitue un carrefour métabolique permettant l’oxydation des acétyl-CoA,

provenant de la dégradation des oses, des AG et des acides aminés. Il se déroule dans la matrice

mitochondriale des cellules eucaryotes et assure la plus grande part des besoins énergétique de la

cellule grâce à la formation des coenzymes réduits qui seront réoxydés dans la chaine respiratoire

[26]. Les principaux résultats du cycle de Krebs sont la dégradation d’un acétyl-CoA correspond

à la production de deux molécules d’ATP par molécule de glucose d’un ubiquinol et le transfert

des électrons riches en énergie aux 3 NADH et FADH2, de 2 CO2 permettant la formation de 12

ATP, en final [28].
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Figure 2.3: La production d’énergie via la β-oxydation et le cycle de Krebs.
AG: acide gras; CPT-I: carnitine palmitoyl transferase I; CPT-II: carnitine palmitoyl

transferase II. (http://dx.doi.org/10.5772/56449)

2.3.2 Mort/survie cellulaire

L’apoptose correspond à un processus physiologique normal [1] qui permet l’élimination des

cellules endommagées ou indésirables pour l’organisme [29,11]. Il peut aussi signaler des situa-

tions physiopathologiques où les membranes mitochondriales perdent leur intégrité physique et

fonctionnelle [30,10]. Ce processus biologique organisé d’autodestruction de la cellule est souvent

déclenché par deux grandes voies de signalisation. La première est dite extrinsèque ou voie « des

récepteurs de mort », elle est initiée à la surface de la cellule par la liaison des ligands spécifiques

sur certains récepteurs membranaires [31,32]. La deuxième voie est appelée voie intrinsèque ou

« mitochondriale » où la mitochondrie occupe une place centrale dans ce processus de mort

cellulaire par apoptose.

La régulation de l’apoptose par les mitochondries fait intervenir des protéines de la famille

Bcl-2 (B cell lymphoma). Cette famille regroupe des protéines pro-apoptotiques comme (Bax,

Bak, Bad, Bim, Bik, Bid) et anti-apoptotiques tels que (Bcl-2, Bcl-xl). L’insertion des protéines

pro-apoptotiques dans la membrane mitochondriale peuvent conduire à l’ouverture des PTPm est

la conséquence d’une part une rentrée massive de protons dans la matrice, effondrant le potentiel

membranaire et le stock cellulaire d’ATP aboutissant à la perte du gradient électrochimique entre

la membrane interne et la matrice. D’autre part elle provoque un gonflement mitochondrial et
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la rupture de la membrane externe libérant dans le cytosol le Cyt c, les AIF et les protéines

contenues dans l’espace intermembranaire. Ceci induit le recrutement de la pro-caspase-9 et

la formation d’un complexe appelé appotosome puis l’activation de la caspase-9 qui déclenche

la partie effectrice des caspases, famille de cystéine protéases, respnsables de l’hydrolyse de

nombreuses protéines cellulaires et entraine la mort de la cellule [24].

Figure 2.4: Les différentes fonctions de la mitochondrie.

2.3.3 Mitochondrie et stress oxydant

Les ERO sont produits naturellement dans l’organisme et se sont acteurs importants de la sig-

nalisation cellulaire et la régulation des métabolismes de différents processus physiologiques, bien

qu’ils soient la plupart du temps responsables de dommages causés aux structures biologiques.

La mitochondrie est considérée comme une principale source de production des ERO et la

chaîne respiratoire mitochondriale génère 90% des ERO cellulaires [33]. Comme nous l’avons

vu précédemment, la chaîne respiratoire transfère les électrons de complexes en complexes et le

dernier accepteur d’électrons est l’oxygène donnant ainsi du H2O au niveau du complexe IV par

une réaction contrôlée, une fuite d’électrons peut intervenir et réduire partiellement l’oxygène

matriciel pour aboutir à la formation de l’anion superoxyde (O◦−
2 ). Selon des études réalisées sur

des mitochondries isolées cette fuite des électrons est provenue de deux sites, dont l’un se situerait

au niveau du complexe I et l’autre au niveau du complexe III ( voir figure 2.5) [33]. D’autre part

Liu et ses collaborateurs [34] ont permis de montrer qu’il y a un transfert électronique inversé du
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complexe II vers le complexe I. Ce flux inverse d’électrons est dû au fait qu’en absence d’ADP

(stade 4), les électrons dérivés du succinate peuvent remonter au complexe I et réduire le NAD+

en NADH [34]. Les travaux de Seifert ses collaborateurs [35] ont montré que la β-oxydation des

AG de chaines longues est associée à une production accrue des ERO via un mécanisme incluant

le complexe III. Le taux de production des ERO est déterminé principalement par le potentiel

membranaire, le ratio entre NADH/NAD+, le ratio entre CoQH2 et CoQ et la concentration

d’O2 local [36].

Le (O◦−
2 ) peut être transformé en peroxyde d’hydrogène (H2O2) par la superoxyde dismutase

à manganèse (Mn-SOD) dans la matrice ou par Cu,Zn-SOD dans l’espace intermembranaire

et parfois il combine avec le monoxyde d’azote (NO◦) pour donner le peroxynitrite (ONOO-

) [37,38]. Le (H2O2) n’est pas un radical libre mais il peut s’accumuler et entraîner un stress

oxydant mitochondrial via la réaction de Fenton qui se produit en présence de cations métalliques

comme le Fe2+ ou le Cu+ [39] et qui donne naissance à (◦OH) qui est l’espèce radicalaire la plus

délétère.

En dehors de la chaîne respiratoire, de nombreux autres sites mitochondriaux ont été décrits

comme participant à la production des ERO, les plus importants étant les monoamines oxydases

et le Cyt b5 réductase au niveau de la membrane externe mitochondriale et l’aconitase dans la

matrice [40].

Figure 2.5: La production mitochondriale des espèces réactives de l’oxygène.
[42]
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La production des ERO par la chaîne respiratoire peut cependant augmenter de façon im-

portante dans certaines situations, comme par exemple en cas d’inhibition de la circulation des

électrons au sein de la chaîne respiratoire [41] ou lorsque les systèmes antioxydants sont dé-

plétés. À long terme, cette surproduction des ERO peut déborder les systèmes antioxydants

mitochondriaux et surtout les protéines mitochondriales qui sont extrêmement sensibles aux

dommages induits par les ERO provoquant un découplage de la chaîne respiratoire. Les ERO

peuvent entraîner l’oxydation du glutathion, la peroxydation des AG de la membrane interne

de la mitochondrie mais également avoir des effets délétères sur les pompes ioniques, aggravant

ainsi l’inhibition de la chaîne respiratoire. De même le stress oxydant se traduit aussi par des

mutations de l’ADN, notamment de l’ADNmt qui est à l’origine de situations pathologiques [42].

Dans des conditions physiologiques, ces ERO sont éliminées en grande partie grâce à dif-

férentes enzymes antioxydantes présentes dans les mitochondries, telles que :

— La Mn-SOD qui convertit le radical (O◦−
2 ) en H2O2 [42].

— La catalase (CAT) qui catalyse la conversion du (H2O2) en (H2O).

— Le glutathion peroxydase (GPx) et le glutathion réductase (GR), le GPx agit en synergie

avec la SOD puisque son rôle est d’accélérer la dismutation du (H2O2) en (H2O) et (O2) et

le GR a pour rôle de régénérer le glutathion réduit (GSH) à partir du glutathion disulfide

(GSSG) grâce au NADPH qui est utilisé comme donneur d’électrons.

— Les peroxyredoxine (Prx) ou thioredoxine peroxydase qu’elles exercent son rôle antioxydant

à travers une activité peroxydase de (H2O2), de (ONOO-) et de nombreuses hydroperoxy-

dases. Elles représentent des substrats en faible efficacité catalytique par rapport au GPx

et à la CAT [43].

— Les ubiquinones et le Cyt c : les ubiquinones, sous leur forme semi-radicalaire, jouent

un rôle fondamental dans la production des ERO. Inversement, il a pu être défini que

la forme "ubiquinol" agit comme antioxydant. L’ubiquinol protège les membranes de la

peroxydation lipidique par une diminution de la formation et de la propagation des radicaux

peroxyls. Il est également impliqué dans la régénération de la vitamine E ce qui amplifie

son rôle protecteur contre les ERO [44].
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Le Cyt c présent dans l’espace intermembranaire a un rôle de détoxification en captant l’électron

libre de (O◦−
2 ) produit au niveau des complexes I et III de la chaîne respiratoire. Par la suite le

Cyt c réduit est oxydé par le complexe IV entraînant la formation de (H2O) à partir d’O2 [45].

2.4 Dysfonctionnement mitochondrial induit par l’AVP

De nombreux travaux ont montré l’apparition d’une hépatotoxicité chez les patients et chez

les animaux traités par l’AVP [46]. L’hépatotoxicité par l’AVP se manifesterait principalement

via le dysfonctionnement mitochondrial en agissant sur plusieurs voies métaboliques dont la plus

connue est l’inhibition de la β-oxydation des AG [47]. Cette réduction sévère de l’oxydation des

AG peut avoir plusieurs conséquences au niveau biochimique [48]:

— Une diminution de la synthèse d’ATP induite par l’altération de la phosphorylation oxyda-

tive qui peut aboutir à la sortie du Cyt c, activant alors le processus d’apoptose et la

survenue d’une nécrose concomitante.

— Une diminution de la production des corps cétoniques (acétoacétate et β-hydroxybutyrate).

— une accumulation dans le plasma et les urines de dérivés d’AG (par exemple, acylcarnitine

et acylglycine).

— Une réduction de la gluconéogenèse qui peut expliquer l’hypoglycémie sévère survenant

chez certains individus.

2.4.1 Dysfonctionnement mitochondrial induit par l’AVP et stéatose

hépatique

La stéatose hépatique est définie par un excès de lipides dans les hépatocytes, supérieur à

5% du poids du foie. Les lipides le plus souvent concernés sont les triglycérides. Généralement

la stéatose est consécutive à un apport excessif de graisses et/ou à un défaut de leur élimination

par la β-oxydation mitochondriale [48].

A concentration intracellulaire élevée, l’AVP bloque la butyrobétaine-3-hydroxylase, enzyme

responsable de la synthèse de L-carnitine et forme des esters avec la L-carnitine entraînant une
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diminution des concentrations intracellulaires de ce cofacteur qui est nécessaire au transport des

AG à travers la membrane mitochondriale et donc à leur β-oxydation [48].

L’AVP peut générer aussi des métabolites par l’intermédiaire du CYP450 : 1) le dérivé AVP-

CoA qui inhibe la CPT1 et diminue les stocks intra-mitochondriaux d’acyl-CoA, qui est un

cofacteur indispensable à l’oxydation des AG endogènes. 2) le 4-ène-AVP qui pénètre dans la

mitochondrie et génère du 2,4-diène-AVP-CoA, un métabolite réactif qui inactive des enzymes

impliquées dans la β-oxydation comme l’acyl-CoA-deshydrogénase (Figure 2.6) [48].

Figure 2.6: Mécanismes d’inhibition de la β-oxydation mitochondriale des AG par l’AVP.
CYP: cytochrome P450; ∆4-AVP: acide 2-propyl-pentanoïque; ∆2,4-AVP: acide

2-n-propyl-(E)-2,4-pentanoïque; CPT1: carnitine palmitoyl tranferase 1; CoA: coenzyme A [48].

La séquestration intramitochondriale du CoA inhibe l’activation et la β-oxydation des AG.

Lorsque la β-oxydation est inhibée, les AG s’accumulent dans le cytosol sous forme libre ou es-

térifier en triglycérides émulsifiés provoquant une stéatose typiquement microvésiculaire (Figure

2.7) [49].

Des études ont été réalisées par Zimmerman et Ishak [50] rapportent des cas d’insuffisance hé-

patique fulminante chez les patients traités avec l’AVP caractérisées par une stéatose microvésic-

ulaire idiosyncrasique, qui se développe dans les premières semaines du mois de traitement.
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A partir de cas de surdosage entraînant une hépatotoxicité, des analyses microscopiques

réalisées sur des coupes de parenchyme ont permis de mettre en évidence des signes de nécrose

hépatique. L’essentiel de cette nécrose localisée au centrolobulaire est authentifiée par une

dégénérescence hépatocytaire et une picnose nucléaire [50]. Par ailleurs, un infiltrat leucocytaire

essentiellement à polynucléaires a été signalé. Les auteurs concluent à une nécrose fulminante

hépatique touchant principalement les hépatocytes centrolobulaires [51].

Figure 2.7: Conséquences métaboliques d’une inhibition sévère de la β-oxydation mitochondriale
des acides gras.

[48]

Les anomalies de la β-oxydation provoquent un déficit énergétique de la cellule, car l’oxydation

des AG est inhibée et l’accumulation d’AG non estérifiés avec leurs dérivés dicarbonates peut

limiter l’exploitation du glucose et donc interrompre la phosphorylation oxydative. Les signes

cliniques observés sont principalement une acidose lactique, une hyperammoniémie, une hypo-

glycémie et une augmentation nette des transaminases [51,46].

L’AVP peut également inhiber le cycle de l’urée qui est presque exclusivement hépatique.

Il bloque une des étapes de ce métabolisme au niveau de la carbamyl phosphate synthétase ce

qui entraîne une élévation de l’ammoniémie. Cette hyperammoniémie induite par l’AVP altère

la respiration cellulaire car l’excès d’ammoniaque agit sur l’α-cétoglutarate en provoquant un

épuisement de ses réserves [48].
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2.4.2 Dysfonctionnement mitochondrial induit par l’AVP et stress

oxydant

Bien que les mécanismes impliqués dans l’aggravation de la stéatose en stéatohépatite ne

soient pas tous encore bien élucidés, il semble cependant que les dysfonctionnements mitochon-

driaux jouent un rôle important, en particulier l’inhibition de la chaîne respiratoire mitochon-

driale [47]. Dans les cas d’intoxication par l’AVP cette inhibition est en effet à l’origine d’une

surproduction des ERO, qui constitue à son tour un facteur de risque important pour les lésions

cellulaires et la dysfonction des mitochondries [52].

L’AVP peut induire un stress oxydant par de multiples mécanismes [52]. Plusieurs études ont

rapporté que la toxicité de l’AVP est associée à une génération accrue des ERO qui amplifient

les lésions cellulaires via l’oxydation et l’altération des protéines impliquées dans l’ouverture des

PTPm [47,48] provoquant le gonflement massif des mitochondries et l’effondrement du potentiel

de membrane et de la synthèse d’ATP permettant la libération d’agents apoptotiques (le Cyt c)

[48]. Ces transitions de perméabilité mitochondriale traduisent aussi une augmentation brutale

de la perméabilité de la membrane interne aux ions et molécules de petit poids moléculaire.

Les éléments déclencheurs peuvent être des oxydants comme les peroxydes ou la présence d’ions

calcium. Il en résulte une majoration des taux de peroxydes ainsi que d’importantes altérations

de l’homéostasie calcique au sein de la cellule et un stress oxydatif intense occasionne et promeut

ces transitions de perméabilité mitochondriale qui vont à leurs tours engendrer un stress oxydant,

favorisant l’auto-entretien des dysfonctionnements des systèmes antioxydants débordés [53].

En outre, il a été montré aussi que l’AVP augmente le niveau du superoxyde mitochondrial

et réduit l’expression protéique de la Mn-SOD responsable de l’élimination de ce dernier ce qui

suggère un nouveau mécanisme pathologique lié à la toxicité de l’AVP mais le mécanisme exacte

de la diminution des taux de Mn-SOD reste encore n’est pas claire [52].

Le glutathion réduit (GSH), tri-peptide composé d’acide glutamique, de cystéine et de

glycine, constitue un pilier de la défense anti-oxydante de la cellule. Il intervient dans la détoxi-

fication des métabolites des xénobiotiques comme l’AVP [47]. Le foie est la principale source de

glutathion dans l’organisme, d’où une étroite corrélation entre les taux hépatiques et les taux

plasmatiques. Les patients dont les réserves sont amoindries est une population particulièrement

à risque d’hépatotoxicité [54]. Les conséquences pathologiques de la variation des taux de GSH
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cellulaire s’expliquent par son rôle central dans l’homéostasie antioxydante [55]. En parallèle, le

GSH est un garant du maintien de l’homéostasie de l’oxydoréduction. Les cellules, en particulier

leurs mitochondries, sont constamment exposées au stress oxydatif. La réduction du H2O2 par

le GSH est catalysée par le GPx. Le GSSG qui en résulte est à son tour réduit en GSH par

le GR en présence de NADPH. Si l’oxydoréduction est débordée par la formation de GSSG, ce

dernier est exporté directement hors de la cellule. La déplétion en GSH déséquilibre la balance

oxydative et semble avoir un rôle décisif dans l’orientation de la mort cellulaire par nécrose ou

par apoptose [56].

L’hépatotoxicité de l’AVP est attribuée à ses métabolites détoxifiés par le GSH. Une con-

centration plus élevée de ces métabolites 4-ene-AVP et 2,4-diène-AVP conduit à l’épuisement

du GSH. Suite à cette déplétion en GSH, les taux intracellulaires de peroxydes s’élèvent, provo-

quant un stress oxydant via une réaction de Fenton [57]. Ainsi, un mécanisme majeur d’une

peroxydation lipidique induit par l’AVP a été démontré dans des cultures d’hépatocytes de rat.

Celle-ci entretient les anomalies de la chaîne respiratoire [54]. Une des conséquences de ces

altérations mitochondriales est l’activation des caspases (caspase 3) qui va cliver les substrats

intracellulaires comme la cytokératine 18 (CK18) et induire l’apoptose des hépatocytes [51]. Il

a été suggéré que ce dysfonctionnement mitochondrial était impliqué dans le développement des

lésions d’une stéatohépatite [58].

Les produits de la peroxydation lipidique favorisent aussi la fibrogènes. En effet, des études in

vitro et in vivo ont clairement montré que les aldéhydes réactifs issus de la peroxydation lipidique

(MDA et 4-HNE) sont des médiateurs pro-inflammatoires importants, capables d’activer les cel-

lules étoilées du foie et d’augmenter la synthèse de collagène de type 1, retrouvé majoritairement

dans le tissu fibreux hépatique [59].

D’autres mécanismes mineurs ont été évoqués tel que l’augmentation du stress nitrosant qui

induit des signaux cellulaires interagissant avec les protéines de l’apoptose et les endonucléases,

et aboutissant aux transitions de perméabilité mitochondriale. Ces transitions de perméabilité

provoquent une diminution de la synthèse d’ATP, ainsi qu’un auto-entretien de la production

de stress oxydant et nitrosant [53].
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Chapitre 3

Lysosome et dysfonctionnement

lysosomal induit par l’AVP

3.1 Les lysosomes

Les lysosomes sont des organites cellulaires hétérogènes de 0.2 à 0.5 µm, dont ils provien-

nent du réticulum endoplasmique (RE) via l’appareil de Golgi et renferment une grande variété

d’enzymes hydrolytiques impliquées dans le catabolisme des macromolécules complexes (glycol-

ipides, glycoprotéines, mucopolysaccharides, mucolipides, etc...) constituant un système cyto-

plasmique complexe servant à la digestion contrôlée d’une grande variété de matériaux d’origine

exogène (hétérophagie) et endogène (autophagie) [1].

La structure des lysosomes est polymorphe, ils sont regroupés en deux ensembles du fait

qu’ils peuvent être isolés ou liés à d’autres formations avec lesquels ils collaborent: les lysosomes

primaires ou purs contenant que des enzymes lytiques (les hydrolases acides) qui sont donc

impliqués dans tous les phénomènes de phagocytose, pinocytose, endocytose [2], et les lysosomes

secondaires qui ont un contenu dans lequel on reconnaît diverses structures en cours de digestion

et dont l’évolution ultime constitue les corps résiduels (ou corps d’inclusions) [3].
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Figure 3.1: Lysosomes primaires et secondaires.

3.2 Types des lysosomes

Les phagocytosomes

Ils résultent de l’association d’un lysosome primaire avec une vacuole phagocytaire. Une fois

que la vacuole phagocytaire est constituée, un ou plusieurs lysosomes viennent à son contact et

y déversent leur contenu par fusion des membranes, ce qui permet aux hydrolases lysosomiques

d’attaquer la particule et de la digérer dans une membrane imperméable protégeant le reste du

cytoplasme [4].

Les corpuscules résiduels

Ils proviennent des phagocytosomes et renferment les résidus non digestibles des corps étranger,

notamment sels de fer ou sels de calcium.

Les cytolysosomes ou vacuoles autophagiques

Ils se constituent de la cellule ayant subi, au niveau d’un territoire limité de leur cytoplasme,

un processus dégénératif localisé, physiologique ou pathologique. La zone lésée s’entoure d’une

membrane qui constitue ainsi une vacuole dans laquelle vient se déverser les hydrolases lyso-

somiques [5].
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3.3 Composition chimique

Les lysosomes sont entourés d’une bicouche phospholipidique de 75 A◦ d’épaisseur [6] qui con-

tient des protéines de transport de composition spécifique comprenant des glycoprotéines forte-

ment glycosylées qui la protègent des hydrolases: les protéines membranaires lysosomales pour «

Lysosomal membrane proteins» (LMPs). Une cinquantaine de ces protéines lysosomales ont été

décrites, chacune présentant une activité spécifique. Chez les mammifères, les lysosomes conti-

ennent environ vingt-cinq LMPs [7]. Elles présentent diverses fonctions comme l’acidification de

la lumière lysosomale, l’importation des protéines du cytosol, la fusion membranaire et le trans-

port des produits de dégradation jusqu’au cytoplasme. Les LMPs les plus abondantes sont les

protéines LIMP (Lysosomal- integral membrane protein) et LAMP (Lysosomal-associated mem-

brane protein) dont les LAMP1 et LAMP2 qui sont impliqués dans le processus de maturation

du phagosome [8].

3.3.1 Les enzymes hydrolytiques

On connaît une quarantaine d’enzymes hydrolytiques : des protéases (lysent les protéines),

des nucléases (lysent les acides nucléliques : ribonucléase et désoxyribonucléase), des glycosi-

dases (lysent les sucres), des lipases (lysent les lipides), des phospholipases, des phosphatases et

des sulfatases. Ce sont toutes des hydrolases du type acide dont l’activité est optimale à un pH

acide, ce milieu acide est maintenu par une pompe à protons ATPase à partir du cytoplasme

dans la lumière lysosomale [9]. Le pH acide qui caractérise le compartiment lysosomal, assure les

conditions optimales pour l’activité catalytique des enzymes et facilite partiellement la dénat-

uration des glycoprotéines. Ces enzymes susceptibles d’attaquer divers composés biologiques,

particulièrement ceux à haut poids moléculaire mais ne sont en général pas actives se sont sous

forme latente (ce qui protège la cellule en cas de fuite) [10].

3.3.2 Les cathepsines

Les cathepsines sont des enzymes appartenant à la famille des chymotrypsines, agissant de

manière concertée sur les glycoprotéines pour conduire à la libération d’acides aminés et de

dipeptides [11].
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On distingue deux classifications pour ces protéases :

— Nomenclature « EC » : cette classification est réalisée par la commission des enzymes

de l’Union Internationale de Biochimie et de Biologie Moléculaire et basée sur la réac-

tion chimique qu’elle catalyse et le substrat impliqué dans la réaction. Selon la nature

des sites de clivage et leur mécanisme catalytique on distingue les endopeptidases et les

exopeptidases [11].

— Classification en clans et familles : cette classification répertorie les enzymes en fonction de

la nature de l’acide aminé du site actif impliqué dans l’activité catalytique de ces enzymes.

Il existe les cathepsines à sérine (A et G), les cathepsines à cystéine (B, C, F, H, K, L,

O, S, V, W, et X) et les cathepsines aspartique (D et E) [12]. Elles sont synthétisées sous

forme de précurseurs inactifs, pré-pro-enzymes, qui sont transportés aux lysosomes ou leur

activité optimale en raison de l’acidité du milieu [13].

Les cathepsines exercent également une activité dans l’environnement péricellulaire vers

lequel elles sont sécrétées. Elles interviennent dans un grand nombre de fonctions physiologiques,

comme la dégradation des protéines intracellulaires ou encore le recyclage des protéines au sein

des compartiments endosomaux et lysosomaux. Elles participent ainsi à divers fonctions spéci-

fique telles que la présentation de l’antigène aux CMH (cathepsines B, L et S), remodelage des

tissus osseux (cathepsines K), la différencaition des kératinocytes (cathepsines L), l’apoptose

(cathepsines C et B) ainsi qu’à divers processus pathologique [14,15].

3.3.3 Les hexosaminidase

Les hexosaminidases sont des glycosides hydrolases capables d’hydrolyser la liaison osidique

des résidus de N-acétyl-D-hexosamine non réducteurs terminaux des N-acétyl-β-D- hexosaminides,

ce qui permet la dégradation progressive de ces derniers [16]. Ces enzymes sont importantes dans

le catabolisme lysosomal des glycosaminoglycanes et des glycosphingolipides qui sont des com-

posés essentiels de la membrane plasmique des cellules eucaryotes [17].

Plusieurs pathologies pourraient se manifester par des changements d’état des lysosomes, se

traduit par une perturbation de la stabilité des membranes lysosomales, cette dernière est utilisée

dans le suivi de l’état de santé. La phosphatase acide (ACP), la β-galactosidase (β-GAL), la
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β-N-acetylglucosaminidase (β-NAG) et la β-glucuronidase (β-GLU) sont considérées comme des

principaux marqueurs lysosomals hépatiques [17].

3.4 Rôles des lysosomes

Les lysosomes sont des vésicules qui proviennent du RE via l’appareil de Golgi, représentant le

compartiment terminal de la voie endocytaire où se produit la dégradation de différentes macro-

molécules provenant par endocytose, phagocytose, ou autophagie (voir figure 3.2). La digestion

des organites cellulaires s’effectue dans des autophagosomes. Des portions de la membrane peu-

vent être endocytées et recyclées à nouveau dans la membrane cellulaire (par ex. recyclage des

récepteurs par endocytose par l’intermédiaire de récepteurs) [3].

Figure 3.2: Les voies d’approvisionnement des lysosomes.
1: Endocytose; 2: Autophagie; 3: Phagocytose [3].

Il existe deux voies permettent d’approvisionner les lysosomes selon la source des matériaux à

dégrader.
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3.4.1 Les voies autophagiques

L’autophagie est un processus catabolique intralysosomal permettant aux composants cyto-

plasmiques en fin de vie d’être amenées vers les lysosomes au sein desquels ils sont dégradés.

Elle peut être impliquée également dans le développement, le cancer, les réponses immunitaires

et l’apoptose [18]. Trois différents types d’autophagie ont été décrits selon le mécanisme par

lequel les glycoprotéines sont amenées aux lysosomes :

— La macro-autophagie : est un phénomène régulé impliquant des réactions de conjugaison

et l’intervention de kinases [19]. Des travaux récents ont démontré le rôle capital des lyso-

somes dans le contrôle des réponses cellulaires vis-à-vis les nutriments, pour cette raison il

existe plusieurs voies principales qui contrôlent les processus de la macro-autophagie (Fig-

ure 3.3). Parmi ceux on trouve la voie dépendent de la cible du complexe 1 de rapamycin

TORC1 (Transducer Of Regulated CREB activity 1). Le TORC1 est un indicateur de la

quantité de nutriment disponible pour la cellule ainsi que du statut énergétique et oxy-

doréducteur qui se trouve dans les lysosomes [20,21]. Ce complexe fonctionne comme un

intégrateur des signaux de disponibilité des nutriments/d’énergie/potentiel redox. Ce mé-

canisme moléculaire est plus important pour la régulation de la transcription nucléaire EB

(TFEB) (Transcription factor EB) [22]. Ce dernier code pour un facteur de transcrip-

tion qui coordonne l’expression des hydrolases lysosomales, des protéines membranaires et

des gènes impliqués dans l’autophagie [23]. Dans les conditions normales la localisation

et l’activité nucléaire du TFEB sont inhibées par la phosphorylation direct dans plusieurs

résidus de serine par le mTORC1. Pendant les conditions de jeûne ou durant l’inhibition du

mTORC1 le TFEB dépohosphorylé se transfère du cytoplasme vers le noyau ce qui entraîne

l’activation de ses gènes cibles qui sont connus par leur rôle important dans l’autophagie

et l’activation lysosomale (Figue 3.3) [23,24].

D’après la (Figure 3.3), dans des conditions riches en substance nutritive (à gauche), le

mTORC1 actif promeut la rétention de TFEB et TFE3 dans le cytosol ainsi que l’inhibition

du complexe ULK1/2 et du canal Na+ sensible à l’ATP et les lysosomes migrent vers la

périphérie de la cellule.
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Figure 3.3: Régulation de la fonction lysosomale par mTORC1 dans les conditions normales et
de durant le jeûne.
mTORC1: mechanistic target of rapamycin (serine/threonine kinase) complex 1; RHEB: Ras
homolog enriched in brain; TFE3: transcription factor binding to IGHM enhancer 3; TFEB:

transcription factor EB; ULK: uncoordinated 51-like kinase; v-ATPase: vacuolar H+-adenosine
triphosphatase; ZKSCAN3: zinc finger with KRAB and SCAN domains 3 [23].

Durant les conditions du jeûne (à droite), l’inactivation de mTORC1 va conduire à :

(1) - une translocation rapide des TFEB et TFE3 vers le noyau,

(2) - l’induction de la biogenèse lysosomale,

(3) - l’activation de l’autophagie,

(4) - l’inactivation de mTORC1 pourrait aussi être nécessaire pour faciliter la fusion entre

les autophagomes et les lysosomes,

(5) - changement du potentiel de la membrane lysosomale,

(6) - Après des périodes prolongées du jeûne, la réactivation de mTORC1 est indispensable

pour induire la reformation autophagique lysosomale [23].

— La micro-autophagie : est une voie non sélective qui permet le transfert de matériel cy-

tosolique par invagination de la membrane lysosomiale et les microautophagosomes formés

dans les lysosomes sont alors rapidement dégradés. Ce processus est considéré comme un

processus lent, constitutif, ATP-dépendant et qui permet la dégradation non-sélective des

protéines cytosoliques, y inclus des glycoprotéines [25].
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— L’autophagie chaperone : ou CMA (chaperone-mediated autophagy) est une autophagie

médiée par les molécules chaperonnes hautement sélective. Dans la CMA, les protéines cy-

toplasmiques, partiellement dégradées par le protéasome, portant une séquence peptidique

d’adressage particulière (KEFRQ) qui sont reconnues sélectivement grâce à une molécule

chaperonne cytoplasmique, qui permet leur acheminement vers la membrane lysosomale

[20]. Les complexes ainsi formés se lient à leur tour à des récepteurs de la membrane

lysosomale (LAMP-2A) puis transloquer dans la lumière du lysosome pour être dégradés

(Figure 3.4) [6].

Il est à noter que la macro-autophagie et la voie CMA deviennent très actives sous certaines

conditions comme le stress oxydant [26].

Figure 3.4: Les voies autophagiques et hétérophagiques.
LAMP-2A: Lysosomal-associated membrane protein 2 [28].

3.4.2 Les voies hétérophagiques

Elles correspondent à la digestion des substances exogènes qui rentrent dans la cellule et

de la membrane plasmatique [4] soit par endocytose : un processus spécifique et régulé dans
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lequel interviennent des récepteurs membranaires spécifiques et des vésicules recouvertes de

clathrine, ou par pinocytose non spécifique en phase fluide à partir de zones particulières de

la membrane plasmique, macropinocytose. Ces deux processus impliquent la formation des

endosomes précoces ou phagosomes par invagination de la membrane plasmique. La digestion

des substrats endocytés peut commencer dans l’endosome, sachant que leur dégradation totale

se déroulera dans un second temps suite à la fusion avec les lysosomes [27].

3.5 Les lysosomes et la mort cellulaire

Les lysosomes ont été considérés pendant longtemps comme des organelles de dégradation,

mais il est maintenant admis qu’ils jouent des rôles fondamentaux dans plusieurs processus

biologiques et en particulier dans la mort cellulaire [29]. L’implication des lysosomes au processus

de la mort cellulaire s’effectue d’une multitude voies: 1- la nécrose, qui peut être induite par un

relargage des protéases lysosomales, 2- l’apoptose, induite par une relâche limitée des caspases

lysosomales suivant l’apparition de ruptures modérées à la membrane des lysosomes et 3- la

necroptose, sous l’influence d’inducteurs de la mort cellulaire (TNF) [30].

La mort cellulaire autophagique, une mort cellulaire indépendante des caspases, lorsque la

régulation de l’autophagie est perturbée [31], elle représenterait un choix ultime pour la cellule

résistante à l’apoptose qui serait incapable de composer avec une perte trop importante de ses

constituants cytosoliques [32].

Suite à différents types de stress ou sous l’influence d’inducteurs de mort cellulaire (TNF-

α, radicaux oxygénés,...), la perméabilité de la membrane lysosomale devient perturbée [33].

L’induction de la déstabilisation de la membrane lysosomale provoque le relargage de contenu

acide lysosomal ainsi que leurs puissantes hydrolases et protéases, en particulier les cathepsines,

dans le cytoplasme qui peuvent dégrader des molécules essentielles pour la cellule et activer

d’autres hydrolases comme les caspases et l’ADNase II. D’autre part, l’acidification faciliterait

la dimérisation des membres pro-apoptotiques de la famille des Bcl-2 et leur capacité à provoquer

la perméabilisation de la membrane mitochondriale. Ceci aboutirait au relargage de molécules

mitochondriales tels que le Cyt c et les AIF contribuant à la mort cellulaire (Figure 3.5) [34].
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Figure 3.5: L’implication des lysosomes au processus de la mort cellulaire.
LMP: Lysosomal membrane permeabilization; AIF: Apoptosis inducing factor; Bid/Bax/Bak:

pro-apoptotiques [35].

La mort cellulaire dépendante du lysosome est déterminée en fonction du degré de perméabili-

sation lysosomale : une forte perméabilisation aboutirait à une mort par nécrose, alors qu’une

plus faible perméabilisation conduirait soit à l’apoptose soit à necroptose ou à l’autophagie [36].

D’ailleurs, l’apoptose et la mort cellulaire autophagique partagent plusieurs similitudes quant

aux signaux qui les induisent, en particulier les substances pouvant entraîner un stress cellulaire,

ainsi que des protéines qui inhibe ces processus, dont les protéines de la famille de Bcl-2, la pro-

téine Bcl-2 et la protéine Bcl-xL [34]. Ces similitudes suggèrent l’existence de voies signalétiques

communes aux deux processus.

Le Bax est un médiateur de la perméabilisation de la membrane mitochondriale extérieure

et la libération des facteurs apoptogéniques dans le cytosol, il joue un rôle clé dans les processus

de l’apoptose [37,38]. D’une manière similaire, l’apoptose est associé à la perméabilisation de

la membrane lysosomale et à la libération des cathepsines lysosomales dans le cytosol [39]. Le

lysosome, médiateur de la mort cellulaire, est associé à la dégradation du Bax en séquestrant

les protéines 14-3-3, au clivage du Bid activateur du Bax et à la translocation du Bax vers

la mitochondrie, qui tous dépendent de la cathepsine D [40,41]. La perméabilisation de la

membrane lysosomale (LMP) suivie par la libération des cathepsines dans le cytosol initie la

signalisation apoptotique, souvent via la voie apoptotique intrinsèque. A travers la formation

du complexe apoptosome, le Cyt c participe à l’activation de la cascade des caspases [42,43]. Il

52



Chapitre 3

a été suggéré que les protéases non-caspases contribuent au développement des protéines 14-3-3

et probablement aussi des cathepsines [44].

3.6 Lysosome et stress oxydant

Les atteintes directes de la membrane lysosomale via les ERO issues durant le stress oxydatif

ont été largement étudiées. Ces atteintes résultent souvent par une fuite cytosolique des hy-

drolases puissantes qui pourraient provoquer des dommages intracellulaires [45]. L’ampleur des

atteintes cellulaires varie selon l’intensité d’oxydation qui détermine le degré de la perturbation

de la membrane lysosomale. La disponibilité progressive du fer sous forme de faible poids molécu-

laire durant ces conditions se résulte par un potentiel graduel de la réaction intra-lysosomale de

Fenton provoquant les altérations lysosomales [46,47].

Le stress oxydant peut aussi toucher la perméabilité de la membrane lysosomale en induisant

la trans-jonction des protéines de la membrane lysosomale via des liaisons disulphides [48]. Cette

agrégation partielle des protéines de la membrane lysosomale peut aboutir à l’augmentation de

la perméabilité des protons lysosomals et le changement du pH lumineux, ainsi que le potentiel

membranaire et la perte des protons. Donc, la perméabilité des membranes lysosomales est

dépendante de l’état redox des groupements thiols membranaires [49].

Le stress cellulaire provoque une autophagie visant la suppression des macromolécules et des

organites endommagées. Les lysosomes possèdent de nombreux mécanismes sensibles au stress

et qui provoquent la biogenèse coordonnée des autophagosomes et des lysosomes [45].

3.7 Interaction entre les dysfonctionnements lysosomals

et mitochondrials

Plusieurs indices progressifs suggèrent que les lysosomes peuvent constamment communiquer

avec d’autres structures cellulaires pour effectuer des programmes métaboliques spécifiques. Le

dysfonctionnement mitochondrial peut aussi perturber la structure et la fonction des lysosomes

[50]. D’une manière spécifique, l’inhibition de la fonction mitochondriale suivant la suppression

de la protéine mitochondrial AIF, ainsi que l’inhibition de la chaîne respiratoire mitochondrial

mofidient l’activité lysosomale et provoque l’apparition de grandes vacuoles lysosomaux [40].
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Les mitochondries sont des organites dynamiques qui modifient leur distribution, leur struc-

ture et leur fonction selon les circonstances telles la disponibilité d’oxygène ou le stress. Le dys-

fonctionnement mitochondrial est caractérisé par l’accumulation croissante des macromolécules

non digérées dans les lysosomes. Cette accumulation massive des substances affecte la fonc-

tion lysosomale et détériore le flux autophagique qui peut influencer sur la qualité du contrôle

cellulaire des organites telle la mitochondrie [51].

Les voies de l’autophagie représentent un système de défense majeur, à côté de leur rôle

dans la fourniture des substances nutritives aux cellules, qui permettent aussi la survie des

cellules réagissant vis-à-vis divers agents stressants [52]. Une fois les dommages mitochondriaux

deviennent excessivement extrêmes ils provoquent la dissipation du potentiel de la membrane

mitochondrial (∆Ψm) et les parties endommagées de la mitochondrie ne peuvent pas se fusionner

avec la mitochondrie saine adjacente.

3.8 Dysfonctionnement lysosomal induit par l’AVP

Les lysosomes sont considérés à la fois comme source et également cible des ERO qui peuvent

par conséquent activer la cascade protéolytique en provoquant la libération de la tyrosine et la

protéolyse générale [53].

Le mécanisme exact du dysfonctionnement lysosomal induit par l’AVP n’est pas encore élu-

cidé mais il a été rapporté que son effet toxique se manifesterait principalement par un stress

oxydant et la génération accrue de radicaux libres [54]. En outre, d’autres études ont rapporté

que ce dysfonctionnement est médié via un dysfonctionnement mitochondrial [55].

Des études récentes ont signalé que l’exposition des hépatocytes à l’AVP augmente la fragilité

des membranes lysosomales, suite à la formation des ERO intracellulaires tel le H2O2 par

l’activation métabolique médiée par le CYP450 [56]. Le H2O2 peut facilement traverser la mem-

brane lysosomale en raison de sa nature lipophile. Dans le compartiment acide du lysosome, le

fer libre réduit (Fe2+), provenant de la dégradation des macromolécules riches en fer, catalyse

rapidement des réactions de type Fenton, la conversion des molécules de H2O2 en radicaux (◦OH)

générant un stress oxydant [57]. Le radical (◦OH) résultant pourrait déstabiliser l’intégrité de la

membrane lysosomale et libérer les protéases digestives (cathepsines). Ces derniers pourraient

modifier directement les membranes mitochondriales externes, ou indirectement en activant le
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Bax, la Bid et d’autres enzymes lytiques y compris la phospholipase A2 (PLA2) qui sont à leur

tours induisent l’ouverture des PTPm et la libération du Cyt c et l’effondrement du potentiel

de la membrane interne mitochondriale [32]. La libération du Cyt c pourrait aussi potentialiser

l’induction d’un stress oxydant par l’augmentation de la diffusion de H2O2 mitochondrial dans

les lysosomes en générant plus de radicaux hydroxyles lysosomaux (voir figure 3.6) [56].

Les radicaux libres oxygénés ainsi générés déstabilisent la membrane lysosomale par peroxy-

dation des lipides membranaires et dégradation des protéines membranaires [58]. Le 4-HNE est

un produit de la peroxydation lipidique, qui réagit avec des protéines lysosomales et provoque

leur carbonylation. L’accumulation de ces protéines modifiées par le 4-HNE peut provoquer

la mort cellulaire via la rupture de la membrane lysosomale [59]. Cette cascade d’événements

pourrait finalement aboutir à la lyse de la membrane et à la protéolyse cellulaire générale, les

processus qui se terminent par la mort cellulaire [56].

Figure 3.6: Mécanisme proposé pour le dysfonctionnement lysosomal induit par l’AVP.
(d’après [53]). AVP: acide valproïque; CYP2E1: cyochrome P450 2E1; Cyt c: cytochrome c;

PLA2: phospholipase A2;PTPm: pores de transition de la perméabilité mitochondriale.
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Produits naturels et atteintes

hépatiques

4.1 Produits naturels et atteintes hépatiques

Le rôle des substances bioactives d’origine végétale est largement montré dans la protection

contre plusieurs maladies en raison de leurs propriétés hépatoprotectrices et leurs interactions

éventuelles avec de nombreuses enzymes [1]. Des études évaluant l’activité pharmacologique et

biologique des composés bioactives ont montré qu’ils jouent un rôle clé dans la protection de

la fonction hépatiques vis-à-vis le dysfonctionnement induit par certains xénobiotiques [2,3]. Il

a été constaté que ces composés peuvent prévenir l’intégrité structurelle du foie et limiter les

excès des dépôts lipidiques hépatiques ou stéatose [4]. De nombreux travaux indiquent que des

dysfonctionnements hépatiques ou les atteintes de cirrhose ont été améliorés dans certains cas

suite à l’administration des composés phénoliques possédant des propriétés capables de moduler

le fonctionnement des enzymes hépatiques [3,4,5].

Les études expérimentales concernant les mécanismes d’AVP induisant l’hépatotoxicité chez

les rats révèlent qu’un large intervalle de doses de valproate de sodium (250-1000 mg/kg), durant

1 à 9 semaines, peut engendrer des lésions hépatiques et une stéatose hépatique microvésiculaire

[6]. Selon la littérature certains composés végétaux sont dotés d’un effet hépatoprotecteur vis-

à-vis les lésions hépatiques induites par une dose d’AVP appartenant à l’intervalle précédente.

Il a trouvé que le prétraitement par le safranal, huile essentiel dérivée du safran, a atténué

le dysfonctionnement hépatique induit par l’AVP et neutralise les dommages structuraux, la
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déplétion d’ATP hépatique, la réduction du contenu des antioxydants totaux et la modulation

de l’apoptose, ces effets ont été accompagnés par une augmentation significative de l’expression

du gène de la CPT [7]. Les extraits du safron (Crocus sativus L) [8], de Petroselinum crispum

[9] ont amélioré l’hépatotxicité et ont modérés les altérations histopathopatologiques induites

par l’AVP. En outre l’administration d’huile de Nigella sativa a prévenu l’hépatotoxicité des rats

recevant l’AVP via son activité antioxydante [10]. Comme il a été montré que les rats traités

par l’huile extraite du fenouil montrent une certaine protection contre les dommages hépatiques

et une diminution de la stéatose microvésiculaire issues d’une altération hépato-rénale induites

par l’AVP [11].

4.1.1 Produits naturels et dysfonctionnement mitochondrial

La protection spécifique contre le dysfonctionnement mitochondrial des hépatocytes joue

un rôle préventif dans les premiers stades des processus physiopathologiques des atteintes hé-

patiques [12]. Les mécanismes de la protection du foie contre les effets délétères induits par

différents agents toxiques, notamment les ERO, pourraient être liés à la protection et la régu-

lation des fonctions mitochondriales via les métabolites secondaires qui sont des antioxydants

puissants susceptibles d’inhiber la génération des radicaux libres et s’opposer à l’oxydation des

macromolécules [1,13]. Ces molécules peuvent agir de différentes façons dans les processus de

régulation du stress oxydant mitochondrial [14], par capture directe des ERO, par chélation de

métaux de transition tel le fer (empêchant ainsi la réaction de Fenton) ou par inhibition de

l’activité de certaines enzymes responsables de la production d’ERO (formation de complexe

inhibiteur-enzyme) comme dans le cas de la xanthine oxydase (XO) [15, 16]. Franco et ses

collaborateurs [17] ont observé que les flavonoïdes avaient un effet préventif contre le dysfonc-

tionnement mitochondrial et les dommages oxydatifs en inhibant la formation des ERO et la

peroxydation lipidique.

Il est bien établi que le déséquilibre du métabolisme énergétique cellulaire et du statut re-

dox activent les mécanismes menant à la nécrose et l’apoptose cellulaires via la participation

importante de l’ouverture des PTPm ainsi que la compartimentalisation du calcium cellulaire

[18]. Le taux d’ATP qui détermine l’association de l’ouverture des PTPm soit à la nécrose ou à

l’apoptose cellulaire. Les propriétés antioxydantes de plusieurs flavonoïdes naturelles protègent

contre le déclenchement de l’ouverture des PTPm, ils sont donc potentiellement capables d’agir
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comme des agents cytoprotecteurs contre la nécrose et l’apoptose [19]. Il semble que plusieurs

mécanismes peuvent intervenir dans ce processus. Wided et ses collaborateurs [20] ont rapporté

que les flavonoïdes de la propolis réduisent le statut oxydatif mitochondrial et empêchent le

gonflement mitochondrial induit par le calcium. Il a été trouvé que certains flavonoïdes peuvent

augmenter l’expression de la protéine anti-apoptotique Bcl-2 et diminuer l’expression de la pro-

téine pro-apoptotique Bax. En augmentant l’expression des Bcl-2 ces composés servent aussi à

l’inhibition de l’ouverture des PTPm ainsi la sortie du Cyt c [21].

Cependant que, plusieurs études ont rapportée que les flavonoïdes possèdent un double com-

portement, antioxydants ou pro-oxydants [22,23], car les effets reviennent à la nature, la con-

centration des flavonoïdes et aux types des cellules utilisées. Preston et ses collaborateurs [24]

ont montré que certains flavonoïdes peuvent promouvoir l’apoptose en association avec des pro-

oxydant/PTPm induisant des activités anticancéreuses. En outre, Salvi et ses collaborateurs

[25] ont montré que les concentrations élevées (50 µM) de la genistein inhibent la respiration

des mitochondries hépatiques du rat. D’autres études ont démontré l’effet du curcumine et ses

dérivées sur l’ouverture des PTPm est impliquée dans le processus d’apoptose [22,26].

Elingold ses collaborateurs [27] ont mentionné que les flavonoïdes prénylées altèrent le métabolisme

énergétique hépatique en agissant comme un agent découplant mitochondrial et en inhibant les

activités enzymatiques liées à la chaîne respiratoire. Ils ont suggéré que la prénylation con-

fère aux flavonoïdes un caractère fortement lipophile qui se traduit par une affinité importante

aux membranes biologiques. Ainsi, Sakagamiet ses collaborateurs [28] ont révélé que les com-

posés polyphénoliques (flavones, falvonols, 3-hydroxyflavones) et les flavonoïdes substitués par

les isoprenoides provoquent l’apoptose chez des lignés cellulaires buccales via des mécanismes

impliquant leurs interactions avec l’ouverture des PTPm de la cellule cancéreuse et la libération

du Cyt c. D’autres travaux ont prouvé que l’épigallocatechin-3-gallate, polyphénol issue du thé

vert, a modéré le facteur nucléaire NF-kB ainsi que les voies de signalisation de l’inflammation

au niveau des cellules cancéreuses [29].

4.1.2 Produits naturels et dysfonctionnement lysosomal

Les acides phénoliques, la vitamine E et certains médicaments tels les anti- inflammatoires

non stéroïdiens peuvent prévenir l’intégrité des membranes lysosomales et limiter les fuites en-

zymatiques en diminuant leurs perméabilités [30].
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Il a été rapporté que le curcumine peut induire l’autophagie à travers l’inhibition de la voie

Akt-mTORC, en augmentant le flux d’autophagie chez les cellules HCT116 du cancer du côlon

humain, et en stimulant la fonction lysosomale par la supprission de mTORC activateur de

TFEBw qui contrôle l’autophagie et la biogenèse lysosomale [31]. Le pré et co-traitement avec

l’acide sinapique, acide phénolique dérivé de l’acide cinnamique possédant des substitutions 3,5-

dimethoxyl et 4 hydroxyles dans le groupe phényle de l’acide cinnamique, a restauré les enzymes

lysosomales myocardiaques chez les rats traités par l’isoproterenol [32]. Il a été prouvé que le

prétraitement des rats par l’isoprenaline en combination avec la quercetin et α-tocopherol [33] ou

par la rutin [34] a maintenu l’intégrité membranaire lysosomale du tissu cardiaque en inhibant

la libération des enzymes lysosomales: la ACP, la β-GAL, la β-NAG et la β-GLU.

En outre, un prétraitement avec des extraits des plantes médicinales riches en composés

antioxydants tels les polyphénoles a prévenu les lysosomes contre les radicaux libres et la perox-

ydation lipidique en gardant leurs intégrité, ceci pourrait être attribué à leur effet stabilisateur de

la membrane lysosomale [35] . Cet effet se manifeste par la diminution de la libération d’enzymes

lysosomales, médiateurs importants des pathologies inflammatoires [36].

Les travaux réalisés sur les effets protecteurs des molécules bioactives ont montré que ceux-ci

peuvent diminuer les marqueurs de l’inflammation (CRP, IL-6) [37], et qu’ils étaient associés à

une diminution des taux des cytokines circulant (IL-8, IL-13 et IFN-α [38].

D’autres études ont rapporté que certains métabolites secondaires se comportent également

comme des modulateurs des voies de signalisation de l’inflammation [39] en inhibant l’activation

de NF-kB, facteur de transcription impliqué dans la régulation de la synthèse d’iNOS, qui agisse

sur la production de NO [39,40]. Il a été indiqué qu’ils peuvent inhiber aussi la voie de cy-

clooxygénase (COX) (enzyme qui produit les prostaglandines) et la voie de la lipooxygénase

et qu’ils pouvaient agir sur les activités enzymatiques du métabolisme de l’acide arachidonique

responsable de processus inflammatoire [40].

64



Chapitre 4

4.2 Description de la famille Scrophulariaceae

La famille Scrofulariacées ou Scrophulariaceae (du latin scrouaria : herba) comprend environ

5100 espèces réparties en 269 genres [41]. Les espèces de cette famille sont des plantes herbacées,

rarement arbustives, elles peuvent être plus ou moins parasites, aquatiques ou grimpantes et

dépourvues de phloème interne; généralement elles se trouvent dans les régions tempérées de

l’hémisphère nord [42].

La nouvelle classification phylogénétique donne à cette famille un nouveau nom : Plantagi-

naceae et de nombreux genres ont récemment été transférés à d’autres familles [43]. Le tableau

(4.1) présente quelques exemples sur les sous-familles, les tribus et des genres de cette famille.

Table 4.1: Classification de la famille Scrophulariaceae [44].

Famille Sous famille Tribus Genre

Scrophularieae Scrophularia

Anthirrhineae Anarrhium

Scrophulariaceae Antirrhinum

Scrophularioideae Chaenorrhinum

«Plantaginaceae» Cymbalaria

Kickxia

Linaria

4.3 Description du genre Linaria

Le genre Linaria comprend environ 200 espèces dont une bonne partie est largement distribué

en région méditerranéenne comme la Turquie, l’Italie et l’Espagne et en Asie orientale [45]. Elles

doivent leur nom à leurs feuilles étroites évoquant celles du lin cultivé. Les plantes de ce genre

sont herbacée soit dressées ou couchée annuelles ou vivaces de 10-30 cm à feuilles simples et

étroites (souvent linéaires et rarement lobées ou dentées). Fleurs solitaires, axillaire, en grappe

ou en épis terminaux. Le calice profondément divisé en cinq lobes inégaux, souvent courts. La

corolle bilabiée à tube renflé et prolongée à la base par un éperon. La lèvre supérieure est formée
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de deux lobes légèrement réfléchis, la lèvre inférieure de trois lobes. Cette lèvre présente un

palais saillant fermant la gorge, bilobé, maculé de couleurs vives, généralement velu. Quatre

étamines. Le fruit est une capsule polyspermeovoïde à deux loges et à déhiscence porcidé.

En Algérie, ce genre comprend 39 espèces et sous-espèces [46] dont plusieurs sont renommées

comme des plantes utilisées dans la médecine populaire dans différentes régions : Linaria disita

dans le haut plateau oranais, Linarial axiflora au Mzab, Linaria peltieri, Linaria virgata, Linaria

tingitana et Linaria reflexa qui se trouve dans toute l’Algérie et qui est utilisée en usage externe

pour le traitement de certaines dermatoses [47], elle est également connue sous le nom « Oum

lajrah » pour la raison de son pouvoir cicatrisant. Le genre Linaria est aussi bien connu avec

son vertu thérapeutique et plusieurs études ont montré que certaines espèces sont indiquée

dans le traitement de plusieurs maladies telles les problèmes digestifs, les troubles urinaires, les

hémorroïdes, les éruptions cutanées ainsi que les désordres vasculaire [43].

4.3.1 Propriétés pharmacologiques et utilisation en médecine tradi-

tionnelle

Le genre Linaria inclut plusieurs espèces connues et utilisées dans la médecine populaire.

L’espèce L. vulgaris est généralement prescrite traditionnellement comme diurétique, laxative et

aussi anti-inflammatoire [48]. Au Nord-Est de la Chine cette espèce est utilisée contre la toux et

pour des variétés de troubles d’asthme [49]. Alors que l’espèce japonaise L. japonica connue au

Japon sous le nom de "unran" est utilisée comme diurétique, purgative [50] et laxatifs [51] avec

l’espèce L. Cymbalaria qui se caractérise aussi par des propriétés toniques et antiscorbutiques

[52,53].

4.3.2 Données phytochimiques et activités biologiques

Les études phytochimiques menées sur plusieurs espèces du genre Linaria ont mis en évi-

dence la présence des principales classes des métabolites secondaires [54] tels les iridoïdes [55],

les flavonoïdes et leurs glycosides [56], les monoterpénoïdes [57], les diterpénoïdes [58], les triter-

penoides [59], les alcaloïdes [49,60] et les phenylethanoides [50]. La majorité de ces produits sont

connus par leurs activités biologiques qui ont été démontrés à travers des études in vitro et in

vivo [61].
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De nombreuses études pharmacologiques ont rapportés plusieurs effets biologiques des com-

posés isolés à partir de L. saxatilisvar. saxatiliset L. reflexa Desf. tels que les diterpénoïdes

à squelette néo-clérodane et des flavonoïdes dotés d’activités cytotoxiques [62, 63]. Une autre

étude faite sur plusieurs lignés cellulaires a montré que les flavones isolés de L. reflexa Desf.,

notamment la pectolinargenine, la linariine et la pectolinarine sur plusieurs lignés cellulaires ont

manifesté un effet antiproliférative et un effet inhibiteur vis-à-vis l’acétylcholinestérase [63,64].

Des extraits dérivés de différentes espèces de Linaria ont montré des propriétés pharma-

cologiques significatives telles antibactériennes [65], anti-inflammatoires et analgésique [66], anti-

oxydante [67] et un effet inhibiteur de α-glucosidase [68].

4.3.3 Les principales classes de composés secondaires

Ce genre est bien connu avec sa richesse en métabolites secondaires tels que les iridoïdes, les

diterpènoïdes, les flavonoïdes et les alcaloïdes [43].

4.3.3.1 Les terpènoïdes

Les terpènes (terpénoïdes) forment une classe d’hydrocarbures, produits par de nombreuses

plantes. En fonction du nombre n (unités d’isoprène reliées), on peut distinguer :

— Les monoterpènoïdes: sont les plus simples constituants des terpènes, deux unités

d’isoprène reliées, dont la majorité est rencontrée dans les huiles essentielles. Ils peu-

vent être acycliques, monocycliques ou bicycliques. Cette classe est moins fréquente dans

le genre Linaria, seulement trois ont été isolés à partir de L. japonica [57] et L. capraria

[69].

— Les diterpènoïdes: ce sont des dérivés d’hydrocarbures en quatre unités isopréniques

dont ils sont présents seulement dans deux espèces L. japonica [70] et surtout L. saxatilis

[71].

— Les triterpènoïdes: ce sont ceux à six unités isopréniques comprenant les stéroïdes, les

oléanes et les lupanes, par contre la majorité ont été isolés à partir de L. vulgaris, ils sont

peu fréquents dans le genre Linaria.
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— Les iridoïdes: ce sont des composés monoterpéniques caractérisés par un squelette cy-

clopenta[c]pyrane, parfois designé par le terme iridane, principalement sous forme d’hétérosides

ou glycosides d’iridoïdes. Ils sont considérés comme des marqueurs chimiotaxonomiques

pour les genres de la tribu Scrophularioideae-Antirrhineae de la famille Scrophulariaceae,

y compris Linaria [72]. Les iridoïdes les plus fréquents sont les dérivés de 6-acyl antirrhi-

noside et de 5-deoxyantirrhinoside. De nombreux travaux se sont intéressés aux activités

biologiques et pharmacologiques des iridoïdes. Ces travaux ont montré que ces composés

possèdent de multiples activités biologiques de type anti-allergique, hypotensive, hepato-

protective, hypoglycémiante, purgative, anti-inflammatoire, antipasmodique, antitumoral,

antiviral et antibiotique [73].

4.3.3.2 Les polyphénols

L’appellation « polyphénols » ou « composés phénoliques » regroupe un vaste ensemble de

plus de 8000 molécules, divisé en une dizaine de classes chimiques qui présentent toutes un

point commun : la présence dans leur structure d’au moins un cycle aromatique à 6 carbones,

lui-même porteur d’un nombre variable de fonctions hydroxyles (OH). Il existe de nombreuses

classes de polyphénols : phloroglucinols, quinones, stilbénoïdes, coumarines, anthocyanes, tanins,

flavonoïdes, acides-phénols,... [74]. Ces structures peuvent également être acylées, glycosylées,

ce qui donne une grande variété de structures et de polarités [75].

Les composés phénoliques sont une famille thérapeutique et économique intéressante. Ils

sont exploités en phytothérapie et dans des spécialités pour des propriétés vasculoprotectrices

(flavonoïdes, anthocyanes, tanins), antispasmodiques (phloroglucinols) et suscitent beaucoup

d’intérêt par leur potentiel antioxydant [75]. Nous ne citons ici que les classes connues dans le

genre Linaria :

— Les acides phénoliques: ils possèdent au moins une fonction carboxylique et un hy-

droxyle phénolique. Ils sont représentés par deux sous-classes: les dérivés de l’acide hy-

droxybenzoïque et de l’acide hydroxycinnamique [76]. Cette classe est notamment bien

répandue dans le genre Linaria en particulier dans l’espèce L. vulgaris [77].

— Les composés phénoliques glycosylés: cette classe des composés phénoliques compor-

tant des structures peuvent également être diversement substituées (glycosylées). Elles se
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trouvent dans certaines espèces telles que L. japonica [78] et L. vulgaris [79].

— Les flavonoïdes: ce sont des composés polyphénoliques dont le terme est un nom collectif

pour les pigments de plantes, principalement dérivés du benzo-γ-pyrone, qui est un syn-

onyme de chromone [80]. Leur structure comprend un squelette composé de deux cycles

aromatiques (A et B) porteurs de plusieurs fonctions phénol et réunis par une chaîne de

trois atomes de carbone, ces derniers étant le plus souvent engagés dans un hétérocycle

avec un atome d’oxygène [81].

Les flavonoïdes peuvent être regroupés en une douzaine de classes selon le degré d’oxydation

du noyau pyranique central, lequel peut-être ouvert et recyclé en un motif furanique (di-

hydrofuranone). Généralement, ils peuvent être hydroxylés en position 3, 5, 7, 3’, 4’,

5’et/ou 6’. Un ou plusieurs de ces groupes hydroxyles sont fréquemment méthylés, acétylés,

prénylés ou sulfatés [82].

Dans les plantes, les flavonoïdes peuvent être présents sous forme C-ou O-glycosylés. Les

formes libres, sans sucres attachés sont appelés les génines ou aglycones. Les «flavonoïdes

minoritaires» sont représentés par les chalcones, les dihydrochalcones, les aurones, les

flavanones, les dihydroflavonols et les anthocyanidols [83]. Généralement, les flavonoïdes

sont aussi très répandus dans le genre Linaria, notamment les flavones O-glycosylés, les

flavonols et leurs glycosylés et aglycones et peu des aurones et flavanones [43].

4.3.3.3 Les alcaloïdes

Les alcaloïdes sont des composés organiques hétérocycliques avec un atome d’azote et à

caractère alcalin contenant plus de 10000 à 12000 différentes structures [84]. Ils sont doués des

propriétés physiologiques prononcées même à faible dose. Bien que beaucoup d’entre eux soient

toxiques (comme la strychnine ou l’aconitine), certains sont employés dans la médecine pour

leurs propriétés analgésiques (comme la morphine, la codéine). Ces composés sont beaucoup

fréquents dans ce genre notamment dans l’espèce L. vulgaris [85].
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4.4 L’espèce Linaria tingitana

La flore Algérienne se caractérise par un pourcentage élevé de plantes endémiques. En fonc-

tion de la population ou du dialecte du pays, l’espèce L. tingitana porte différents noms, d’où la

difficulté de pouvoir très souvent l’identifier. L’espèce L. tingitana Boiss. & Reut. (figure 4.1)

est distribuée dans l’Afrique du Nord en Algérie et en Maroc. La détermination botanique a

été réalisée par monsieur le Dr. Sarri Djamel, du département de Biologie, Université Mohamed

Boudiaf de M’Sila (spécimen de référence N◦ 08/2009/CCN12).

Figure 4.1: Classification botanique de l’espèce
Linaria tingitana Boiss. & Reut.

Règne: Plantae

Sous-règne: Tracheobionta

Embranchement : Viridaeplantae

Classe: Magnoliopsida

Sous-classe: Asteridae

Ordre: Scrophulariales

Famille: Scrophulariaceae

Sous famille: Scrophularoideae

Tribus: Antirrhineae

Genre: Linaria

Espèce: Linaria tingitana Boiss.&Reut.
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Chapitre 5

Matériels et méthodes

5.1 Matériel végétal et screening phytochimique

La plante Linaria tingitana a été récoltée en mois de mai 2009 du parc national d’El-Kala de

la Wilaya de El-Taref, période correspondant à sa pleine floraison. Les échantillons sont lavés

puis séchés à l’ombre dans un endroit sec et aéré pendant environ 10 jours. Devenus sèches,

les échantillons sont récupérés dans des sacs propres pour servir ultérieurement à l’extraction.

L’identification botanique a été réalisée avec le concours de monsieur le Dr. Sarri Djamel,

département de Biologie, Université Mohamed Boudiaf de M’Sila (spécimen de référence N◦

08/2009/CCN12).

5.1.1 Criblage phytochimique préliminaire

Les parties aériennes séchées de L. tingitana ont été soumises à un criblage phytochimique

préliminaire pour identifier ses différents constituants chimiques actifs selon des méthodes phy-

tochimiques standards décrites par Harbone [1] et khandelwal [2]. L’ensemble des ces produits

comprend les alcaloïdes, la coumarine, les terpénoïdes, les triterpénoïdes, les stérols insaturés,

les stérols saturés, les anthocyanes, les leucoanthocyanes, les flavonoïdes, les saponines et les

tannins.

81



Matériels et méthodes

5.1.2 Préparation des extraits

Les parties aériennes (1285,15 g) ont été mises en macération à la température ambiante

dans un mélange hydroalcoolique (MeOH/H2O 80/20) 4 fois pour une période de 72 heures. Le

solvant a été évaporé à 38 ◦C et sous pression réduite jusqu’à l’obtention d’extrait concentré.

Dilué avec l’eau distillée (514 ml), cet extrait subit une extraction successive de type liquide-

liquide, en utilisant des solvants de polarité croissante, en commençant par l’éther de pétrole, le

chloroforme, l’acétate d’éthyle et le n-butanol (figure 5.1). Ce travail a été réalisé au niveau de

l’Unité de Recherche Valorisation des Ressources Naturelles, Molécules Bioactives et Analyses

Physicochimiques et Biologiques (VARENBIOMOL), Faculté des Science Exactes, Université

des Frères Mentouri. La (Figure 5.1) récapitule les différentes étapes d’extraction réalisées.

5.1.3 Dosage des polyphénols totaux

Afin de caractériser les trois phases d’extraits (chloroformique : CHCl3 , l’acétate : AcOEt et

n-butanolique : n-BuOH) préparées à partir de l’espèce L. tingitana, un dosage des polyphénols

totaux a été effectué.

Les polyphénols sont estimés par la méthode de Folin-Ciocalteu [3] en utilisant l’acide gallique

(10-200 µg/ml) comme standard. Ce dosage repose sur la réduction en milieux alcalin du mélange

phosphotungstique (WO2−
4 ) phosphomolybdique (MoO2−

4 ) du réactif de Folin par les groupe-

ments oxydables des composés phénoliques. L’oxydation des phénols réduisent ce réactif en un

mélange d’oxyde bleu de tungstène et de molybdène. Ces derniers présentent un maximum

d’absorption à λ=765 nm dont l’intensité de la couleur est proportionnelle au taux des composés

phénoliques oxydés présents dans le milieu [4]. Les concentrations des polyphénols totaux sont

extrapolées à partir de l’équation de régression de la courbe d’étalonnage de l’acide gallique, les

valeurs sont exprimées en mg équivalent d’acide gallique par g d’extrait (mg GAE/g d’extrait).

5.1.4 Dosage des flavonoïdes

Le contenu des flavonoïdes est estimé en utilisant la méthode décrite par Bahorun et ses

collaborateurs [5] en ajoutant le réactif trichlorure d’aluminium (AlCl3) à la solution contenant

l’extrait. La coloration jaunâtre obtenue due à la formation d’un complexe entre le chlorure
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Extrait méthanolique 

méthanolique 

Filtrat 

 Macération à froid (MeOH/Eau 80/20) 

4 fois (72 heures). 

 Filtration 

 Concentration non à sec (35 °C). 

 Dilution avec 514 ml de l’eau distillé. 

 Filtration. 

 Phase aqueuse Phase organique 

 Extraction par éther de pétrole 

1 fois (2 heures). 

 Décantation. 

 Extrait éther= 3 g 

 Phase organique  Phase aqueuse 

 Extraction par CHCl3 

     3 fois (2 heures) 

 Décantation 

 Extrait CHCl3 =7 g 

 Extrait CHCl3= 7 g 

 Phase organique  Phase aqueuse 

 Extrait AcOEt= 7 g 

 Extraction par AcOEt  

     3 fois (2 heures) 

 Décantation 

 Phase organique  Phase aqueuse 

 Extrait n-butanol = 61 g 

 Extraction par n-BuOH 

     3 fois (2 heures) 

 Décantation 

Remarque : 
Les extraits sont séchés par le Na2SO4, puis 

la filtration et finalement concentration à sec 

à 35 °C (extrait n-butanol à 60 °C). 

Matière végétale     

m= 1285,15 g 

Figure 5.1: Macération et extraction des parties aériennes de Linaria tingitana Boiss. & Reut.
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d’aluminium et les atomes d’oxygène présents sur les carbones 4 et 5 des flavonoïdes donnant une

absorbance maximale à λ=430 nm. Le taux des flavonoïdes est déduit à partir de l’équation de

régression de la courbe d’étalonnage de la quercetin, les valeurs sont exprimées en mg équivalent

de quercetin par g d’extrait (mg QE /g d’extrait).

5.1.5 Analyse par chromatographie en phase liquide couplée à la

spectrométrie de masse (LC-MS)

Le profile LC-MS a été réalisé sur Hewlett-Packard (Palo Alto, CA, USA) modèle 1100 séries

de chromatographie liquide couplé à une matrice de détecteur photodiode (Agilent, Palo Alto,

CA, USA) série 1100, et à un Esquire LC–ion piège spectromètre de masse (Bruker, Billerica, MA,

USA) équipé par une ionisation électronébuliseur (ESI) d’interface. Le détecteur photodiode a

été fixée à λ=330 nm. Le système d’élution est de 80:20 (H2O + 1 ml d’acétate d’ammonium

(10 mM): CH3CN + 1 ml d’acétate d’ammonium (10 mM)) pendant 30 min puis il passe à

0:100 jusqu’à 56 min, le fractionnement de l’effluent de la colonne a été réalisé avec un débit de

1 ml/min s’écoulant dans le spectromètre de masse. Le spectre LC-MS a été exécuté sur une

colonne de type Nucleosil C18 Macherey–Nagel (250 mm × 4,6 mm de diamètre, diamètre de 5

µm, coiffe terminale). L’azote de haute pureté a été utilisé comme le nébuliseur et également en

tant que gaz de séchage à 300 ◦C à une vitesse d’écoulement constante de 6 l/min. Les spectres

complets ont été acquis en mode d’ions négatifs dans la région m/z 100-1000, en adoptant les

paramètres suivants: unités d’entraînement de piège, 55,1; capillaire tension de sortie, −120, 4

V; skimmer 1 tension, −43, 3 V. Les expériences de fragmentation MS/MS ont été réalisées sur

l’ion précurseur choisi. Les analyses des données (version 3,0, Bruker Daltonik GmbH) ont été

utilisées pour élucider les spectres de masse. Pour l’étude du profil des iridoïdes de l’extrait

n-BuOH de L. tingitana : une colonne de type C18 phenomenex Kinetex 5 µm 100A 250 mm ×

4,6 mm (00G-4601-E0) a été utilisée. Avec comme conditions: un débit de 1 ml/min, l’éluant:

A = H2O + 0,1% d’acide formique, B = CH3OH + 0,1% d’acide formique. Gradient: A = 80%

à 0% pendant 40 min. UV-DAD 200-700 nm; la chaine UV: 204, 234, 254, 470 et 665 nm. La

source ESI: mode positif et négatif; l’injection: 5µl.
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5.2 Screening biologique

5.2.1 Évaluation de l’activité antioxydante

5.2.1.1 Effet anti-radicalaire par le test au DPPH◦

L’effet anti-radicalaire des extraits (CHCl3, AcOEt et n-BuOH) de L. tingitana a été évalué

in vitro par la méthode de DPPH◦ (2,2-diphényl-2-picryl-hydrazyle) décrite par Ohinishi et ses

collaborateurs [6]. Le DPPH◦ (diphényle picryl-hydrazyle) est un radical libre de couleur violette

qui devient jaune (diphényle picryl-hydrazine) quand il est réduit par un donneur de proton H+

[7].

DPPH + AH −→ DPPH− H + A•

L’intensité de la couleur est inversement proportionnelle à la capacité des antioxydants présents

dans le milieu à donner des protons [8].

Brièvement, 1 ml de différentes concentrations (0-600 µg/ml) de chaque extrait de L. tingitana

a été ajouté à 1 ml de solution méthanol de DPPH◦ (0,2 mM). Après 30 min d’incubation dans

l’obscurité et à la température ambiante, l’absorbance a été lue à λ=517 nm. La vitamine C et le

Trolox ont été également utilisés comme référence. L’effet antioxydant des extraits est exprimé

en pourcentage de réduction de DPPH◦ selon la formule suivante:

%de réduction = Abscontrôle − Abséchantillon

Abscontrôle
× 100%

Abscontrôle: Absorbance du contrôle (contenant tous les réactifs excepté le composé d’essai).

Abséchantillon: Absorbance de l’essai (échantillon ou standard).

5.2.1.2 Effet chélateur du fer ferreux

L’effet chélateur des extraits (CHCl3, AcOEt et n-BuOH) de L. tingitana a été mesuré selon

la méthode décrite par Dinis et ses collaborateurs [9]. La méthode est basée sur la capacité

d’inhibition de la formation du complexe Fe(II)-Ferrozine après incubation des échantillons avec

les ions de (Fe2+).
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Un volume de 1 ml de chaque solution d’extraits (0-600 µg/ml) ou du chélateur de référence

l’EDTA (0-200 µg/ml) a été initialement mélangés avec 50 µl de chlorure de fer (FeCl2) (2 mM).

200 µl de Ferrozine (5 mM) ont été ajoutées au milieu réactionnel. Le mélange est bien agité puis

laissé pour réagir pendant 10 min à température ambiante permettant ainsi la complexassion

du fer résiduel et la formation d’un chromophore rouge (Fe(II)-Ferrozine) ayant un maximum

d’absorption à λ=562 nm. L’effet séquestrant des échantillons vis-à-vis le fer est exprimé en

pourcentage de chélation selon l’équation suivante :

% Chélation = Ac − At

Ac

× 100

Ac: Absorbance du contrôle.

At: Absorbance d’extrait testé ou chélateur de référence.

Dans la mesure de la disponibilité des extraits, les tests suivants ne sont effectués que sur la

fraction n-butanolique (n-BuOH).

5.2.1.3 Test de blanchissement de β-carotène

Le test de blanchissement de la β-carotène a été réalisé en adoptant la méthode Krishnaiah

et ses collaborateurs [10]. L’émulsion de β-carotène/acide linoléique a été préparée par la disso-

lution de 0,5 mg de β-carotène dans 1 ml du chloroforme, 25 µl de l’acide linoléique et 200 mg

de tweenr 40. Après l’évaporation complète du chloroforme par rotavapeur à 40 ◦C. On ajoute

100 ml d’eau distillée saturée en oxygène. A 2,5 ml de l’émulsion précédente on ajoute (100

µg/ml) de l’extrait n-BuOH de L. tingitana ou d’antioxydant de référence (Trolox) preparé dans

le méthanol. La cinétique de décoloration de l’émulsion en présence et en absence de l’extrait ou

d’antioxydant de référence est suivie à λ=490 nm à des intervalles de temps réguliers pendant

48 heures. L’activité antioxydante relative (AAR) est calculée selon l’équation suivante:

AAR = Abséchantillon

Absstandard
× 100

Absstandard: Absorbance de l’échantillon après 48 heures.

Abséchantillon: Absorbance du Trolox après 48 heures.
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5.2.1.4 Pouvoir réducteur du Fer

Le pouvoir réducteur du fer (Fe3+) a été déterminé selon la méthode rapportée par Oyaizu

[11]. Le principe de la technique est basé sur la capacité à réduire le fer ferrique (Fe3+) présent

dans le (K3Fe(CN)6) en sel de fer ferreux (Fe2+). La réaction est révélée par le virement de

couleur jaune du fer ferrique (Fe3+) en couleur bleu vert du fer ferreux (Fe2+). L’augmentation

de l’absorbance est proportionnelle au pouvoir réducteur de l’extrait testé [11].

Un volume de 1 ml de l’extrait n-BuOH de L. tingitana à différentes concentrations (0-1200

µg/ml) a été mélangé avec 1 ml d’une solution tampon phosphate (0,2 M, pH 6,6) et 2,5 ml d’une

solution de ferricyanure de potassium (K3Fe(CN)6) à (1%). L’ensemble a été incubé au bain-

marie à 50 ◦C pendant 20 min. Après refroidissement on ajoute 1 ml d’acide trichloracétique à

(10%) pour arrêter la réaction puis en effectue une centrifugation à 3000 rpm pendant 10 min.

Un aliquote de 1,5 ml de surnageant a été combinée avec 1,5 ml d’eau distillée et 300 µl d’une

solution aqueuse de FeCl3 (0,1%). La lecture de l’absorbance du milieu réactionnel se fait à

λ=700 nm contre un blanc où l’extrait est substitué par de l’eau distillée dont le Trolox a été

utilisé comme référence. Le pourcentage de pouvoir réducteur de fer est calculé par l’équation

suivante :

Pouvoir réducteur de fer % = A0 − A1

A0
× 100

A0: est l’absorbance du blanc.

A1: est l’absorbance en présence de l’échantillon/référence.

5.2.1.5 Effet scavanger de l’oxyde nitrique (NO◦)

L’effet scavanger du radical oxyde nitrique (NO) a été évalué selon la méthode de Sreejayan

et Rao [12] basée sur la réaction de Griess. Le mélange réactionnel contenant 3 ml de nitro-

pruside de sodium (0,2 M), 1 ml d’une solution saline du tampon phosphate (pH 7,4) et 1 ml

de l’extrait n-BuOH de L. tingitana à concentrations variantes (50-1300 µg/ml) est incubés à

25 ◦C pendant 2 heures. Après l’incubation, 0,5 ml de réactif de Griess (1% sulfanilamide, 0,1%

naphthyl éthylène diaminedihydrochloride (NNED) dans 2% H3PO4) a été ajouté à 0,5 ml de

mélange réactionnel puis incubés à l’abri de la lumière pendant 30 min.
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L’absorbance du chromophore formé est mesurée à λ=546. Le pourcentage d’inhibition est

calculé par la formule suivant:

I (%) = A0 − A1

A0
× 100%

A0: est l’absorbance de la solution du blanc (contrôle négatif de la réaction).

A1: est l’absorbance en présence de l’échantillon/standard (Trolox).

5.2.2 Évaluation de l’activité anti-inflammatoire

5.2.2.1 Inhibition de la dénaturation de l’albumine

L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana contre la dénaturation de l’albumine

membranaire induite par la chaleur a été évalué in vitro selon la méthode décrite par Sakat et

collaborateurs [13]. La mesure de la turbidité a été faite à λ=660 nm par spectrophotométrie

et les résultats ont été comparés aux ceux du diclofénac, l’anti-inflammatoire non stéroïdien

comme référence. Le pourcentage d’inhibition de la dénaturation de l’albumine est calculé selon

la formule suivante:

(%) Inhibition de la dénaturation = 100−
[
A1

A0
× 100

]

A0: est l’absorbance de l’échantillon/standard.

A1: est l’absorbance de la solution de contrôle.

5.2.2.2 Stabilisation des membranes des globules rouges (HRBC)

Cette technique consiste à un dosage in vitro pour évaluer l’effet protecteur de l’extrait

n-BuOH de L. tingitana contre la lyse membranaire des globules rouges (HRBC) induite par

l’hypotonicité [14]. La teneur en hémoglobine dans la suspension a été estimée par spectropho-

tométrie à λ=560 nm. Le pourcentage de l’hémolyse produite en présence de l’eau distillée a été

pris à 100%. La stabilisation ou la protection de la membrane des HRBC a été calculée par la

formule suivante:

(%) Stabilisation = 100−
[
A1

A0
× 100

]
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A0: est l’absorbance de l’échantillon/standard (diclofénac).

A1: est l’absorbance de la solution de contrôle.

5.2.2.3 Induction de l’œdème dans la patte par la carragénine

L’expérience a été effectuée selon le protocole de Srivastava et ses collaborateurs [15]. L’étude

a été réalisée sur des rats Albinos wistar provenant de l’élevage au niveau de l’animalerie de

l’Université des Frères Mentouri Constantine. Les rats (200-220 g) sont regroupés par lot de

cinq. Ils ont été mis à jeun 12 heures avant l’administration des produits et répartis en quatre

groupes:

— Groupe 1: les rats témoins qui reçoivent par gavage l’eau physiologique.

— Groupe 2: les rats reçoivent oralement Diclofénac-sodique à une dose de (10 mg/kg) [15].

— Groupe 3: les rats reçoivent l’extrait n-BuOH de L. tigitana par gavage à une dose de

(100 mg/kg).

— Groupe 4: les rats reçoivent l’extrait n-BuOH de L. tigitana par gavage à une dose de

(200 mg/kg).

Une heure plus tard, l’inflammation chimique a été provoquée par l’injection de 0,1 ml de car-

ragénine à (1%) dans une solution saline isotonique sous l’aponévrose plantaire de la patte

postérieure gauche des rats.

Détermination du volume de l’œdème de la patte

La progression du volume de l’œdème des pattes gauche de chaque rat a été mesuré une

heure avant l’induction de l’œdème et (à 1, 2, 3, 4, et 24h) après l’injection de la carragénine

en utilisant le vernier caliper numérique. L’œdème a été traduit par une augmentation en

épaisseur des pattes (mm) due à la provocation inflammatoire. Pour chaque groupe traité, les

diamètres moyens obtenus à ces différents relevés, extrait ou diclofénac, (Dt) ont été comparés à

celui obtenu avant tout traitement (D0), permettant ainsi de calculer les pourcentages d’œdème

(pourcentage d’inflammation), à partir de la formule:

(%) inflammation = D0 − At

D0
× 100
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Tandis que le pourcentage d’inhibition de l’œdème a été calculé selon la relation:

(%) inhibition = (Dt −D0)témoin − (Dt −D0)traité

(Dt −D0)témoin

× 100

5.2.2.3.1 Mesure de l’activité de myéloperoxydase (MPO)

L’accumulation des neutrophiles dans la patte des rats a été mesurée par l’évaluation de

l’activité de la myéloperoxydase (MPO). Après 24 heures d’induction de l’inflammation les rats

ont été sacrifiés par dislocation cervicale et les tissus des pattes derrières (50-100 mg) ont été

recueillis et homogénéisés. L’activité de la MPO dans les homogénats des pattes a été évaluée par

la mesure du changement d’absorption à λ =450 nm en présence d’o-dianisidine dihydrochlurure

et 0.006% de H2O2 selon le protocole de Posadas et ses collaborateurs [16]. L’activité MPO

est calculée en utilisant le coefficient d’extinction molaire (1.13×104 cm−1M−1) de o-dianisidine

oxydé. Les résultats sont exprimés en MPO U/mg de tissu dont l’unité (U) de l’activité MPO

a été définie telle que la conversion de 1 µmol de H2O2 en eau dans 1 min à 25 ◦C [16].

5.2.2.3.2 Dosage de malondialdéhyde (MDA)

Le malondialdéhyde (MDA) est l’un des produits terminaux formés lors de la décomposition

des acides gras polyinsaturés sous l’effet des radicaux libres libérés au cours du stress oxydant.

La réaction de dosage repose sur la formation en milieu acide et chaud (100 ◦C) entre le MDA

et deux molécules de thiobarbiturique acide (TBA) donnant un pigment de couleur rose ayant

une absorbance maximale à λ=532 nm selon cette réaction:
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Le taux de MDA a été mesuré dans les homogénats des pattes des rats selon la méth-

ode décrite par Ohkawa et ses collaborateurs [17]. L’absorption a été mesurée à l’aide d’un

spectrophotomètre à λ=532 nm et les résultats sont exprimés en nmol par milligramme de tissu

intra-plantaire (nmol/mg tissu) en utilisant le coefficient d’extinction molaire 1.56×105 cm−1M−1

[17].

5.2.2.3.3 Étude histologique

Les petits morceaux de la surface plantaire des pattes derrières ont été pris 24 heures suivant

l’injection intra-plantaire de la carragénine et ils ont été mis dans le formaldéhyde 10% à pH

7,4 et stockés pour l’examen histologique. Les biopsies prises des pattes ont été inclus dans la

paraffine, coupés (2 à 5 µm) puis subis une coloration avec l’hématoxyline- éosine.

5.2.2.4 Péritonite induite par la carragénine

La migration des neutrophiles vers la cavité péritonéale des rats a été mesurée selon la

technique développée par Da Silva Guerra et ses collaborateurs [18]. Les rats Albinos wistar ont

été répartis au hasard en quatre lots de cinq pour chacun qui reçoivent:

— Groupe 1: l’eau physiologique.

— Groupe 2: diclofénac à une dose de (10 mg/kg) [18].

— Groupe 3: l’extrait n-BuOH de L. tigitana par gavage à une dose de (100 mg/kg).

— Groupe 4: l’extrait n-BuOH de L. tigitana par gavage à une dose de (200 mg/kg).

Après 1 heure, une péritonite est induite chez les rats par une injection d’une solution de (1%)

de carragénine par voie intra-péritonéale préparée dans une solution saline isotonique. Après

4 heures les rats ont été sacrifiés par dislocation cervicale et leurs cavités péritonéales ont été

lavées avec 2 ml du PBS (pH=7,5), et le fluide péritonéal a été collecté dans des tubes contenant

l’anticoagulant l’EDTA. Des aliquotes péritonéales ont été stockés à −80 ◦C pour la mesure des

taux de (NO). La numération des leucocytes et des neutrophiles a été effectuées après coloration

par la solution de Turk (0.2% colorant cristal violet dans 30% d’acide acétique). Les résultats

sont exprimés en nombre de cellules par millimètre de solution péritonéal [19].
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Le pourcentage d’inhibition des leucocytes a été calculé selon la formule suivante:

(%) inhibition =
(

1− T

C

)
× 100

T: représente le nombre des leucocytes dans les groupes traités.

C: représente le nombre des leucocytes dans le groupe témoin.

5.2.2.4.1 Détermination du taux du (NO)

Pour déterminer le taux de production du (NO) la mesure de concentration de nitrate dans

l’exsudat a été mesurée selon le protocole de conversion du nitrate grâce à la réaction de Griess

[20]. L’absorbance a été mesurée à λ=540 nm et la teneur en nitrite a été calculée grâce à la

courbe standard du nitrite de sodium et comparée avec la courbe standard préparée avec le

NaNO2. Les résultats sont exprimés en µM de (NO).

5.3 Évaluation de l’activité antioxydante et hepatopro-

tective

5.3.1 Évaluation de la fonction hépatique

5.3.1.1 Animaux et protocole d’expérimentation

Les animaux utilisés dans cette expérimentation sont des rats males de souche Albinos wistar

pesant entre 180 g et 315 g issus d’un élevage au niveau de l’animalerie de l’Université des Frères

Mentouri Constantine. Ils sont placés aléatoirement dans des cages standard pour une période

d’acclimatation (3 semaines) avant d’être utilisés dans les expériences. Pendant cette période les

animaux ont un accès libre à l’eau et à la nourriture de type standard et ils sont maintenus dans

une animalerie à température constante (22 ± 2) ◦C et soumis à un cycle de lumière/obscurité

de 12/12h.

Induction de l’hépatotoxicité et traitement des rats

Pour induire une hépatotoxicité, les rats ont été traités par injection intrapéritonéale (IP) de

l’acide valproïque (AVP) (Dépakiner) préparé dans l’eau physiologique (NaCl 0,9%).
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Les rats sont répartis en quatre groupes:

— Groupe 1: 6 rats témoins qui reçoivent quotidiennement par gavage de l’eau physiologique

(NaCl 0,9%) pendant 14 jours.

— Groupe 2: 12 rats traités par l’AVP à une dose (IP) de (400 mg/kg) [21] par jour pendant

14 jours.

— Groupe 3: 8 rats contrôle positif, reçoivent quotidiennement et simultanément la vitamine

E (Vit E) par gavage à une dose de (200 mg/kg) [22] et l’AVP à une dose (IP) de (400

mg/kg) pendant 14 jours.

— Groupe 4: 9 rats qui reçoivent chaque jour et simultanément l’extrait n-BuOH de L.

tigitana par gavage à une dose de (200 mg/kg) et l’AVP à une dose (IP) de (400 mg/kg)

pendant 14 jours.

5.3.1.2 Marqueurs de l’hépatotoxicité

Le 15ème jour, les rats ont été privés de la nourriture pendant 18 heures. Le sang a été prélevé

au niveau du sinus rétro-orbital de l’œil (région cartilagineuse richement vascularisée) à l’aide

d’un capillaire à hématocrite contenant des substances anticoagulantes. Après prélèvement, le

sang total est recueilli dans des tubes héparinés (5 ml) numérotés et centrifugés à 4000 tours/min

pendant 15 min. Le plasma a été récupéré dans des tubes Eppendorf est conservé à −20 ◦C pour

les dosages biochimiques.

Le dosage de ces différents biomarqueurs de la fonction hépatique a été réalisé par colorimétrie

en utilisant des Kits du commerce sur un automate multiparamétrique dans un laboratoire de

biologie et d’analyses médicales.

Dosage des transaminases

Les transaminases (ou amino transférases) sont des enzymes hépatocytaires dont la fonction

est de catalyser des réactions de transfert d’un groupe aminé d’un acide α-aminé à un acide

α-cétonique. Il existe deux transaminases dont le coenzyme est la vitamine B6 (phosphate de

pyridoxal) ALT et AST.
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Le principe de dosage des transaminases dans le sérum est réalisé selon les réactions suivantes:

Pour l’ALT:

α-Ketoglutarate + L-alaline ALT−−−−−−−−→ L-glutamate + pyruvate

Pyruvate + NADH + H+ LDH−−−−−−−−→ L-lactate + NAD+

Pour l’AST:

α-Ketoglutarate + L-aspartate AST−−−−−−−−→ L-glutamate + Oxaloacetate

Oxaloacetate + NADH + H+ MDH−−−−−−−−→ L-malate + NAD+

Les dosages ont été faits avec un analyseur, le taux de diminution de la concentration en NADH

est directement proportionnel à l’activité de l’enzyme et les valeurs sont exprimées en (U/l).

Dosage de la phosphatase alcaline (ALP)

Les phosphatases alcalines (ALP) sont des enzymes présentes partout dans l’organisme mais

surtout dans le foie, l’os, l’intestin et les reins. L’élévation de ce biomarqueur traduit une

atteinte cholestatique caractérisée par la libération de l’enzyme du tissu hépatocytaire vers le

compartiment plasmatique. En milieu alcalin, l’ALP catalyse l’hydrolyse du para-Nitrophényl

phosphate en para-Nitrophénol selon la réaction suivante:

para-Nitrophényl phosphate + OH2
ALP−−−−−−−−→ para-Nitrophényl + phosphate

L’évaluation de la concentration plasmatique de l’ALP a été réalisée avec un analyseur en

mesurant de manière photométrique la vitesse d’apparition du para-Nitrophénol, qui est propor-

tionnelle à l’activité de l’ALP et les valeurs sont exprimées en (UI/l)

Dosage de lactate déshydrogénase (LDH)

Les lactates déshydrogénases (LDH) (déshydrogénases lactiques) sont des enzymes cyto-

plasmiques présentes dans tous les tissus et catalysant la transformation réversible du lactate-

pyruvate.
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Elle est facilement libérée dans le plasma lors d’une lésion tissulaire. Une augmentation im-

portante du taux de LDH est un signe d’une souffrance cellulaire. La mesure de la concentration

sérique de la LDH a été réalisée avec un analyseur par des méthodes en spectrophotométries.

Le taux de diminution de la concentration en NADH est directement proportionnel à l’activité

LDH dans l’échantillon et les valeurs sont exprimées en (UI/l).

Dosage de la bilirubine totale

La bilirubine est le produit de dégradation de l’hémoglobine qui est considéré comme un

marqueur de l’atteinte cholestatique. Après avoir circulé dans le flux sanguin, la bilirubine

parvient au foie où elle est excrétée dans le canal biliaire et stockée dans la vésicule biliaire.

Finalement, la bilirubine est rejetée dans l’intestin grêle sous forme de bile pour contribuer à la

digestion des graisses, avant d’être excrétée dans les selles.

En présence de diméthylsulfoxyde (DMSO), la bilirubine se couple avec l’acide sulfanique

diazoté pour donner l’azobilirubine. L’absorbance de l’azobilirubine ainsi produite est propor-

tionnelle à la concentration en bilirubine. Les mesures ont été faites à l’aide d’un analyseur et

les valeurs sont exprimées en (mg/l).

5.3.1.3 Évaluation de lipidogramme et stéatose hépatique

Dosage des triglycérides (TG)

Le dosage des triglycérides a été effectué par l’autoanalyseur de type (ARCHITECT c Sys-

tems) par méthode enzymatique colorimétrique des triglycérides en utilisant le Kit de réactif des

glycérides.

Le principe repose sur le dosage enzymatique du glycérol libre après action de la lipase.

Les triglycérides sont hydrolysés enzymatiquement par la lipase afin de libérer les AG et le

glycérol. Ce dernier est phosphorylé par l’ATP et le glycérol Kinase pour produire du Glycérol-

3-phosphate et de l’ADP. Le Glycérol-3-phosphate est oxydé en dihydroxyacétone phosphate par
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le glycérol phosphate oxydase en produisant le (H2O2). Lors d’une réaction colorée catalysée par

la peroxydase, le (H2O2) réagit avec le 4-aminoantipyrine (4-AAP) et le 4-chlorophénol (4-CP)

pour produire un colorant rouge selon les réactions suivantes:

Triglycérides Lipase−−−−−−−−−−−−→ Glycérol + 3 acides gras

Glycérol + ATP Glycérol kinase−−−−−−−−−−−−→ Glycérol 3 phosphate + ADP

Glycérol 3 phosphate + ADP Glycérol oxydase−−−−−−−−−−−−→ Phosphodihydroxyacétone + H2O2

H2O2 + Phénol + aminopénazone Peroxydase−−−−−−−−−−−−→ Quinone imine coloré + 4H2O2

L’intensité de la couleur de la quinine imine mesuré à λ=505 nm est directement proportionnelle

à la concentration des triglycérides dans l’échantillon du sérum en (mg/dl).

Dosage de cholestérol-HDL

Le cholestérol-HDL est une lipoprotéine dite de haute densité. Dans la mesure où il intervient

dans l’élimination du cholestérol, il est aussi appelé "bon cholestérol". Il est véhiculé vers le foie

pour être métabolisé et excrété sous forme de sels biliaires.

Après avoir précipité par l’acide phosphotungstique, en présence d’ions magnésium, les chy-

lomicrons et les lipoprotéines de faible densité (LDL) et de très faible densité (VLDL) contenus

dans le sérum. Le surnagent obtenu après centrifugation contient le HDL dont le cholestérol est

dosé par le réactif cholestérol total enzymatique et les valeurs sont exprimées en (mg/dl).

Dosage de cholestérol-LDL

Les lipoprotéines de faible densité (LDL), sont synthétisées dans le foie sous l’action de

différentes enzymes lipolytiques sur les lipoprotéines de très faible densité (VLDL) riches en

triglycérides. Le taux de cholestérol-LDL a été mesuré par méthode directe avec un kit enzy-

matique sélectif et les valeurs sont exprimées en (mg/dl). Le taux du cholestérol-LDL est, peut

aussi, calculé à partir des triglycérides (TG), du cholestérol-HDL et du cholestérol total selon la

formule de Fridewald :

LDL (en mg/dl) = Cholestérol total - HDL - (Triglycérides/5)
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Dosage des lipides totaux

La mesure de la concentration sérique des lipides totaux a été réalisée avec un analyseur

par des méthodes en spectrophotométries en utilisant le Kit de réactif des lipides totaux et les

valeurs sont exprimées en (mg/dl).

Quantification des triglycérides au niveau du foie

La teneur en triglycérides dans le tissu hépatique a été déterminée suivant la technique de

Folch et ses collaborateurs [23]. Celui-ci propose une extraction des lipides du foie (0,5 g) par

un mélange de solvants polaire/apolaire (chloroforme/méthanol). Le chloroforme permet une

dissolution totale des lipides et le méthanol la précipitation des protéines libérées. Après avoir

les filtrats des lipides la mesure de la teneur en triglycérides hépatiques a été faite avec le Kit

de réactif des triglycérides. Les résultats sont exprimés en mg des triglycérides par g de tissu

hépatique (mg/g tissu).

5.3.1.4 Évaluation du statut oxydant cytosolique

Préparation des fractions hépatiques

Après le sacrifice des rats, les foies sont immédiatement prélevés et perfusés avec une solution

saline froide (0,9%) afin de drainer tout le sang restant dans les tussus puis ils sont préparés en

trois fractions dont l’une est destinée pour l’évaluation biochimique du statut oxydatif dans le

cytosol, la deuxième pour les dosages concernant les mitochondries et la troisième pour l’étude de

la fonction lysosomale. Toutes les fractions sont conservée à −80 ◦C pour les analyses ultérieures.

Préparation de la fraction cytosolique

Le tissu hépatique a été bien lavé avec le NaCl (0,9%) et coupé en petits morceaux, pesés et

homogénéisés (pour 1 g du foie 9 ml de solution tampon phosphate (0,1 M pH=7,4) contenant

KCl (1,15%). Ensuite, l’homogénat a été centrifugé à 3000 rpm pendant 10 min à 4 ◦C et le

surnageant récupéré a été subi une centrifugation à 9600 rpm pendant 45 minutes à 4 ◦C. Le

dernier surnageant (fraction cytosolique) récupéré est utilisé pour le dosage des marqueurs du

stress oxydant.
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5.3.1.4.1 La peroxydation lipidique

La peroxydation lipidique a été évaluée en dosant le taux de MDA selon la méthode d’Ohkawa

et ses collaborateurs [17] décrite auparavant. Les résultats sont exprimés en nmol par gramme

de foie (nmol/g tissu).

5.3.1.4.2 Dosage de la catalse (CAT) cytosolique

L’activité de la catalase cytosolique a été déterminée selon la méthode d’Aebi [24]. Le principe

repose sur la disparition de H2O2 à 25 ◦C en présence de source enzymatique dans la fraction

cytosolique selon la réction suivante:

2H2O2
Catalase−−−−−−−−→ 2H2O + O2

La quantité de H2O2 décomposé est directement proportionnelle à la concentration en sub-

strat et la concentration en enzyme. L’absorbance est lue à λ=240 nm chaque minute dans

un intervalle de temps de 2 min et l’activité de l’enzyme est calculée en utilisant un coeffi-

cient d’extinction molaire : 0,043 cm−1mM−1. Les résultats sont exprimés en U/mg de protéine

hépatique (U: µmol de H2O2 consommé par minute par mg de protéines.)

5.3.1.4.3 Dosage de la superoxyde dismutase (SOD) cytosolique

L’activité enzymatique de SOD cytosolique a été déterminée selon la méthode de Flohe [25].

Le principe repose sur la capacité d’inhibition de l’autooxydation du pyrogallol par la SOD.

L’activité de l’enzyme est exprimée en U/mg de protéine du tissu hépatique (U/mg tissu). Une

unité de l’activité de la SOD est définie comme l’enzyme qui causerait l’inhibition de (50%) de

l’autooxydation du pyrogallol. L’activité de l’enzyme est calculée selon l’équation suivante:

Inhibition totale = Densité optique du blanc−Densité optique de l’échantillon
Densité optique du blanc × 100

U de SOD/mg de protéine = Inhibition totale
n× 50

n: mg de protéines en mg présentes dans le volume de l’échantillon utilisé
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5.3.1.4.4 Dosage du glutathion réduit (GSH) cytosolique

Le glutathion est le thiol intracellulaire le plus abondant dans toutes les cellules animales, il

se trouve dans la cellule sous deux formes : une forme oxydée « GSSG » et une forme réduite

« GSH » représentant plus de (99%) de la quantité total. Le dosage du glutathion a été réalisé

selon la méthode d’Ellman [26]. Le principe consiste à scinder la molécule d’acide 5,5’dithiodis-

2-nitrobenzoïque (DTNB) par le GSH et la libération de l’acide thionitrobenzoïque (TNB). Ce

dernier, à pH (8-9), présente une absorbance maximale à λ=412 nm selon la réaction suivante:

Les résultats sont déduits en se basant sur un coefficient d’extinction molaire de GSH: 13100

cm−1M−1. Les concentrations exprimées en µg/mg de protéine hépatique (µg/mg prot).

5.3.1.4.5 Dosage du glutathion réductase (GR) cytosolique

L’activité du glutathion réductase (GR) a été mesurée selon la méthode de Coballase-Urrutia

et ses collaborateurs [27]. Le principe du dosage est basé sur la réduction du GSSG en GSH par

le NADPH en présence de GR. L’activité est mesurée en suivant la diminution de l’absorbance

de la NADPH à λ=340 nm.

NADPH + H+ + GSSG GR−−−−→ NADPH+ + 2GSH

GSH + DTNB −−−−→ GS-TNB + TNB

L’activité de l’enzyme est calculée en utilisant un coefficient d’extinction molaire de NADPH:

6.25 cm−1M−1. Les résultats sont exprimées en U/mg de protéine hépatique (U : µmol NADPH

oxydé/min).
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5.3.1.4.6 Dosage du glutathion-S-transférase (GST) cytosolique

Le dosage de l’activité du glutathion-S-tranferase (GST) cytosolique a été réalisé selon la

méthode de Seyyedi et ses collaborateurs [28]. Les GST catalysent la réaction de conjugaison

entre le glutathion et le 1-chloro-2,4 dinitrobenzene (CDNB) comme substrat. La conjugaison

se fait par le biais du groupement thiol du glutathion selon la réaction suivante:

GSH + CDNB GST−−−−→ conjugué GS-DNB + HCl

L’augmentation de l’absorption est directement proportionnelle à l’activité GST de l’échantillon.

Cette dernière est déterminée classiquement par la mesure du produit (GS–DNB) à λ=340 nm

issu de la réaction de conjugaison du CDNB avec le glutathion réduit. Les résultats sont déduits

en utilisant un coefficient d’extinction molaire de CDNB: 9,6cm−1mM−1 et exprimés en U/mg

de protéine de foie (U: µmol de conjugué CDNB formé/min).

5.3.1.4.7 Dosage du glutathion peroxydase (GPx) cytosolique

Le dosage de GPx est basé sur la méthode utilisée par Rotruck et ses collaborateurs [29].

Le GPx de l’homogénat tissulaire oxyde le glutathion et simultanément le H2O2 est réduit en

H2O. La quantité du glutathion restante réagit avec la solution DTNB pour donner un composé

coloré qui est mesuré par spectrophotométrie à λ=420 nm. L’activité de GPx est exprimées en

U/mg protéine de foie (U: µmol de GSH oxydé/min).

5.3.1.5 Étude histologique

Des petits morceaux des foies des rats ont été pris et mis dans le formaldéhyde 10% à pH=7,4,

puis stockés pour l’examen histologique. Ils ont été inclus dans la paraffine, coupés (5µm) et

subis une coloration à l’hématoxyline et à l’éosine (x 400).

5.3.2 Évaluation de l’effet des iridoïdes sur la lignée cellulaire HepG2

traitée par l’AVP

La ligne HepG2 a été obtenue à partir d’un hépatocarcinome humain (ATCCr HB- 8065TM)

provenant du laboratoire du professeur Jean-Michel Pawlotsky (Inserm U955-Equipe 18 : Virolo-
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gie Moléculaire et Immunologie-Physiopathologie et thérapeutique des hépatites virales chroniques,

Henri Mondor-Faculté de Médecine de Créteil, Paris-Est). Les cellules ont été cultivées en milieu

DMEM supplémenté avec (10%) de SVF, (1%) de glutamine, (100 U/ml) de pénicilline, (100

µg/ml) de streptomycine et (0,25 µg/ml) d’amphotéricine B (Thermofisher Scientific, Villebon-

sur-Yvette, France) dans des flasks de 75 cm2 et ont été utilisées pour expériences lorsqu’elles

atteignaient environ (80%) de confluence.

5.3.2.1 Mesure de la viabilité cellulaire (MTT)

C’est un test rapide et simple de numérotation des cellules vivantes, très utilisée dans

les études de cytotoxicité permettant la détection colorimétrique de l’activité mitochondriale

selon la méthode décrite par Edmondson et ses collaborateurs [30]. Il est basé sur la réduc-

tion par l’enzyme succinate déshydrogénase mitochondriale du «3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5

diphényltetrazolium bromide (MTT)» en un précipité «formazan», réduction qui n’intervient

que dans les cellules métaboliquement actives. L’addition d’une solution du DMSO dissout ces

cristaux donnant une solution homogène :

Les cellules HepG2 ont été incubées dans un milieu de croissance normale (DMEM) en

présence de concentrations croissantes d’AVP (0,1 - 0,3 - 1 - 3 - 10 et 30 mM) pendant 72 heures

à 37 ◦C en atmosphère humide contenant (5%) de CO2. Après cette incubation, le milieu a été

éliminé et les cellules ont été incubées en présence d’une solution de MTT (1 mg/ml) pendant

1 heure. Le milieu a ensuite été retiré et les précipités de formazan ont été solubilisés avec

le DMSO. Enfin l’absorbance a été mésurée à λ=550 nm, ce qui permet ensuite d’évaluer la

quantité de cellules vivantes, grâce au calcul suivant :

% de viabilité cellulaire = 100× moyenne absorbance des cellules traitées
moyenne absorbance du témoin

101



Matériels et méthodes

L’activité succinate déshydrogénase est déterminée par rapport à celle des cellules témoins.

La mesure de la viabilité cellulaire nous a permis de sélectionner la concentration de 10 mM

pour la suite des expériences dans lesquelles les cellules ont été incubées avec l’AVP 72 heures

en présence des molécules (B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside

et B9-6-1B-6-4 : antirrhide) extraites de la phase n-BuOH de L. tingitana à différentes concen-

trations (3 - 10 - 30 - 100 et 300 µM) afin de déterminer leur effet protecteur.

5.3.2.2 Mesure de la production des espèces réactives de l’oxygène

Les variations intracellulaires en concentration de la concentration de H2O2 ont été mesurées

à l’aide d’une sonde redox, le carboxy-2’-7’dichlorofluorescein diacetate (carboxy-H2DCFDA, 50

mM dans le DMSO) (Thermofisher Scientific, Villebon-sur-Yvette, France) suivant le protocole

décrit par Wu et Yotnda [31]. L’H2DCFDA a la caractéristique de pénétrer dans les cellules et

de s’accumuler dans le cytosol, puis déacétylée par une estérase en dichlorofluorescéine (DCF)

comme suit :

Ce produit non fluorescent réagit ensuite avec le H2O2 pour former la dichlorofluorescéine dés-

estérifiée (H2DCF) qui fluoresce à λ=535 nm quand elle est excitée à λ=485 nm.

Afin d’étudier la capacité de l’AVP à induire une production d’ERO les cellules ont été

incubées avec l’AVP 72 heures à concentrations croissantes (0,1 - 0,3 - 1 - 3 - 10 et 30 mM),

puis elles ont été reprises dans 1 ml de PBS ou de milieu de culture avec 10 µM de H2DCFDA

puis incubées 30 min à 37 ◦C à l’abri de la lumière. Les cellules ont ensuite été analysées

extemporanément par cytométrie en flux sur un cytomètre Galaxy (Partec) en collectant la

fluorescence verte avec un filtre passe-bande (λ=550±20 nm) en prenant en compte 10 000
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cellules sur une échelle logarithmique de fluorescence. Un contrôle a été utilisé en traitant avec

le H2O2 (0,1 - 0,3 et 1 mM). Les données ont été analysées avec les logiciels Flomax et FlowJo.

Après avoir déterminée la capacité de l’AVP à induire une production d’ERO des mesures

identiques ont été répétées à une concentration de 10 mM d’AVP en présence des molécules (B9-

4-6-1 et B9-6-1B-6-4) à différentes concentrations (3 - 10 - 30 - 100 et 300 µM) afin d’évaluer

l’effet protecteur de ces molécules.

5.4 Évaluation du dysfonctionnement mitochondrial

5.4.1 Étude in vitro sur des mitochondries hépatiques isolées

Cette étude vise à évaluer l’effet toxique de l’AVP sur la fonction mitochondriale hépatiques

in vitro.

5.4.1.1 Isolement des mitochondries du foie

L’isolement des mitochondries du foie repose sur le fractionnement cellulaire par centrifuga-

tion différentielle suivant le protocole décrit par [32].

Les animaux ont été sacrifiés par dislocation cervicale et le foie a été immédiatement prélevé et

rincé dans du NaCl (0, 9%) à 4 ◦C. La partie de l’organe réservée à l’isolement des mitochondries

est pesée, finement hachée à l’aide de ciseaux puis placée dans un tube contenant le tampon de

reprise (saccharose 70 mM, HEPES 10 mM, mannitol 220 mM, EGTA 4 mM, pH=7,4 à 4 ◦C,

10 ml par 1 g foie). La préparation est ensuite homogénéisée par des allers-retours du piston

d’un Potter-Elvehjem motorisé (1500 tours/min) puis centrifugé à 3000 x g pendant 5 min à

4 ◦C. Le surnageant est prélevé puis subit une centrifugation à 10000 x g pendant 10 min à 4 ◦C.

Le culot contenant les mitochondries est repris et remis en suspension dans 1500 µl de tampon

de respiration (saccharose 50 mM, HEPES 10 mM, KCl 100 mM, KH2PO4 5 mM, pH=7,4) au

moyen d’un potter manuel par un simple aller/retour du piston. Les concentrations protéiques

des préparations mitochondriales déterminées par une méthode turbidimétrique corrélée à la

méthode de Lowry [33] étaient de l’ordre de (25-40 mg/ml).

Une partie de chaque préparation mitochondriale a été récupéré dans des tubes de 50 µl et

mise à −20 ◦C pour l’étude de l’activité des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale.
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5.4.1.2 Mesure de la consommation d’oxygène

La consommation d’oxygène est mesurée par polarographie grâce à un oxygraphe, consistant

en une chambre fermée, thermostatée et agitée, munie d’une électrode de Clark, sensible à

l’oxygène, qui mesure la quantité d’oxygène présente dans le milieu [32].

L’oxygraphie

L’électrode de Clark (Microcathode Oxygen Electrode, Strathkelvinr) est composée d’une

cathode en platine polarisée à -0,7 Volts et d’une anode en argent au contact d’une solution sat-

urée de KCl. Elle est séparée du milieu à mesurer par une membrane en téflon perméable

à l’oxygène. L’appareil est relié à un ordinateur permettant de visualiser la concentration

d’oxygène (nmol/ml) en fonction du temps (minutes). Dans ces conditions l’oxygène présent

dans la cuve de mesure diffuse à travers la membrane et est réduit au niveau de la cathode,

créant une différence de potentiel proportionnelle à la quantité d’oxygène présente dans le milieu

(Figure 5.2). Il est donc possible de mesurer directement la vitesse de respiration mitochondriale

dans différentes conditions expérimentales.

Figure 5.2: Schéma de principe de l’électrode de Clark.

Les mesures ont été effectuées dans une cuve thermostatée à 30 ◦C dans un volume total de

500 µL contenant les mitochondries (1 mg/ml) préincuber avec l’AVP à différentes concentrations

(1, 3 et 10 mM) pendant 30 min et du tampon de respiration sous agitation constante : dans

ces conditions il n’y a pas de consommation d’oxygène (stade 1). La respiration est activée par

l’ajout de différentes combinaisons de substrats et d’inhibiteurs de la chaîne respiratoire :
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— des substrats glucidiques: du succinate (10 mM) en présence de roténone (1 µM), du

glutamate/malate (10 mM /5 mM) ou du pyruvate (10 mM).

— un substrat lipidique : le palmitoyl-carnitine (10 mM) en présence de malate (2 mM).

Ceci permet d’obtenir la vitesse de consommation de l’oxygène dépendante du substrat c’est-

à-dire la respiration de base (ou stade 2). L’addition d’ADP (0.2 mM) dans la cuve induit la

synthèse d’ATP au niveau du complexe V ce qui engendre l’accélération de la consommation

d’oxygène (stade 3). Après consommation totale de l’ADP, la consommation d’oxygène diminue

et revient à un niveau similaire à celui de la respiration de base (stade 4).

A chaque stade correspond une vitesse de consommation de l’oxygène exprimé en nano moles

d’oxygène par minute et par mg de protéine (nmol/min/mg prot). Ces vitesses sont appelées,

V2, V3 et V4 en fonction du stade pendant lequel elles sont mesurées. Le contrôle respiratoire

(RCR) évalue le couplage entre la vitesse de consommation d’O2 et la synthèse d’ATP. Il est

égal au rapport de la vitesse de consommation d’O2 à l’état 3 (V3) divisée par celle mesurée

à l’état 4 (V4) et il est toujours supérieur à 1. Une valeur égale à 1 (V3=V4) signifie que la

phosphorylation de l’ADP est découplée de la consommation d’O2.

Figure 5.3: Consommation d’oxygène par les mitochondries dans différentes conditions.
Les mitochondries (1 mg/ml) incubées à 30 ◦C (stade 1) consomment l’O2 lorsque les substrats

de la chaîne respiratoire sont ajoutés (stade 2). L’ajout d’ADP (250 µM) stimule la
consommation d’oxygène (stade 3) jusqu’à son entière consommation qui induit un retour à la

respiration basale (stade 4). L’ajout d’un agent découpleur permet d’évaluer la vitesse
maximale de consommation d’O2 par la chaîne respiratoire.
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Un autre état respiratoire peut être déterminé, l’état découplé obtenu par l’ajout d’un

protonophore tel que le p-trifluoromethoxy-carbonyl-cyanide-phenyl hydrazone (FCCP). Le FCCP

permet le retour des protons dans la matrice sans passer par l’ATP synthase. Cet état découplé

permet ainsi d’étudier la chaîne respiratoire (sans limitation par l’ATP) lorsqu’elle fonctionne

au maximum de ces capacités.

5.4.1.3 Mesure de l’activité des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale

Les dosages des activités enzymatiques des complexes I, II, III et IV ont été réalisés sur des

mitochondries isolées et incubées avec l’AVP ayant subi 3 cycles de congélation/décongélation

(-80 ◦C/25 ◦C) afin de les faire éclater. Le principe des dosages des complexes de la chaîne

respiratoire repose sur la diminution ou l’augmentation de l’absorbance d’un substrat ou d’un

produit de chacun des différents complexes [32]. Les mesures ont été effectuées à 37 ◦C dans

un volume final de 1,5 ml par spectrophotométrie (spectrophotomètre V-530, JASCOr). Les

résultats obtenus via le logiciel Spectra Manager ont été convertis en nano moles par minute par

mg de protéines mitochondriales (nmol/min/mg prot) grâce à la loi de Beer-Lambert.

5.4.1.3.1 Complexe I (NADH-coenzyme Q oxydoréductase)

Le complexe I catalyse l’oxydation du NADH selon la réaction enzymatique suivante :

NADH + H+ + ubiquinone −→ NAD+ + ubiquinol

Le principe de la technique consiste à mesurer la cinétique d’oxydation du NADH, l’activité

spécifique du complexe I, en présence d’un analogue de l’ubiquinone, la décylubiquinone. Lors de

la mesure spectrophotométrique, la diminution de l’absorbance du NADH (ε=6810 M−1 · cm−1)

provoquée par son oxydation en NAD+ est alors proportionnelle à l’activité du complexe I. Le

milieu réactionnel comprend : le tampon (KH2PO4 25 mM, MgCl2 5 mM, pH = 7, 4), du KCN

(250 µM), de la décylubiquinone (100 µM), les mitochondries (0,1 mg/ml) et du NADH (200

µM). Après le réglage du 0 de l’appareil la mesure a été lancée et l’absorbance a été suivie à

une longueur d’onde λ=340 nm pendant 600 secondes. Afin de vérifier que seule l’activité du

complexe I est mesurée dans ce protocole, la cinétique de l’oxydation du NADH a aussi été

réalisée en présence d’un inhibiteur du complexe I (roténone 2 µM).

106



Matériels et méthodes

5.4.1.3.2 Complexe II (Succinate déshydrogénase)

Les réactions enzymatiques catalysées par le complexe II sont :

Succinate + FAD −→ fumarate + FADH2

FADH2 + ubiquinone −→ FAD + ubiquinol

Lors de cette réaction, le succinate réduit l’ubiquinone en ubiquinol. Le dosage du complexe

II utilise un accepteur d’électron le DCIP (2,6-Dichlorophénol Indophénol) (ε=21000 M−1 ·cm−1)

de couleur bleue qui absorbe la lumière à λ=600 nm. Ce dernier est réduit par l’ubiquinol formé

lors de la réaction précédente et il perd alors sa couleur bleue et n’absorbe plus de lumière. Pour

mesurer l’activité du complexe II, la réaction consiste donc à suivre la diminution de l’absorbance

provoquée par la réduction du DCIP celle-ci étant proportionnelle à l’ubiquinol formé. Le milieu

réactionnel comprend : le tampon (KH2PO4 10 mM, EDTA 2 mM, pH=7,4), de la roténone

(2 µM), du succinate (6 mM), du KCN (250 µM) et les mitochondries (0,033 mg/ml). Après 5

minutes d’incubation, le 0 de l’appareil a été réglé, puis après l’ajout de décylubiquinone (100

µM) et de DCIP (80 µM) la mesure a été lancée et l’absorbance a été suivie à λ=600 nm pendant

600 secondes. Dans ce dosage afin de vérifier que seule l’activité du complexe II est mesurée

dans ce protocole, l’expérience a aussi été réalisée en présence d’un inhibiteur du complexe II

(malonate 10 mM).

5.4.1.3.3 Complexe III (Ubiquinol cytochrome c oxydoréductase)

La réaction enzymatique catalysée par le complexe III est la suivante :

Cytochrome c oxydé + ubiquinol −→ cytochrome c réduit + ubiquinone

La mesure de l’activité du complexe III consiste à suivre la conversion du cytochrome c

oxydé en cytochrome c réduit (ε=19000 M−1 · cm−1). En effet, l’augmentation de l’absorbance

accompagnant l’apparition de la forme réduite du cytochrome c est proportionnelle à l’activité

du complexe III. Le milieu réactionnel comprend : le tampon (KH2PO4 25 mM, MgCl2 5 mM,

pH = 7, 4), les mitochondries (0,017 mg/ml), la roténone (2 µM), du KCN (250 µM) et du

cytochrome c oxydé (40 µM). Après réglage du zéro de l’appareil le décylubiquinol (100 µM) est
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ajouté et l’activité du complexe est évaluée en suivant les variations de l’absorbance à λ=550 nm

durant 400 secondes. Il existe une réduction du cytochrome c par décylubiquinol indépendante

du complexe III. Elle a été mesurée en présence et en absence d’antimycine (1 µM), l’inhibiteur

spécifique du complexe III, puis retranchée de l’activité totale pour obtenir l’activité spécifique

du complexe III.

5.4.1.3.4 Complexe IV (Cytochrome c oxydase)

La réaction enzymatique catalysée par le complexe IV est la suivante :

Cytochrome c réduit + 1
2O2 + 2H+ −→ cytochrome c oxydé + H2O

La mesure de l’activité du complexe IV consiste donc à suivre l’oxydation du cytochrome c ré-

duit. La disparition de la forme réduite du cytochrome c entraine une diminution de l’absorbance

qui est alors proportionnelle à l’activité du complexe IV. Le milieu réactionnel comprend : le

tampon (KH2PO4 10 mM, EDTA 2 mM, MgCl2 2 mM, pH=7,4) et les mitochondries (0,017

mg/ml). Après 1 min d’incubation, puis réglage du zéro de l’appareil le cytochrome c réduit (33

µM) est ajouté et l’activité du complexe est évaluée en suivant les variations de l’absorbance à

λ=550 nm durant 200 secondes.

5.4.1.4 Mesure de la production mitochondriale de H2O2

La production de (H2O2) par les mitochondries a été estimée par spectrofluorimétrie (spec-

trofluorimètre FP-6300 JASCOr) [32]. En présence de la peroxydase de raifort l’Amplex Red

(10-acetyl-3,7 dihydroxyphenoxasine) est oxydée par le (H2O2) en un composé fluorescent : la

résorufine (λexcitation=563 nm, λémission=587 nm) selon la réaction suivante :
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Les mesures sont réalisées dans les mêmes conditions que celles utilisées pour évaluer la

respiration mitochondriale (30 ◦C, agitation constante, même tampon). Les mitochondries (0,2

mg/ml) sont tout d’abord placées dans une cuve contenant l’Amplex Red (10 µM) et la peroxy-

dase de raifort (1 U/ml) dans un volume total de 1 ml de tampon de respiration et la mesure est

déclenchée. Les substrats, pyruvate/malate (5 mM chacun) ou succinate (5 mM), sont ensuite

introduits dans le milieu pour initier la réaction. De la roténone (2 µM) a été ajoutée au cours de

la mesure pour bloquer le complexe I. Enfin, de l’antimycine (5 µM) a été ajoutée pour bloquer

le complexe III. Les vitesses sont exprimées en nmol H2O2 /min/mg de protéine.

Les mesures ont été faites en présence de l’extrait n-BuOH de L. tingitana et les molécules

(B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside et B9-6-1B- 6-4 : antir-

rhide) extraites de ce dernier à différentes concentrations afin d’évaluer leurs effet antioxydant.

5.4.2 Étude du dysfonctionnement mitochondrial in vivo

Préparation de la matrice mitochondriale

Les pellets de mitochondries issues de foie des rats traités par le VPA sont lavés deux fois

avec le tampon d’isolation décrit auparavant, puis re-suspendus dans la même solution tampon.

La matrice mitochondriale est extraite par congélation et décongélation suivi immédiatement

par homogénéisation répétée des préparations fraîches mitochondriales afin d’éclater les mito-

chondries. Le dosage des protéines dans les fractions mitochondriales est réalisé par la méthode

de Lowry [33].

5.4.2.1 Évaluation du statut oxydant mitochondrial

Le statut oxydatif a été évalué dans 0,5 ml de la fraction mitochondriale selon les méthodes

enzymatiques colorimétriques décrites précédemment.

Le MDA a été évalué par la méthode de d’Ohkawa et ses collaborateurs [17], le dosage de

GSH est effectué par la méthode d’Ellman [26] et les résultats sont exprimés en (nmol/mg prot).

L’activité du GPx est évaluée par la méthode de Rotruck et ses collaborateurs [29], les résultats

sont exprimés en (nmol/min/mg prot). La SOD est estimée par la méthode décrite par Flohe

[25], les résultats sont exprimés en (U/mg prot).

109



Matériels et méthodes

5.5 Évaluation du dysfonctionnement lysosomal

5.5.1 Évaluation du statut oxydant lysosomal

La préparation de la fraction lysosomale a été réalisée selon la méthode décrite par Marrzella

et Glaumann [34].

Le MDA a été évalué par la méthode décrite par Ohkawa et ses collaborateurs [17] et les

résultats sont exprimés en (nmol/mg prot). L’activité de la SOD est estimée par la méthode

décrite par Marklund et Marklund [35] et les résultats sont exprimés en (U/mg prot).

5.5.2 Évaluation des enzymes lysosomales

5.5.2.1 Mesure de la myéloperoxydase (MPO) hépatique

L’accumulation des neutrophiles au niveau du fois a été mesurée en estimant l’activité en-

zymatique de la MPO décrite précédemment. L’activité MPO a été évaluée selon le protocole

suivi par Posadas et ses collaborateurs [16] et les résultats sont exprimés en (U/mg tissu).

5.5.2.2 Dosage de l’activité enzymatique lysosomale

5.5.2.2.1 La phosphatase acide (ACP)

Les phosphatases acides (ACP) sont des enzymes trouvées en grande quantité plus par-

ticulièrement dans la prostate, les os, les globules rouges, le foie et les reins. Ces enzymes

hydrolysent les phosphates organiques et libèrent les phosphates minéraux insolubles. Elles sont

augmentées lors des atteintes de ces différents organes ou tissus. La détermination de l’activité

des phosphates acides par la méthode cinétique se fait selon les réactions suivantes:

α-naphtyl phosphate + H2O
ACP

� α-naphtol + phosphate

α-naphtol + Sel de Fast Red TR → Colorant azoïque

L’activité de l’ACP a été mesurée selon la méthode de Linhardt et Walter [36] et les résultats

sont exprimés en micromoles de phénol libéré par heure par milligramme de protéine (µmol de

p-nitrophenol/h/mg prot).
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5.5.2.2.2 La β-N-acetylglucosaminidase (β-NAG)

L’hexosaminidase, parfois appelée β-N-acétylhexosaminidase, libère la N-acétylglucosamine

et la N-acétylgalactosamine terminales liées à la β à partir d’une variété de substrats. Elle

hydrolyse les résidus terminaux N-acétyl-D-hexosamine non réducteurs. L’activité de la β-NAG

a été déterminée avec le substrat chromogène p-nitrophényl-N-acétyl-β-D-glucosaminide selon

la méthode de Maruhn [37] et les résultats sont exprimés en micromoles de phénol libérés par

heure par milligramme de protéine (µmol de p-nitrophenol/h/mg prot).

5.5.2.2.3 La Cathepcine-D

La cathepsine-D est une protéase lysosomale normale qui est exprimée dans toutes les cellules.

Elle constitue l’unique protéase à aspartate lysosomiale qui est impliquée dans la dégradation

intracellulaire et extracellulaire des protéines. Les dosages ont été faits selon le protocole suivi

par Etherington [38] en déterminant la quantité de la tyrosine libérée. L’activité de la Cathepsine

D est exprimée en micromoles de la tyrosine libérée par heure par 100 milligrammes de protéine

(µmol tyrosine/h/100 mg prot).

5.5.2.2.4 La β-glucoronidase (β-GLU)

L’activité de la β-glucuronidase (β-GLU) a été mesurée par la méthode de Kawai et Anno [39]

en utilisant le p-nitrophénol-β-glucuronide comme substrat. L’activité enzymatique a été déter-

minée en mesurant la quantité de p-nitrophénol libérée. Les résultats sont exprimés en micro-

moles de p-nitrophenol libéré par heure par milligrammes de protéine (µmol de p-nitrophenol/h/mg

prot).

5.5.3 Mesure de l’intégrité membranaire des lysosomes

La déstabilisation de la membrane lysosomale peut être étudiée par coloration avec l’acridine

orange (AO) [40]. L’AO (λexcitation Max= 490 nm, λemission Max= 525 nm) est une sonde lyso-

somotropique lipophile, cationique, capable de traverser la membrane cytoplasmique et celle

des organites cellulaires. L’AO est un colorant métachromatique qui se caractérise par sa ca-

pacité à émettre une fluorescence verte en milieu basique et une fluorescence orange/rouge en

milieu acide. La quantité de fluorescence orange/rouge sera donc proportionnelle au volume
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et à la quantité de compartiments acides dans la cellule. La perméabilisation de la membrane

lysosomale se caractérise par une diminution de la fluorescence orange/rouge.

Afin d’évaluer le pourcentage des cellules contenant des lysosomes déstabilisés par coloration

à l’AO, les cellules ont été incubées avec l’AVP 72 heures (0,1 - 0,3 - 1 - 3 - 10 et 30 mM) puis

mises en suspension dans 1 ml de PBS. La suspension cellulaire a été incubée en présence de

0,5 µg/ml d’AO pendant 15 min à 37 ◦C. L’analyse a été réalisée par spectrofluorimétrie; les

fluorescences verte et rouge ont été respectivement sélectionnées respectivement par des filtres

passe-bande λ=520±20 nm et passe-long λ=630 nm. Pour chaque échantillon, la fluorescence a

été quantifiée sur 10 000 cellules sur une échelle logarithmique en utilisant un spectrofluorimètre

(spectrofluorimètre FP-6300 JASCOr). Des mesures similaires ont été faites en présence de la L-

Leucine-methyl-ester-hydrochloride (LLoMe) de (0,03 - 0,01 - 0,3 et 1 mM). Cet agent chimique

induit une rupture des membranes lysosomales et est utilisé comme contrôle.

L’évaluation d’effet protecteur des molécules (B9-4-6-1 et B9-6-1B-6-4) vis-à-vis la désta-

bilisation de la membrane lysosomale induite par l’AVP (10 mM) a été faite par l’incubation

des lignées cellulaires HepG2 avec l’AVP 72 heures en présence de ces dernières à différentes

concentrations (3 - 10 - 30 - 100 et 300 µM).

5.6 Analyses statistiques

Les résultats des tests effectués in vitro sont exprimés en moyenne ± écart type. Les valeurs

IC50 (Concentration inhibitrice de 50%) sont calculées par la méthode de régression linéaire à

partir de la courbe [% inhibition = f (concentrations)]. Pour les tests in vivo les résultats sont

exprimés en moyenne ± écart type. Les comparaisons multiples sont faites par le test ANOVA

à un facteur suivi du test HSD de Tukey. Les différences sont considérées statistiquement

significatives au seuil de 0,05. Pour les tests in vitro sur les cellules HepG2 les résultats sont

exprimés en moyenne ± erreur-type de la moyenne. Les comparaisons multiples sont faites par le

test ANOVA à un facteur suivi du test Dunnet. Les différences sont considérées statistiquement

significatives au seuil de 0,05.
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Chapitre 6

Résultats

6.1 Screening phytochimique

6.1.1 Criblage phytochimique préliminaire

Les résultats du criblage phytochimique préliminaire des parties aériennes de L. tingitana sont

présentés dans le (tableau 6.1). L’analyse a montré la présence plus importante des alcaloïdes

et des stérols non saturés, une bonne présence des terpénoïdes, des flavonoïdes et des saponines,

tandis que les leucoanthocyanes et les tannins ont été détectées avec des traces. Des résul-

tats négatifs ont été observés pour les coumarines, les triterpénoïdes, les stérols saturés et les

anthocyanes.

6.1.2 Dosage des polyphenols et des flavonoïdes

Les résultats figurant dans le (tableau 6.2) révèlent que la fraction n-BuOH de L. tingitana

est la plus riche en polyphénols (113, 976 ± 2, 56 mg GAE/g d’extrait) comparativement à la

fraction EtOAc (61, 61 ± 0, 89 mg GAE/g d’extrait) et la fraction CHCl3 (15, 68 ± 0, 32 mg

GAE/g d’extrait). Malgré la richesse de la fraction n-BuOH en polyphénols, elle ne renferme

que (45, 98%) des polyphénols sous forme de flavonoïdes. Par contre, la majorité des polyphénols

contenus dans la fraction EtOAc se présentent sous forme de flavonoïdes (96, 75%). La fraction

CHCl3 contenant le taux le plus faible des polyphénols, elle ne comprend que (43, 43%) de

flavonoïdes. De point de vue qualitatif, les flavonoïdes de la phase butanolique sont généralement

glycosidés alors que ceux de la phase acétate sont dans la majorité des aglycones.
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Table 6.1: Résultats des tests préliminaires des compositions chimiques des parties aériennes de
L. tingitana.

Groupes chimiques Parties aériennes
Alcaloïdes +++
Coumarines −
Terpénoïdes ++

Stérols non saturés +++
Triterpénoïdes −
Stérols saturés −
Anthocyanes −

Leucoanthocyanes +
Flavonoïdes ++
Saponines ++
Tannins +

"+" Présence, "−" Absence.

Table 6.2: Teneur en polyphénols totaux et des flavonoïdes.

Extrait Teneur en polyphénols Teneur en flavonoïdes
(mg GAE/g d’extrait) (mg QE/g d’extrait)

n-BuOH L. tingitana 113.98± 2.56 52.41± 1.63 (45.98 %)
EtOAc L. tingitana 61.61± 0.89 59.61± 0.89 (96.75 %)
CHCl3 L. tingitana 15.68± 0.32 6.81± 0.12 (43.43 %)

6.1.3 Analyse par chromatographie en phase liquide couplée à la

spectrométrie de masse (LC-MS)

L’analyse de l’extrait n-BuOH de L. tingitana avec la méthode LC-MS en utilisant deux

profiles a montré la présence de quelques types des métabolites notamment les terpènoïdes. Les

résultats montrent la présence de trois pics majoritaires identifiés par masse qui correspondent

aux : (1) antirrhinoside, (2) 6-O-senecioylantirrhinoside, (3) 6-O-angeloylantirrhinoside, et (4)

antirrhide qui sont bien connu dans le genre Linaria.
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Figure 6.1: Le profile LC-MS de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (1).
(1) : antirrhinoside ; (2) : 6-O-senecioylantirrhinoside ; (3) : 6-O-angeloylantirrhinoside.

Figure 6.2: Le profile LC-MS de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (2).
(4) : antirrhide.

121



Résultats

6.2 Screening biologique

6.2.1 Evaluation de l’activité antioxydante

6.2.1.1 Effet scavenger du radical DPPH◦

En présence d’un produit naturel antioxydant, le DPPH◦, qui est un radical libre stable

d’une couleur violette, prend un électron ou un hydrogène de l’antioxydant et se convertit en

α-diphenyl-β-picryl hydrazine doté d’une couleur jaune. La diminution croissante d’absorbance

reflète la quantité de DPPH◦ réduite, signe de l’activité anti-radicalaire des produits naturels.

D’après la (figure 6.3), la phase AcOEt est la plus active vis-à-vis le DPPH◦ (IC50 = 82, 40±1, 60

µg/ml) comparativement à la phase n-BuOH (IC50 = 122, 26± 8, 55 µg/ml), et la phase CHCl3
(IC50 = 255, 40 ± 8, 55 µg/ml). Ces résultats se concordent avec le contenu flavonoïdique de

chaque fraction évoquée dans le (tableau 6.2). La vitamine C et Trolox ont montré une activité

anti-radicalaire très importante avec des valeurs (IC50 = 11, 44 ± 0, 32 et IC50 = 4, 60 ± 0, 08

µg/ml) respectivement.
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Figure 6.3: L’activité antioxydante des trois extraits de L. tingitana: CHCl3 , AcOEt et n-BuOH
vis-à-vis le radical DPPH◦.

Chaque point représente la moyenne ± SD (n=3)
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6.2.1.2 Le pouvoir chélateur ferreux

Le test du pouvoir chélateur du fer mesure la capacité des antioxydants à entrer en com-

pétition chélatrice avec le ferrozine visant l’ion ferreux. La (figure 6.4) montre que la capacité

chélatrice de la fraction EtOAc (IC50 = 89, 67±0, 65 µg/ml), avec une concentration dépendante,

est la plus considérable comparativement à la fraction n-BuOH (IC50 = 113, 13 ± 1, 19) et la

fraction CHCl3 (IC50 = 101, 40± 1, 78 µg/ml). A la concentration 600 µg/ml les trois fractions

ont manifesté un pourcentage d’inhibition dans l’ordre suivant EtOAc (88, 25±0, 13%), n-BuOH

(80, 07 ± 0, 06%), CHCl3 (69, 24 ± 0, 19%). Le pouvoir chélateur dépendant de la présence des

principes réducteur est en concordance avec le contenu qualitatif et quantitatif de ces fractions

illustré dans le (tableau 6.1).
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Figure 6.4: Effet chélateur des trois extraits n-BuOH, EtOAc et CHCl3 de L. tingitana.
Chaque point représente la moyenne ± SD (n=3).

6.2.1.3 Test de blanchissement de β–carotène

L’oxydation d’acide linoléique produit des hydroperoxides, qui sont des radicaux libres dérivés

attaquant le chromophore de β-carotène et aboutissent au blanchissement de son émulsion réac-

tionnelle. La (figure 6.4) montre que l’absorbance diminue rapidement dans le contrôle de
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(1, 14 ± 0, 01) à (0, 05 ± 0, 01). Par contre, dans le cas de la fraction n-BuOH (100 µg/ml), la

diminution de l’absorbance de (1, 140±0, 008) jusqu’à (0, 677±0 était plus lente puis elle atteint

un plateau jusqu’à 48 heures. L’activité inhibitrice du blanchissement de cette fraction est de

l’ordre de à (59, 36± 0, 41%) et celle du contrôle positif est (87, 72± 0, 20%) (figure 6.4).

 

T e m p s  (h )

A
b

s
o

r
b

a
n

c
e

 à
 4

9
0

 n
m

0 2 0 4 0 6 0

0 .0

0 .5

1 .0

1 .5

T ro lo x

n -B u O H

C o n tr ô le  n é g a ti f

Figure 6.5: Test de blanchissement de β-carotène.
Variations de l’absorbance à 490 nm avec le temps dans les émulsions β-carotène/linoléique
mélangé avec l’extrait n-BuOH ou le standard. Chaque point représente la moyenne ± SD

(n=3).

6.2.1.4 Pouvoir réducteur

La (figure 6.6) montre que l’extrait n-BuOH a le pouvoir de réduire l’ion ferricyanide ferrique

via l’augmentation de l’absorbance avec la concentration. Cependant cet extrait (IC50 = 19, 39±

5, 72 µg/ml) est moins efficace par rapport au Trolox utilisé comme référence (IC50 = 1, 79±0, 84

µg/ml). Pour atteindre une valeur d’absorbance de (1, 35±0, 01) il a fallu avoir une concentration

de (1200 µg/ml) d’extrait n-BuOH.
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Figure 6.6: Pouvoir réducteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana.
Chaque point représente la moyenne ± SD (n=3).

6.2.1.5 Activité de piégeage de l’oxyde nitrique (NO)

Au pH physiologique, le (NO) issue de la solution aqueuse de nitroprussiate de sodium

interagit avec l’oxygène pour produire l’ion nitrite. La capacité scavenger du (NO) induite par

les antioxydants est déterminée par la diminution de l’absorbance à λ=546 nm. La (figure 6.7)

montre que l’extrait n-BuOH inhibe la formation du nitrite d’une façon dépendante de la dose.

L’inhibition maximale du (NO) (77, 28 ± 1, 47%) a été observée à une concentration élevée de

(1300 µg/ml) comparativement au standard Trolox (78, 73±1, 89%) qui nécessite seulement une

concentration de 300 µg/ml.

Figure 6.7: L’effet scavanger de l’extrait n-BuOH de L. tingitana contre le radical (NO).
Chaque point représente la moyenne ± SD (n=3).
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Les valeurs IC50 de l’extrait n-BuOH et du standard prouvant un effet scavenger vis-à-vis le

(NO) étaient (215, 71 ± 18, 71 µg/ml) et (79, 49 ± 2, 96 µg/ml) respectivement. La capacité

neutralisant le (NO) pourrait être due à la présence des constituants antioxydants qui entrent

en compétition avec l’oxygène pour réagir avec le monoxyde d’azote.

6.2.2 Évaluation de l’activité anti-inflammatoire

6.2.2.1 Inhibition de la dénaturation de l’albumine

La (figure 6.8) expose l’inhibition de la dénaturation de l’albumine sous l’effet de la chaleur

par l’extrait n-BuOH (50-1300 µg/ml) et le diclofénac (50-300 µg/ml). L’extrait n-BuOH de

L. tingitana a montré une inhibition de la dénaturation de l’albumine dépendante de la concen-

tration dont l’inhibition maximale (64, 70 ± 2, 18%) a été enregistrée à (1300 µg/ml). Tandis

que, l’inhibition maximale (80, 91 ± 1, 32%) du diclofénac a été enregistrée à (300 µg/ml). Ces

résultats se reflètent clairement par les valeurs IC50 du n-BuOH et du diclofénac qui sont re-

spectivement (485, 33± 43, 83 µg/ml) et (35, 98± 0, 74 µg/ml) (figure 6.8).

 

Figure 6.8: Effet de l’extrait n-BuOH de L. tingitana sur l’inhibition de la dénaturation de
l’albumine.
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=3). (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par

rapport au diclofénac.
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6.2.2.2 Stabilisation des membranes des globules rouges (HRBC)

Afin d’étudier d’autres mécanismes anti-inflammatoires de l’extrait n-BuOH, on a investigué

la stabilisation des membranes des globules rouges. La (figure 6.9) montre que l’extrait n-BuOH

a maintenu la stabilité des membranes des érythrocytes en inhibant la lyse des membranes

induite par l’hypotonicité. L’inhibition maximale (65, 58±0, 50%) exercée par l’extrait n-BuOH

a été retenue à une concentration de (1300 µg/ml) avec une IC50 (569, 39 ± 63, 93 µg/ml). Le

médicament de référence, le diclofénac, a manifesté une inhibition maximale (82, 56± 0, 86%) à

(300 µg/ml) avec une IC50 équivalant (34, 71± 5, 26 µg/ml).

 

Figure 6.9: Effet de la phase n-BuOH de L. tingitana. sur la stabilisation des membranes des
globules rouges (HRBC).
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=3). (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par

rapport au diclofénac.

6.2.2.3 Détermination du volume de l’œdème de la patte induit par la carragénine

L’œdème induit par la carragénine est un modèle expérimental très utilisé dans les études de

l’inflammation aiguë. Dans notre étude, la progression de volume d’œdème inflammatoire, qui

indique les niveaux d’inflammation, a été suivis entre les (1 et 24 heures) après l’injection de la

carragénine sous l’aponévrose plantaire de la patte postérieure gauche des rats. La (figure 6.10)

montre que l’extrait n-BuOH à (200 mg/kg) a significativement (p < 0, 01) réduit le gonflement

dès la première heure (44, 21%) jusqu’à la dernière phase (24 heures) (61, 71%).
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La réduction du gonflement retenue à la dose (100 mg/kg) était inférieure à celui de la dose

(200 mg/kg) durant toute la période expérimentale. Ces résultats pourraient être clairement

comparables à ceux du diclofénac (10 mg/kg), qui a prouvé (41, 29%) de réduction la première

heure et (77, 95%) de réduction après 24 heures.

 

Figure 6.10: Effet anti-inflammatoire de l’extrait n-BuOH de L. tingitana sur l’œdème de la
patte du rat induit par la carragénine.
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=5). (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par

rapport au témoin. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage
d’inhibition.
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6.2.2.4 Activité de la myéloperoxydase (MPO) dans les tissus des pattes

L’injection de le carragénine au niveau de la patte des rats se traduit par une augmentation

significative de l’activité enzymatique tissulaire de la MPO (6.2 ± 0, 66 U/mg tissu) ce qui

confirme l’accumulation des cellules inflammatoires dans le tissu de la patte endommagé durant

24 heures. Le traitement des rats par des doses de (100 et 200 mg/kg) d’extrait n-BuOH a permis

de diminuer l’activité de la MPO jusqu’à (35, 55% et 59, 68%) respectivement. Le diclofénac (10

mg/kg) réduit l’activité de la MPO à (79, 45%) (figure 6.11).
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Figure 6.11: Effet anti-inflammatoire de l’extrait n-BuOH de L. tingitana sur l’activité de la
MPO dans les tissus des pattes dse rats.
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=5). (++P < 0.01) différence significative par

rapport au groupe témoin; (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au groupe
carragénine. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.

6.2.2.5 Taux de malondialdéhyde (MDA) dans les tissus des pattes

Le taux de MDA, considéré comme le marqueur le plus important de la peroxydation li-

pidique, a été évalué après 24 heures de l’injection de la carragénine. Les rats injectés par la

carragénine ont subi une augmentation significative du taux de MDA (15, 02 ± 0, 59 nmol/mg

tissu) (figure 6.12).
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Le traitement des rats par des doses de (100 et 200 mg/kg) d’extrait n-BuOH a permis de

réduire le taux de MDA à (10, 32±0, 72 nmol/mg tissu) et (7, 14±0, 69 nmol/mg tissu), valeurs

correspondant à (31, 29%) et (52, 46%) d’inhibition de la peroxydation lipidique. Le diclofénac

a prouvé une inhibition de l’ordre de (62, 93%) (figure 6.12).
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Figure 6.12: Effet anti-inflammatoire de l’extrait n-BuOH de L. tingitana sur la production de
MDA dans les tissus des pattes des rats.
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=5). (++P < 0.01) différence significative par

rapport au groupe témoin ; (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au groupe
carragénine. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.

6.2.2.6 Étude histologique

L’analyse histopathologique au niveau des tissus de la patte des rats traités par le carragénine

a révélé des altérations tissulaires très importantes se manifestant par une hyperplasie dermique

et épidermique, une perte du tissu conjonctif, des vacuoles spongieuse, et une infiltration des

cellules inflammatoires (figure 6.13 B). Ces lésions sont moins sévères chez les rats co-traités avec

l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) ou avec le diclofénac (10 mg/kg)(figure 6.13 C et D). La dose de

(100 mg/kg) n-BuOH s’est avéré insuffisante de donner un effet positif.
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                          (A)                                             (B)                                                  (C) 

     

                                                  (D)                                                              (E)                                                

Épiderme 

Épiderme 

Derme Exsudat 

Figure 6.13: Des micro-photographes de l’analyse histopathologique, représentent l’effet anti-
inflammatoire sur les pattes des rats co-traités oralement par l’extrait n-BuOH de L. tingitana.
(A) témoin; (B) contrôle au carragénine; (C) diclofénac (10 mg/kg); (D) l’extrait n-BuOH de
L. tingitana (200 mg/kg); (E) l’extrait n-BuOH de L. tingitana (100 mg/kg) (H&E;100X). Les

flèches rouges indiquent l’infiltration des cellules dans le derme, S (spongieuse).

6.2.2.7 Péritonite induite par la carragénine

Afin d’évaluer l’effet inhibiteur probable de l’extrait n-BuOH sur la migration des cellules au

niveau de la cavité péritonéale, on a réalisé un test de péritonite induite par la carragénine. Qua-

tre heures après l’induction de la péritonite, le nombre total des leucocytes et des neutrophiles a

augmenté à (13, 5± 0, 60× 106 cellules/ml) et (10, 04± 1, 25× 106 cellules/ml) respectivement.

Le prétraitement avec l’extrait n-BuOH (100 et 200 mg/kg) 1 heure avant l’injection par la car-

ragénine a significativement (P < 0, 01) amélioré ces taux perturbés. Seulement l’effet réduisant

des taux perturbés des leucocytes et des neutrophiles dans le cas de la dose (200 mg/kg) est

plus exprimé (66,91% - 54,46% et 54,28%) par rapport à l’eefet de la dose (100 mg/kg) (40,52%

- 34,67% et 32,34%) et pourrait être considéré comme comparable à celui du diclofenac (76,67%

- 76,1% et 80,31%) (figure 6.14).
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Figure 6.14: Effet anti-inflammatoire de l’extrait n-BuOH de L. tingitana sur la péritonite
induite par le carragénine.
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=5). (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par

rapport au groupe témoin ; (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au groupe
carragénine. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.

6.2.2.8 Taux du NO dans la cavité péritonéale

L’extrait n-BuOH a montré un effet protecteur considérable vis-à-vis l’inflammation induite

par la carragénine en inhibant la production du (NO) dans la cavité péritonéale. La dose (200

mg/kg) exprima un taux d’inhibition (54, 28%) plus efficace par rapport à la dose de (100 mg/kg)

(32, 34%). Dans le cas du diclofénac (10 mg/kg) l’inhibition atteignit (80, 31%) (figure 6.15).

Figure 6.15: Effet anti-inflammatoire de l’extrait n-BuOH de L. tingitana sur la production
d’oxyde nitrique (NO) dans la cavité péritonéale des rats.
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=5). (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par

rapport au groupe témoin; (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au groupe
carragénine. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.
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La conclusion qu’on peut tirer de cette partie c’est que L. tingitana comprend une panoplie de

métabolites secondaires dont les plus intéressant sont les polyphénols et les flavonoïdes. L’analyse

de la fraction n-BuOH par LC-MS a montré la présence des terpènoïdes tels les irridoïdes bien

connus dans le genre Linaria. La fraction n-BuOH possède des propriétés antioxydantes très

importantes dont leur mise en évidence est effectuée en utilisant différents systèmes (DPPH◦,

β-carotène, le pouvoir réducteur, l’effet chélateur) et des propriétés anti-inflammatoires qui sont

élucidées via plusieurs tests (dénaturation de l’albumine, HRBC, NO scavenger, l’œdème et la

péritonite induites par la carragénine, MPO, l’infiltration des PN).
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6.3 Évaluation de l’activité antioxydante et hépatopro-

tectrice

6.3.1 Marqueurs de l’hépatotoxicité

L’hépatotoxicité induite par (400 mg/kg) d’AVP durant 14 jours se manifesta par une aug-

mentation des activités enzymatiques des ALT et AST hautement significative. L’administration

des rats par une dose de (200 mg/kg) de l’extrait n-BuOH temporise l’effet de l’AVP et normalise

les valeurs des ALT (77, 32%) et AST (76, 44%). Ces valeurs pourraient être considérées comme

comparables à celles de la vitamine E qui a réduit l’augmentation des ALT et AST à (86,43 et

80, 06%) respectivement (figure 6.16).

Figure 6.16: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur le niveau
sérique des enzymes ALT et AST dans le foie des rats traités par l’AVP (400 mg/kg).
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). Chaque valeur représente la moyenne ± SD
(n=6). (##P < 0.01) différence significative par rapport au groupe témoin ; (∗ ∗ P < 0.01)
différence significative par rapport au groupe AVP. Les valeurs indiquées entre parenthèses

représentent le pourcentage d’inhibition.
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L’administration d’AVP a provoqué une augmentation significative (P < 0, 01) de LDH et

d’ALP sériques. Le co-traitement des rats avec l’extrait n-BuOH ( 200 mg/kg) a significative-

ment (P<0,01) corrigé la fuite de ces marqueurs enzymatiques hépatiques, ALP (73, 86%), LDH

(60, 60%). Ces valeurs peuvent être considérés comme comparables à celles enregistrées avec la

vitamine E, ALP (88, 52%), LDH (84, 81%) (figure 6.17).

Figure 6.17: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur le niveau
sérique des enzymes ALP et LDH dans le foie des rats traités par l’AVP (400 mg/kg).
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (##P < 0.01) différence significative par
rapport au groupe témoin ; (**P < 0.01) différence significative par rapport au groupe AVP.

Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.

Une augmentation significative au niveau de la bilirubine totale a été enregistrée chez les rats

traités par l’AVP. Par ailleurs, l’administration de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg)

a permet de réduire cette concentration et de protéger les rats de cette fuite jusqu’à (52, 29%).

L’effet protecteur était plus efficace chez le groupe traité avec la vitamine E (200 mg/kg) en

diminuant la concentration de la bilirubine jusqu’à (87, 77%) (figure 6.18).
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Figure 6.18: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur le niveau
sérique de la bilirubine totale dans le foie des rats traités par l’AVP (400 mg/kg).
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (##P < 0.01) différence significative par
rapport au groupe témoin ; (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au groupe AVP.

Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.

6.3.2 Évaluation de lipidogramme et steatose hépatique

La (figure 6.19) montre que le traitement des rats par l’AVP (400 mg/kg) durant 14 jours à

induit une perturbation significative au niveau du lipidogramme. Cette altération se manifeste

par l’augmentation des triglycérides sériques et hépatique (figure 6.19 A et B), du cholestérol-

LDL (figure 6.19 D) et des lipides totaux (figure 6.19 E) et la diminution du cholestérol-HDL

(figure 6.19 C). Le co-traitement des rats par l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) pro-

tége d’une manière significative (P < 0, 01) cette hyperlipidimie induite par l’AVP en diminuant

les triglycérides sériques et hépatique (78, 66%, 58%), le cholestérol-LDL (70, 27%), les lipides

totaux (61, 29%) et en augmentant le cholestérol-HDL (61, 45%). Les valeurs de cette protection

pourraient être considérés comme semblables à celles trouvées avec la vitamine E : les trigly-

cérides sériques et hépatique (85, 64%, 81, 21%), le cholestérol-HDL (70, 95%), les lipides totaux

(77, 42%) et le cholestérol-LDL (82, 88%).
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Figure 6.19: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur le profil
lipidique chez des rats traités par l’AVP (400 mg/kg).

(A): Triglycérides (TG) dans le sérum; (B): Triglycérides (TG) dans le foie; (C):
Cholestérol-HDL ; (D): Cholestérol-LDL; (E): Lipide totaux dans le sérum. Chaque valeur
représente la moyenne ± SD (n=6). (##P < 0.01) différence significative par rapport au

groupe témoin ; (∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au groupe AVP. Les valeurs
indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition
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6.3.3 Evaluation du statut oxydant cytosolique

6.3.3.1 La péroxidation lipidique

La (figure 6.20) montre que l’hépatotoxicité induite par l’AVP a provoqué une péroxidation

lipidique traduite par une augmentation hautement significative du taux du MDA (TBARS)

(98, 3± 10 nmol/g tissu). Le co-traitement des rats avec l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200

mg/kg) par voie orale a diminué le taux de MDA jusqu’à (62, 17%), un taux qui pourrait être

considéré comme similaire à celui de la vitamine E (74, 90%).
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Figure 6.20: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur le taux de
MDA dans le foie chez des rats traités par l’AVP (400 mg/kg).

Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (#P < 0.05, ##P < 0.01) différence
significative par rapport au groupe témoin ; (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence significative

par rapport au groupe AVP. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le
pourcentage d’inhibition.

6.3.3.2 Activité enzymatique de CAT et SOD cytosolique

L’activité enzymatique de la CAT et de la SOD dans le foie des rats recevant l’AVP (400

mg/kg) a significativement diminuée (P < 0, 01) par rapport aux témoins qui ne reçoivent

que la solution physiologique. L’extrait n-BuOH (200 mg/kg) a préservé l’activité de la SOD

cytosolique jusqu’à (66, 93%) et celle de la CAT cytosolique jusqu’à (67, 13%). La vitamine

E a permis de préserver l’activité de la CAT et de SOD chez rats traités par l’AVP par un

pourcentage de (88%) et (78, 26%) respectivement (figure 6.21).
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Figure 6.21: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur l’activité
des enzymes antioxydants. (A): CAT et (B): SOD dans le foie chez des rats traités par l’AVP
(400 mg/kg).

Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (#P < 0.05, ##P < 0.01) différence
significative par rapport au groupe témoin ; (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence significative

par rapport au groupe AVP. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le
pourcentage d’inhibition.

6.3.3.3 Activité enzymatique de système glutathion cytosolique

Le traitement des rats par l’AVP a provoqué clairement une déplétion du taux de GSH

hépatique et a réduit les activités des enzymes liées au système-GSH à savoir le GST, le GR et

le GPX (figure 6.22). Le co-traitement des rats avec l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) a corrigé

d’une manière efficace le taux du GSH à (76, 59%) (figure 6.22 A) et a restauré les activités des

enzymes du système-GSH, le GPx à (59, 39%) (figure 6.22 B), le GST à (51, 17%) (figure 6.22 C)

et le GR à (47, 92%) (figure 6.22 C). Le rétablissement des paramètres de ce système antioxydant

par l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) est semblable à celui observé dans le cas du traitement des

rats par la vitamine E : GSH (86, 96%), GPx (66, 34%), GST (65, 16%), et GR (58, 44%) (figure

6.22 A, B, C, D).
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Figure 6.22: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur le système
glutathion cytosolique dans le foie chez des rats traités par l’AVP (400 mg/kg).

Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (#P < 0.05, ##P < 0.01) différence
significative par rapport au groupe témoin ; (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence significative

par rapport au groupe AVP. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le
pourcentage d’inhibition.

6.3.4 Étude histologique

La (figure (6.23)) montre que les photomicrographies du profil histopathologique du foie des

rats traités par l’AVP ont manifesté des altérations sévères dans l’histoarchitecture, une infiltra-

tion des cellules inflammatoires mixtes, la présence d’une nécrose centrolobulaire accompagné

de la présence de gouttelettes lipidiques reflétant une stéatopathie. Par contre, les lésions de

foie de rats traités avec l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) et la vitamine E étaient moins sévères

et l’architecture hépatique resta conservée d’une manière relativement semblable à celle des té-

moins.
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                       (A)                                                                                            (B) 

      

                           (C)                                                                                               (D) 

Figure 6.23: L’analyse histopathologique : l’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana
vis-à-vis l’hépatotoxicité induite par l’AVP.
A (témoin) : architecture hépatique normale avec une veine centrale (CV) normale, des cordes
radiées hépatocytaires; B (AVP) : chez les rats traités par l’AVP des altérations drastiques de

l’histoarchitecture se traduit par (l’infiltration des cellules inflammatoires, présence des
gouttelettes lipidiques au niveau du parenchyme. Les flèches rouges indiquent une stéatose

microvesiculaire (MIS)/une stéatose macrovesiculaire (MAS) dominant la zone intermédiaire et
une nécrose centrolobulaire; C (AVP + n-BuOH) : on peut remarquer une légère

dégénérescence du parenchyme hépatique accompagnée d’une stéatose modérée; D (AVP + Vit
E) : l’altération de l’architecture hépatocytaire est moins sévère et on remarque des cordes

hépatocytaires régulées.
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6.3.5 Évaluation de l’effet des irridoïdes sur la lignée cellulaire (HepG2)

traitée par l’AVP

6.3.5.1 Mesure de la viabilité cellulaire

D’après la (figure (6.24)) et la (figure (6.26)) on remarque que la viabilité cellulaire diminuée

proportionnellement (96,44 - 88,12 - 84,06 et 63,02%) avec les concentrations (0,3 - 1 - 3 et 10

mM) respectivement de l’AVP par rapport aux cellules témoins non traitées qui présentent une

viabilité de 100%. L’effet cytotoxique maximal de l’AVP (5, 25%) est obtenu à la concentration

de (30 mM).
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Figure 6.24: Etude de l’effet de concentrations croissantes d’AVP sur la viabilité cellulaire des
cellules HepG2.

Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3). ( ∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence
significative par rapport au témoin.

Après l’incubation des cellules traitées par l’AVP à la concentration de (10 mM) dans un

milieu de croissance normale (DMEM) en présence de différentes concentrations des molécules

(B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside et B9-6-1B- 6-4 : antir-

rhide) (3, 10, 30, 100 et 300 µM) aucune différence significative est enregistré par rapport à

celles obtenue avec les témoins et nous avons constaté que les deux molécules n’ont aucun effet

protecteur remarquable contre la mortalité cellulaire induite par l’AVP (figure (6.25)) et (figure

(6.26)).
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Figure 6.25: Effet des molécules extraites de n-BuOH de L. tingitana sur la mortalité des cellules
HepG2 induite par 10 mM d’AVP.
(A) B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside; (B) : B9-6-1B-6-4 :

antirrhide. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3).
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                                                       (A)                             
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Figure 6.26: Effet des molécules extraites de n-BuOH de L. tingitana sur la mortalité des cellules
HepG2 induite par 10 mM d’AVP.

(A) témoin; (B) : AVP 10 mM. (C) B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside +
6-O-angeloylantirrhinoside; (D) : B9-6-1B-6-4 : antirrhide.
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6.3.5.2 Mesure de la production des espèces réactives de l’oxygène

La capacité de concentrations croissantes d’AVP à induire une production d’ERO a été

déterminée sur les cellules HepG2 au moyen d’un composé fluorescent le carboxy-2’,7’- dichlo-

rofluorescin diacétate (carboxy-H2DCFDA) et les résultats sont présentés dans la (figure 6.27).

La production d’ERO a parallèlement été induite par un agent pro-oxydant l’H2O2 dans les

mêmes conditions et les résultats sont présentés dans la (figure 6.28).

Figure 6.27: Mesure au moyen d’une sonde fluorescente, le carboxy-2’,7’-dichlorofluorescin di-
acétate (carboxy-H2DCFDA), de la production d’ERO induits par l’AVP sur les cellules HepG2.

UA : unité arbitraire. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3).
(∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au témoin.

Une production des ERO augmente proportionnellement (10,00, 10,93, 12,32, 15,31 et 17,96

UA) avec les concentrations (0,1, 0,3, 1, 3, 10 et 30 mM) d’AVP par rapport au témoin. L’effet

maximal (19,41 UA) étant obtenu à la plus forte concentration (30 mM). En revanche l’effet in-

ducteur d’ERO de l’AVP reste cependant plus faible que celui de l’H2O2 qui est très significatif.

Les molécules (B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside et B9-6-1B-

6-4 : antirrhide) n’ont aucun effet protecteur vis-à-vis de la production des ERO induite par

l’AVP (figue 6.27).
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Figure 6.28: Mesure au moyen d’une sonde fluorescente, le carboxy-2’,7’-dichlorofluorescin di-
acétate (carboxy-H2DCFDA), de la production d’ERO induits par l’H2O2 sur les cellules HepG2.

UA : unité arbitraire. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3).
(∗P < 0.01, ∗ ∗ P < 0.001) différence significative par rapport au témoin.
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Figure 6.29: Effet des molécules extraites de n-BuOH de L. tingitana sur la production des ERO
induite par l’AVP sur les cellules HepG2.
(A) B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside; (B) : B9-6-1B-6-4 :

antirrhide. UA : unité arbitraire. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3).
(∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au témoin.
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On peut conclure de cette partie que l’extrait n-BuOH à (200 mg/kg) a préservé la fonction

hépatique en modulant la stéatose et en neutralisant le stress oxydant issus durant le traitement

par l’AVP (400 mg/kg) à un degré comparable à celui de la vitamine E. Alors que les molécules

antirrhides isolées n’arrivent pas à réduire l’effet toxique de l’AVP au niveau des lignées HepG2.
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6.4 Évaluation du dysfonctionnement mitochondriale

6.4.1 Étude in vitro sur des mitochondries hépatiques isolées

6.4.1.1 Phosphorylation oxydative

L’étude de la phosphorylation oxydative a été réalisée en mesurant la consommation d’oxygène

des mitochondries isolées du foie de rats en présence des substrats glucidiques (succinate/roténone,

glutamate/malate et pyruvate) ou et d’un substrat lipidique (le palmitoyl-carnitine en présence

de malate) (figure 6.30).
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Figure 6.30: Mesure de la consommation d’oxygène.
(A): Palmitoyl-Carnitine/Malate; (B): Pyruvate; (C): Glutamate/Malate; (D):

Succinate/Roténone. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3). (∗P < 0.05)
différence significative par rapport au contrôle (Ctrl).

Les résultats obtenus montrent que l’AVP aux concentrations de (3 et 10 mM) inhibe sig-

nificativement la consommation d’oxygène causée par la synthèse d’ATP (stade 3) en présence

de palmitoyl-l-carnitine (60, 29%) et (60, 19%), de pyruvate (43, 76%) et (62, 75%) ou de glu-

tamate/malate à (1 et 10 mM) (20, 33%) et (37, 05%), alors qu’il n’y a pas d’effet lorsque le
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substrat est le succinate. En revanche, l’AVP ne modifie pas la consommation d’oxygène in-

dépendante de l’ADP (stade 2).

La mesure des différents états respiratoires permet également de calculer le contrôle respi-

ratoire (RCR) qui est égal à (V3/V4). La (figure (6.31)) montre que l’AVP aux concentrations

de (3 et 10 mM) inhibe de la consommation d’oxygène causée par la synthèse d’ATP (stade 3)

en présence de palmitoyl-carnitine ce qui est associé associée à une diminution significative du

RCR (62, 37% et 60, 52%). En présence de pyruvate la diminution du RCR n’est significative

qu’à la concentration de (10 mM) (59, 95%). Aucune diminution significative lorsque le substrat

est le succinate. Une tendance à la diminution du RCR est observée en présence de glutamate

aux concentrations de (1 et 10 mM) mais elle n’est pas significative.
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Figure 6.31: Effet de l’AVP sur le contrôle respiratoire (RCR).
(A): Palmitoyl-Carnitine/Malate; (B): Pyruvate; (C): Glutamate/Malate; (D):

Succinate/Roténone. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3). (∗P < 0.05)
différence significative par rapport au contrôle (Ctrl).
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L’utilisation de l’agent découpleur (FCCP) a également permis de montrer que la capacité

maximale de consommation d’oxygène (stade 3’) est inhibée par l’AVP par rapport aux témoins

à la concentration de (3 mM) en présence des substrats (palmitoyl-carnitine, glutamate/malate

et pyruvate) alors qu’aucun effet n’est enregistré en présence de (succinate/roténone) (figure

(6.32)).
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Figure 6.32: Mesure de la consommation d’oxygène en présence de FCCP.
(A): Palmitoyl-Carnitine/Malate; (B): Pyruvate; (C): Glutamate/Malate; (D): Succinate/
Roténone. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3). (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01)

différence significative par rapport au contrôle (Crtl).

150



Résultats

6.4.2 Activité des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale

Afin d’étudier le mécanisme d’inhibition de l’AVP sur la respiration mitochondriale, les ac-

tivités des complexes de la chaîne respiratoire ont été mesurées sur des mitochondries isolées du

foie de rat.
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Figure 6.33: Mesure de l’activité des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale.
(A): Complexe I; (B): Complexe II; (D): Complexe III; (E) Complexe IV. Chaque valeur
représente la moyenne ± SEM (n=3). (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01, #P < 0.001) différence

significative par rapport au contrôle (Crtl).

Les résultats montrent que l’AVP inhibe l’activité du complexe I de façon concentration

dépendante avec un effet important à 10 mM. Un faible effet inhibiteur est aussi observé sur

l’activité du complexes II tandis qu’aucun effet significatif n’a été observé sur l’activité des

complexe III et IV (figure:(6.34),(6.35),(6.36)). begincenter
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6.4.3 Production mitochondriale d’H2O2

Nos résultats montrent que l’extrait n-BuOH de L. tingitana et les molécules (B9-4-6-1 :

6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside et B9-6-1B-6-4 : antirrhide) extraites

de ce dernier inhibent la production d’ERO induite par le blocage des complexes I et III de la

chaîne respiratoire par la roténone et l’antimycine.
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Figure 6.34: Mesure de la production mitochondriale d’H2O2 (1).
P/M: pyruvate/malate; P/M+ROT+ANT:pyruvate/malate+roténone+antymicine;
n-BuOH1:pyruvate/malate+roténone+antymicine+10 µg n-BuOH; n-BuOH2 :

pyruvate/malate +roténone+antimycine+25 µg n-BuOH; n-BuOH3:pyruvate/malate
+roténone+antimycine+50 µg n-BuOH. (#P < 0.005) différence significative par rapport au

P/M. (*P < 0.05, **P < 0.01) différence significative par rapport au P/M+Rot+Ant.

P
r

o
d

u
c

t
io

n
 d

'
H

2
O

2

(
n

m
o

l
/
m

i
n

/
m

g
 p

r
o

t
.)

P / M

P /M + R o t+ A n t

B 9 - 4 - 6 - 1  1

B 9 - 4 - 6 - 1  2

B 9 - 4 - 6 - 1  3
*

#

Figure 6.35: Mesure de la production mitochondriale de l’H2O2 (2).
P/M: pyruvate/malate;P/M+ROT+ANT:pyruvate/malate+roténone+antymicine; B9-4-6-1
1:pyruvate/malate+roténone+antymicine+10 µM B9-4-6-1; B9-4-6-1 2 : pyruvate/malate

+roténone+antimycine+25 µM B9-4-6-1; B9-4-6-1 3:pyruvate/malate
+roténone+antimycine+50 µM B9-4-6-1. (*P < 0.05, **P < 0.01) différence significative par
rapport au P/M+Rot+Ant. (#P < 0.005) différence significative par rapport au P/M. (*P <

0.05, **P < 0.01) différence significative par rapport au P/M+Rot+Ant.
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Figure 6.36: Mesure de la production mitochondriale de l’H2O2 (3).
P/M: pyruvate/malate; P/M+ROT+ANT:pyruvate/malate+roténone+antymicine;

B9-6-1B-6-4 1:pyruvate/malate+roténone+antymicine+10 µM B9-6-1B-6-4; B9-6-1B-6-4 2 :
pyruvate/malate +roténone+antimycine+25 µM B9-6-1B-6-4; B9-6-1B-6-4 3:pyruvate/malate
+roténone+antimycine+50 µM B9-6-1B-6-4. (*P < 0.05, **P < 0.01) différence significative

par rapport au P/M+Rot+Ant. (#P < 0.005) différence significative par rapport au P/M. (*P
< 0.05, **P < 0.01) différence significative par rapport au P/M+Rot+Ant.

6.4.4 Évaluation du statut oxydant mitochondriale

Le statut oxydant mitochondrial a été évalué au niveau des mitochondries isolée de foie des

rats co-traités par l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) et l’AVP (400 mg/kg).

Les rats traités par l’AVP ont présentent une déplétion du taux de GSH mitochondrial

associée à une diminution significative des enzymes antioxydants SOD, GPx et accompagnée

d’une augmentation significative du taux de MDA, marqueur de la péroxidation lipidique.

Le co-traitement des rats avec l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) a restauré d’une manière signi-

ficative le taux du GSH à (59, 63%) (figure 6.37 A), rétablit les activités des enzymes du système

antioxydant, la SOD à (71, 01%) (figure 6.37 C), le GPx à (55, 69%) (figure 6.37 B); et réduit le

taux de MDA à (64, 29%) (figure 6.37 D).

Ces résultats sont comparables à ceux obtenus avec le cas du co-traitement des rats avec

la vitamine E : GSH (89, 21%), GPx (65, 76%), SOD (84, 28%) et MDA (88, 31%) (figure 6.37

A,B,C,D).
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Figure 6.37: L’effet de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur la variation des taux
de MDA et des enzymes antioxydants mitochondriale des hépatocytes chez les rats traités par
l’AVP (400 mg/kg).
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (##P < 0.01) différence significative par
rapport au groupe témoin ; (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au
groupe AVP. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.

On conclue de cette partie que le dysfonctionnement mitochondrial se traduit par la diminu-

tion du taux de consommation d’oxygène au stade 3 dans les isolats mitochondriaux exposés

à 3 mM d’AVP. A 10 mM, l’effet d’AVP devient plus prononcé sur le complexe 1. L’extrait

n-BuOH ainsi que les molécules isolés ont pu réduire le (H2O2) mitochondrial. L’importance

de l’extrait n-BuOH (200 mg/Kg) consiste énormément dans sa capacité à la réduire le stress

oxydatif mitochondrial induit par l’AVP.
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6.5 Évaluation du dysfonctionnement lysosomal

6.5.1 Évaluation du statut oxydant lysosomal

Les résultats de l’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur la

variation des taux de MDA et de la SOD au niveau des lysosomes hépatocytaires chez les rats

recevant de l’AVP (400mg/kg) sont ilustrés dans la figure (6.38).

La figure (6.38) montre que le traitement des rats par l’AVP a provoqué un stress lysosomal

hépatocytaire s’exprimant par une production significative de MDA et une diminution significa-

tive de la SOD lysosomale hépatocytaire. Ces changements ont pu être modulés sous l’effet de

l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) qui a diminué le taux de MDA (71, 09%) et augmenté l’activité

de la SOD (69, 44%). Les valeurs de cette modulation sont comparables à celles enregistrées

dans le cas du traitement des rats par la vitamine E : MDA (78, 01%), SOD (82, 4%).
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Figure 6.38: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur la variation
des taux de MDA et de SOD lysosomals dans les hépatocytes des rats traités par l’AVP (400
mg/kg).

Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence
significative par rapport au groupe AVP. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent

le pourcentage d’inhibition.

155



Résultats

6.5.2 Évaluation des enzymes lysosomales

La (figure (6.39)) montre l’effet de l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) sur la variation des activités

des enzymes lysosomales hépatocytaires (ACP, β-NAG, cathepcine-D et β-GLU) et la MPO

marqueur de l’infiltration des polynucléaires neutrophiles (PN) chez les rats recevant l’AVP (400

mg/kg).

Les effets de l’AVP se répercutent sur les enzymes lysosomales du foie des rats. La (figure

(6.39)) montre que l’AVP a induit une diminution significative de l’activité lysosomes : ACP,

β-NAG, cathepcine-D et β-GLU et une augmentation significative de la MPO. Le co-traitement

des rats avec l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) a amélioré d’une manière significative les activités

de ces enzymes : l’ACP à (82, 08%) (figure 6.39 A), la β-NAG à (80, 75%) (figure6.39 B), la

cathepcine-D à (85, 6%) (figure 6.39 C), la β-GLU à (79, 16%) (figure 6.39 D) et a préservé

la MPO à (81, 66%) (figure 6.39 E). L’amélioration de ces enzymes par l’extrait n-BuOH (200

mg/kg) est mieux remarquable par rapport à celle retenue dans le cas du traitement des rats

par la vitamine E où les activités enzymatiques étaient successivement de l’ordre suivant de :

l’ACP (63, 29%), la β-NAG à (63, 15%), la cathepcine-D à (65, 6%), la β-GLU à (65, 27%) et la

MPO à (63, 5%) (figure 6.39 A,B,C,D,E).
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Figure 6.39: L’effet protecteur de l’extrait n-BuOH de L. tingitana (200 mg/kg) sur la variation
des activités des enzymes lysosomales dans les hépatocytes des rats traités par l’AVP (400
mg/kg).
Chaque valeur représente la moyenne ± SD (n=6). (##P < 0.01) différence significative par
rapport au groupe témoin ; (∗P < 0.05, ∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au
groupe AVP. Les valeurs indiquées entre parenthèses représentent le pourcentage d’inhibition.
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6.5.3 Mesure de l’intégrité membranaire des lysosomes

La capacité de concentrations croissantes d’AVP à induire une déstabilisation des membranes

des lysosomes a été déterminée sur les cellules HepG2 au moyen d’un composé fluorescent, l’AO,

par spectrofluorimétrie (figure 6.40). En parallèle, les cellules HepG2 sont traités avec de la

LLoMe agent chimique induit une rupture des membranes lysosomales. A partir de (1 mM)

l’AVP provoque une déstabilisation membranaire des cellules trèsb significative qui est maximale

à la concentration (10 mM). Les résultats ont été très proche à ceux de la LLoMe.
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Figure 6.40: Mesure de l’intégrité membranaire des lysosomes induite par l’AVP sur les cellules
HepG2.

UA : unité arbitraire. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3).
(∗P < 0.05; ∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au témoin.
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Figure 6.41: Mesure de l’intégrité membranaire des lysosomes induite par la LLoMe sur les
cellules HepG2.

UA : unité arbitraire. Chaque valeur représente la moyenne ± SEM (n=3).
(∗P < 0.05; ∗ ∗ P < 0.01) différence significative par rapport au témoin.
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Les molécules (B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside et B9-6-

1B-6-4 : antirrhide) n’ont aucun effet protecteur vis-à-vis de la destabilisation des membranes

lysosomales induite par l’AVP (figue 6.42).

La (figure (6.42)) montre que une faible protection de l’intégrité membranaire lysosomale des

cellules HepG2, manifestée par les molécules regroupées (B9-4-6-1 : 6-O- senecioylantirrhinoside

+ 6-O-angeloylantirrhinoside), à (100 µM) pourrait être considérée comme modérée. La molécule

B9-6-1B-6-4 n’a pu prouver aucun effet positif même à (300 µM).
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Figure 6.42: Mesure de l’intégrité membranaire des lysosomes sur les cellules HepG2.
(A): effet de la molécule (B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside);

(B) effet de la molécule (B9-6-1B-6-4 : antirrhide). UA : unité arbitraire. Chaque valeur
représente la moyenne ± SEM (n=3). (∗P < 0.05) différence significative par rapport au

témoin.
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L’AO s’accumule dans le compartiment lysosomal acide à cause du piégeage du proton.

L’AO donne une fluorescence rouge (les lysosomes intacts utilisés comme contrôle) dans les

compartiments très acides, tels les autophagolysosomes, où la forme protonée de l’AO s’accumule

et manifeste une fluorescence rouge. Une fois les ruptures lysosomales s’expriment dans les lignées

cellulaires HepG2 traitées avec l’AVP (10 mM), l’AO se transfère des lysosomes vers le cytosol

où les fluorescents rouges vont être dispersés. ce résultat suggère que le contenu acide ait été

moins libéré des endosomes ou des lysosomes vers le cytosol dans le cas des lignées cellulaires

HepG2 traitées avec la molécule 1 (E) (figure (6.43)).

        

                                                       (A)                                                                                  
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Figure 6.43: Mesure de l’intégrité membranaire des lysosomes sur les cellules HepG2.
(A): témoin; (B): AVP; (C): LLoMe; (D):B9-6-1B-64: antirrhide; (E):
B9-4-6-1:6-O-senecioylantirrhinoside + 6-O-angeloylantirrhinoside.
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On peut tirer de cette partie que l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) a pu prouver une protection

vis-à-vis le dysfonctionnement lysosomal, exprimé par une neutralisation importante du stress

oxydant lysosomal chez les rat traités par l’AVP (400 mg/kg), et une préservation de l’intégrité

membranaire limitant la fuite des enzymes lysosomales. Ces résultats sont mieux prononcés par

rapport à la vitamine E utilisée comme contrôle positif.
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Chapitre 7

Discussion

La compréhension de l’interaction des plantes médicinales avec la cascade d’événements

délétères au sein des mitochondries et des lysosomes hépatocytaires induite par les médica-

ments et la découverte des sites où les substances bioactives exercent des effets modulatoires

aidera à prévenir ou même à retarder l’apparition des complications liées au dysfonctionnement

mitochondrial, lysosomal.

Dans le cadre de la valorisation de la flore algérienne notre travail a compris l’étude des

effets modulateurs de l’extrait n-BuOH de l’espèce L. tingitana vis-à-vis le dysfonctionnement

mitochondrial/lysosomal hépatocytaire induit par l’AVP en utilisant le rat Albino wistar comme

modèle biologique.

Le screening phytochimique de L. tingitana a permis d’obtenir trois fractions différentes qui

sont les phases EtOAc, n-BuOH et la phase CHCl3. Les résultats obtenus révèlent que la fraction

n-BuOH dont le rendement est le plus élevé, est la phase la plus riche en termes de polyphénols

renfermant plus (45, 98%) sous forme de flavonoïdes; le rendement des deux autres fractions est

si faible.
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Évaluation de l’activité antioxydante

L’étude de l’activité antioxydante de la plante L. tingitana est basée sur sa capacité à éliminer

les ERO et les ions métalliques en servant de tests in vitro.

En présence d’un agent antioxydant, le DPPH◦ forme un radical libre de couleur violette

stable en obtenant un autre atome d’électron ou d’hydrogène de l’antioxydant et le transforme

en α-α-diphényl-β-picryl hydrazine incolore [1]. L’activité anti-radicalaire des trois fractions a été

évaluée par la diminution du taux de DPPH◦ en présence des extraits à différentes concentrations.

La phase AcOEt a prouvé l’effet scavenger le plus remarquant vis-à-vis le DPPH◦, en comparaison

avec la phase n-BuOH et la phase CHCl3. Ce résultat correspond à la nature des flavonoïdes

renfermés dans chaque phase, les flavonoïdes dans la phase butanolique sont généralement de

nature glycosilée, par contre, ceux de la phase acétate sont des aglycones. La capacité à éliminer

les radicaux DPPH◦ formés suggère que ces extraits pourraient être des donneurs d’électrons

et réagir avec les ERO en les convertissant en produits plus stables mettant un terme à la

chaine des réactions radicalaires. Ceci révèle la diversité qualitative et quantitative des composés

antioxydants contenus dans cette plante.

La capacité chélatrice des extraits dépend de la présence d’agents réducteurs présentant un

potentiel antioxydant inhibant la formation du complexe Fe (II)-Ferrosine via la capture des ions

(Fe2+) avant qu’ils réagissent avec d’autres molécules de l’environnement cellulaire [2]. L’effet

chélateur de la fraction EtOAc est le plus marquant comparativement à la fraction n-BuOH et

la fraction CHCl3; cet effet est proportionnel à la nature qualitative et quantitative des trois

fractions. Ceci indique aussi la richesse quantitative et qualitative de L. tingitana en termes

de composés antioxydants. Des études précédentes suggèrent que les extraits obtenus par des

solvants organiques polaires (acétone et méthanol) sont potentiellement plus actifs que ceux

obtenus par des solvants organiques apolaires (chloroforme et éther de pétrole) et que la distri-

bution des principes à activité antioxydante entre les différentes fractions dépend de la polarité

des systèmes utilisés lors de l’extraction [3]. Ceci pourrait nous soutenir de supposer que les

substances polaires (flavonoïdes) présents dans la phase EtOAc sont responsables de son activité

antioxydante la plus importante [4].
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Le test β-carotène mesure le potentiel d’inhibition la formation des hydroperoxydes diène

conjugués résultant de l’oxydation de l’acide linoléique [5]. La cinétique du blanchissement du β-

carotène montre que l’extrait n-BuOH inhibe d’une manière significative (p ≤ 0, 05) l’oxydation

de l’acide linoléique. L’effet antioxydant de l’extrait n-BuOH exercé se traduit par le transfert

des atomes d’hydrogène aux peroxydes formés au cours de l’oxydation de l’acide linoléique et

les convertit en hydroperoxydes ce qui prévient l’oxydation et le blanchissement de β-carotène

[6]. Cet effet antioxydant de l’extrait peut présenter un intérêt biologique en l’utilisant pour

empêcher l’oxydation des lipides dans les membranes cellulaires [7].

Dans le test du pouvoir réducteur de fer l’activité antioxydante de l’extrait n-BuOH de L.

tingitana a été évaluée par spectrophotométrie en suivant l’augmentation d’absorbance accom-

pagné d’un virement de couleur jaune du fer ferrique (Fe3+) en couleur bleu vert du fer ferreux

(Fe2+). Cette élévation d’absorbance témoigne la présence des composés dotés d’une propriété

antioxydante pouvant servir comme donneur d’électron qui réduit les ions ferriques (Fe3+) en

ions ferreux (Fe2+) [8]. Des études antérieures ont également montré que le pouvoir réducteur

d’un composé peut servir comme indicateur significatif de son activité antioxydante potentielle

[9].

La capacité de piégeage du (NO) montre aussi une bonne activité anti-radicalaire de l’extrait

n-BuOH, ce qui confirme la présence des composés qui jouent un rôle scavanger contre le (NO)

produit dans le milieu pour l’inhiber de réagir avec l’oxygène. Cet effet de l’extrait peut ainsi

présenter un intérêt biologique dans les processus pathologiques inflammatoires par sa capacité

à éliminer l’oxyde nitrique [10].

Les résultats des différents tests précédents indiquent l’existence d’une multitude de mé-

canismes antioxydants simultanés caractérisant la plante L. tingitana. Ceci est en adéquat

avec d’autres études travaillant sur d’autres espèces [2,5,6,11] et permet d’insister sur l’intérêt

pharmaco-thérapeutique et préventif de cette espèce.
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Évaluation de l’activité anti-inflammatoire

L’inflammation aiguë est un processus physiopathologique caractérisé par des symptômes

classiques, tels la fièvre, la rougeur, le gonflement et la douleur [1]. Dans certaines maladies

arthritiques et inflammatoires la dénaturation des protéines pourrait être due à la production

des auto-antigènes [2]. Dans cette étude les résultats montrent que l’extrait n-BuOH possède

un effet anti-inflammatoire se traduit par l’inhibition de la dénaturation des protéines induite

par la chaleur. L’effet était comparable à celui du diclofénac anti-inflammatoire classique, utilisé

comme référence [3].

La stabilisation de la membrane lysosomale est importante pour limiter la réponse inflam-

matoire en empêchant la libération du contenu lysosomal et des neutrophiles, y compris les

enzymes bactéricides et les protéases qui provoquent une inflammation et des dégâts tissulaires

supplémentaires. L’activité extracellulaire de ces enzymes est liée à une inflammation aiguë ou

chronique [4].

La fragilité osmotique des érythrocytes dépend des changements structuraux spécifiques de

leurs membranes. La protection de la lyse membranaire induite par l’hypotonicité est prise

comme une mesure in vitro de l’activité anti-inflammatoire, car la composition membranaire des

érythrocytes est similaire à celle de la membrane lysosomale [4]. Les résultats de la présente étude

montrent que l’extrait n-BuOH de L. tingitana a une activité anti-inflammatoire intéressante sur

la stabilité des membranes des érythrocytes en inhibant l’hémolyse induite par l’hypotonicité.

Cette activité est comparable à celle de diclofénac qui agit soit par l’inhibition de ces enzymes

lysosomales soit par la stabilisation des membranes lysosomales [3]. La capacité d’inhiber la

dénaturation des protéines et la déstabilisation des membranes des érythrocytes par l’extrait n-

BuOH indique qu’il est apte à moduler et contrôler l’amplification de la réaction inflammatoire.

Le mécanisme médiateur sous-jacent précis reste n’est pas clair mais il pourrait être dû à la

présence des métabolites bioactifs dans l’extrait n-BuOH qui s’opposent à la fuite des protéases

au niveau de la zone inflammatoire.

L’œdème induit par la carragénine, un mucopolysaccharide, représente un modèle empirique

très utilisé dans les investigations concernant les inflammations aiguës. Les niveaux d’inflammation

ont été retenus entre la 1ère et 24 heures après l’injection de la carragénine.
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La carragénine induit un maximum d’œdème à partir de la 3ème heure suivant son injection

[5]. L’extrait n-BuOH a un effet anti-inflammatoire en s’opposant à l’augmentation du volume

de l’œdème induit par la carragénine (1%). Cet œdème dépendrait de la participation des kinines

et des leucocytes avec leurs facteurs pro-inflammatoires comprenant des prostaglandines [6].

Généralement l’inflammation induite par la carragénine a été décrite comme événement bi-

phasique [7]. La carragénine induit au cours de la phase initiale (1-2 heure) la production de

facteurs pro-inflammatoires tels que l’histamine et la sérotonine [1]. Durant la phase tardive (4-

12 heures) ce processus inflammatoire est caractérisé par un développement de l’œdème qui est

attribuée à une perméabilité vasculaire améliorée et à la libération des substances prostaglandin-

like, et des protéases lysosomales [1]. Les résultats montrent que l’extrait n-BuOH possède

un degré variable d’activité anti-inflammatoire lorsqu’il est testé à deux doses différentes. Le

traitement des rats à la dose (200 mg/kg) conduit à une réduction significative de la taille de

l’œdème par rapport à celle obtenue chez les témoins et similaire au diclofénac. Ceci peut aussi

nous conduire à suggérer que notre extrait renferme probablement des substances qui semblent

inhiber l’œdème d’une manière semblable à celle du médicament de référence. Cette inhibition

modérée en phase précoce s’explique éventuellement par l’inhibition de la libération des premiers

médiateurs pro-inflammatoires tels que l’histamine, la sérotonine et les kinines [8]. L’action à la

deuxième phase pourrait être due à une inhibition de la cyclooxygénase (COX), cela signifie que

l’extrait n-BuOH inhibe la synthèse des prostaglandines en inhibant les deux isoformes COX-1 et

COX-2 [9]. Il a été rapporté que la pharmacopée concède à la plupart des composés phénoliques

une activité anti-inflammatoire [10,11], ce qui nous laisse penser que l’activité anti-inflammatoire

de notre extrait serait due à la quantité et la qualité des composés qu’il comprend. Parmi ces

composés se trouvent les flavonoïdes et les polyphénols qui sont capables d’inhiber les oxydants

libérés par les leucocytes et d’autres phagocytes dans la zone inflammatoire [12].

Les résultats obtenus dans cette exploration sont similaires à celles rapportées par d’autres

chercheurs. L’étude menée par Ait El Cadi et ses collaborateurs [1] a montré que les extraits

aqueux et éthanoliques de Zygophyllum gaetulum peuvent être utilisés de manière raisonnée dans

le traitement de l’inflammation. Amezouar et ses collaborateurs [12] ont également signalé que

les feuilles de E. arborea contiennent des composés bioactifs doués d’une forte activité antioxy-

dante ainsi que des propriétés anti-inflammatoires intéressantes.
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Généralement l’inflammation aiguë est caractérisée par une augmentation de l’activité de

la xanthine oxydase et de la peroxydation lipidique. Ceci conduit à une augmentation de

l’activité de la phospholipase A2 (PLA2) qui catalyse l’hydrolyse des phospholipides mem-

branaires en acide arachidonique, ce dernier est impliqué dans la synthèse des eicosanoïdes,

des prostaglandines et des leucotriènes [13].

Dans certains processus physiopathologiques associés à l’inflammation, les ERO ont été pro-

posées comme intermédiaire des lésions cellulaires via un ensemble de mécanismes indépendants,

y compris l’initiation de la peroxydation lipidique dont le MDA est l’un des produits final majeur

provoqué par les radicaux libres [14,15].

Les neutrophiles sont parmi les cellules inflammatoires qui interviennent au cours de l’inflammation

induite par la carragénine [16], la phase retardée est associée à leur ’infiltration et leur activa-

tion dans le tissu. L’activation des neutrophiles permet d’une part une dégranulation et une

libération des protéines cationiques, la lactoferrine et des enzymes hydrolytiques, et d’autre part

une activation de la consommation d’oxygène (éclatement respiratoire, ou respiratory burst) qui

implique le fonctionnement de la NADPH-oxydase, la MPO et la NO-synthétase (iNOS), agis-

sant ensemble ils produisent des espèces oxydantes [17]. Le (NO) synthétisé par la iNOS est

capable d’interagir avec l’anion superoxyde (O◦−
2 ) pour former le péroxynitrite (ONOO−), un

puissant oxydant cytotoxique qui provoque une peroxydation lipidique et endommage les cellules

[18]. Par ailleurs, l’activité de la MPO est considérée comme un marqueur sensible est spécifique

de l’inflammation aiguë, car elle reflète l’infiltration des cellules polymorpho-nucléaires (PMNs)

vers le parenchyme [19].

En effet, les taux élevés de la MPO peuvent contribuer à l’augmentation du stress oxydant

et la production d’espèces radicalaires intermédiaires [20]. La MPO réagit avec les (NO−
2 ) et

(ONOO-) directement ou via la production d’acide hypochloreux (HOCl), pour générer des ERO

sous forme des dérivés chlorés [17].

Le prétraitement des rats par l’extrait n-BuOH confirme que cet extrait a un effet anti-

inflammatoire en conservant les taux de MDA et la MPO d’une façon significative et comparable

à celle du diclofénac. Les métabolites secondaires présents dans cet extrait contribuent proba-

blement à cet effet en inhibant le recrutement des neutrophiles vers le parenchyme. Des résultats

similaires ont été rapportés dans d’autres travaux récents. À titre d’exemple, dans une étude

menée sur l’extrait éthanolique des racines de Pogostemon cablin, Li et ses collaborateurs [21] ont
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mis en évidence l’existante d’une corrélation entre l’activité anti-inflammatoire, la diminution

des taux de MDA, la MPO et le (NO), et la teneur de l’extrait en composés phénoliques.

L’étude histologique a permis d’observer des changements pathologiques tels que une hy-

perplasie dermique et épidermique, une perte du tissu conjonctif, des vacuoles spongieux et

une forte accumulation d’infiltrat des cellules inflammatoires dans le tissu des pattes; alors que

l’administration orale de l’extrait n-BuOH a atténué significativement l’accumulation d’infiltrat

ainsi que le nombre de PMNs ayant migré. Ces changements pathologiques ont été en corrélation

avec les taux élevés de la MPO. Les résultats retenus dans ce travail sont comparables à ceux

obtenus par de Bas et ses collaborateurs [22].

La péritonite induite par la carragénine est aussi un test qui permet d’évaluer l’activité

anti-inflammatoire aiguë. L’injection de la carragénine a induit une augmentation du contenu

péritonéal de prostaglandine, sérotonine et histamine [23]. Ceci conduit à une dilatation des

artérioles et des veinules et une augmentation de la perméabilité vasculaire, et par conséquent,

l’extravasation des protéines plasmatiques et des leucocytes vers la cavité péritonéale [24]. La

pleurésie est due à la libération des médiateurs dérivés des neutrophiles comme le (NO) et la

formation des radicaux libres [25]. Plusieurs études ont rapporté que le radical (NO), qui joue un

rôle important dans divers processus inflammatoires, est apparemment impliqué dans les deux

phases de l’inflammation induite par la carragénine et dans les deux modèles aussi : l’œdème de

la patte [26] et la péritonite (1-6h) [27].

Le prétraitement des rats par l’extrait n-BuOH confirme que cet extrait a une activité anti-

inflammatoire, car nous avons observé une réduction significativement de la perméabilité des

leucocytes, des neutrophiles et du taux du (NO) dans le liquide péritonéal. Ces résultats sont

comparables à ceux obtenus par le diclofénac. Selon la littérature le diclofénac agit sur l’inhibition

des prostaglandines par la stimulation non sélective de COX-1 et COX-2 [9]. Le mode d’action

de l’extrait n-BuOH semble être pareil.

L’analyse chimique préliminaire des parties aériennes de L. tingitana montre qu’elle présente

une diversité de groupes chimiques tels les alcaloïdes et les stérols non saturés, les terpénoïdes,

les flavonoïdes. La majorité des travaux effectués sur l’activité biologique de ces composées

montrent qu’ils sont des anti-inflammatoires et antioxydants puissants [28]. Plusieurs études ont

rapporté que les flavonoïdes inhibent la migration des leucocytes en bloquant leur adhésion à la

paroi vasculaire [29,30]. Cet effet pourrait être dû à l’inhibition de la synthèse de l’IL-1 et le
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TNF-α, principaux inducteurs de l’expression des facteurs d’adhésions sur la paroi vasculaire [31].

Takatoshi et ses collaborateurs [32] ont signalé que l’acide gallique neutralise la migration des

leucocytes en inhibant les molécules d’adhésion VCAM-1, ICAM-1 (pour:Vascular cell adhesion

protein), et E-selectin dans les cellules endothéliales vasculaires, et que ce blocage est dû à

l’inhibition de l’IL-1, TNF-α, et le NF-κB.

Le profil chimique obtenu par spectrométrie de masse (LC-MS) a confirmé une abondance

des iridoïdes glycosés dans notre plante : ce groupe de composés ont également été identifiés dans

d’autres plantes et révélé une activité antiinflammatoire. Les études de phytosynergie sur les

iridoïdes suggèrent qu’ils n’agissent pas d’une manière individuelle, mais ils peuvent exercer leur

activité en agissant en synergie avec d’autres molécules [33]. Ceci pourrait expliquer l’activité

anti-inflammatoire de l’extrait n-BuOH. Cette conclusion est en accord avec les résultats obtenus

par Rivière et ses collaborateurs [34] qui ont mis en évidence l’importance anti-inflammatoire

des iridoïdes issues de Scrophularia auriculata.

Prenant ces données ensemble, on peut récapituler que l’extrait n-BuOH comprenne des

composés exerçant un effet anti-inflammatoire via la réduction de la production des médiateurs

inflammatoires impliqués dans le déroulement des étapes de la réaction inflammatoire aiguë

induite par la carragénine tels que les leucotriènes, et les prostaglandines; et en exerçant des

effets anti-chimio-attractants des leucocytes en inhibant l’expression et la fixation du NF-κB, ce

qui induit l’inhibition de leur recrutement vers le parenchyme et la cavité péritoniale.
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Évaluation de l’activité antioxydante et hepatoprotective

Différents mécanismes ont été proposés pour expliquer l’hépatotoxicité de l’AVP mais le mé-

canisme exact reste une source de débat [1]. Selon la littérature l’incidence de l’atteinte hépatique

liée à l’AVP est de l’ordre de 0, 01% [2]. Plusieurs études ont rapporté que l’AVP interfère avec

plusieurs processus métaboliques dans les mitochondries hépatiques telles que la β-oxydation et

la phosphorylation oxydative [3]. Il est admis que l’AVP est presque uniquement métabolisé par

le foie qui est l’organe cible dominant de la toxicité du valproate. Le sort métabolique de l’AVP

est très complexe et conduit à la production de plus de 50 métabolites différents [4].

Les études cliniques et expérimentales avaient décrit que les atteintes hépatiques par l’AVP

sont généralement caractérisé par une élévation fréquente des transaminases [5]. Les résultats de

la présente étude ont clairement démontré une corrélation entre l’AVP (400 mg/kg) et l’activité

des transaminases (ALT et AST) sériques chez les rats traités uniquement par ce médicament.

L’augmentation significative de l’activité des transaminases sériques explique une atteinte hépa-

tocytaire provoquant la libération de ces enzymes dans le compartiment extracellulaire [6].

Les rats traités par l’AVP ont développé des lésions hépatiques qui se manifestaient par une

augmentation substantielle des concentrations plasmatiques de la LDH, l’ALP et de la bilirubine

total, ces résultats sont en adéquat avec ceux décrit par [7]. L’activité accrue de la LDH peut être

attribuée à la dystrophie dans la perméabilité des membranes cellulaires [8]. L’augmentation de

la concentration sérique de l’ALP traduit une atteinte cholestatique qui conduit à la libération

de cette enzyme dans le compartiment plasmatique en présence d’une pression biliaire croissante.

Il est probable que l’AVP affecte le parenchyme hépatique et induit une augmentation du taux

de la bilirubine [9]. L’analyse hitopathlogique révèlent des lésions nécrotiques ce qui confirme

les altérations membranaires.

L’administration orale de l’extrait n-BuOH à (200 mg/kg) a atténué l’hépatotoxicité induite

par l’AVP. Ces effets indiquent clairement que l’extrait n-BuOH peut donner une protection

en stabilisant la membrane cellulaire vis-à-vis les lésions hépatiques induites par l’AVP d’une

manière comparable à celle de la vitamine E.

La stéatose est une pathologie métabolique; elle se définit par une surcharge en lipides, c’est

à dire la présence en excès de triglycérides qui sont normalement présents dans la cellule [10].

On parle de stéatosehépatite lorsque le contingent lipidique représente plus de 5% de la masse
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hépatique totale [11].

L’incidence des intoxications par l’AVP a augmenté en raison de ses plus larges prescrip-

tions [12]. Les dysfonctions des mitochondries et/ou des lysosomes induites par ce médicament

peuvent impliquer de nombreux métabolismes et des constituants mitochondriaux qui ont des

conséquences diverses au niveau de l’hépatocyte telles le stress oxydant, le déficit énergétique,

l’accumulation de triglycérides (stéatose) ou la mort cellulaire [13].

La déviation du métabolisme de l’AVP vers une $-oxydation microsomale avec la formation

de métabolites dicarboxyliques hépatotoxiques est à l’origine de sa toxicité. Cette déviation est

rendue possible par une concentration intracellulaire élevée de l’AVP qui bloque la butyrobétaine-

3-hydroxylase, enzyme responsable de la synthèse de L-carnitine, nécessaire au transport des AG

à travers la membrane mitochondriale pour subir une β-oxydation [14].

La stéatose est le plus souvent consécutive à un apport excessif de graisses et/ou à un défaut

de leur élimination par la β-oxydation mitochondriale [15]. De nombreux travaux ont montré

que l’AVP interfère avec plusieurs voies métaboliques, et peut engendrer des dérivés qui inhibent

les enzymes et les cofacteurs indispensables à l’oxydation des AG. L’inhibition de la β-oxydation

aboutit à l’accumulation des AG dans le cytosol sous forme libre ou estérifiés en triglycérides

émulsifiés provoquant une stéatose typiquement microvésiculaire [16].

Les résultats obtenus dans notre étude révèlent qu’une hyperlipidémie remarquable accompa-

gnée d’une augmentation importante des triglycérides hépatiques ont été associées au traitement

par l’AVP. L’augmentation des taux du cholestérol-LDL et des triglycérides peuvent contribuer

à une stéatogénèse hépatique induite par l’AVP [17]. L’analyse en microscopie optique des at-

teintes histologiques au niveau du foie nous a permis de confirmer ces résultats et de révéler

une stéatose microvésiculaire prédominante. Les changements histologiques et l’augmentation

du profil lipidique peuvent être expliqués par les anomalies du métabolisme lipidique induites

par l’AVP tel que la diminution de la sécrétion des lipoprotéines riches en triglycérides et la

perturbation de l’oxydation des AG [18]. Kesterson et ses colaborateurs [17] ont révélé que le

4-ene-AVP et ses métabolites de la β-oxydation, 2- propyl-2 et acide 4-pentadienoique, peuvent

produire une stéatose hépatique microvésiculaire sévère. Enn effet, il a été signalé que l’AVP

induit des changements dans l’expression de 60 gènes impliqués dans le métabolisme des lipides,

ce qui est interconnecté avec les voies biologiques [19]. Ce profil d’expression des gènes peut être

associé à l’hépatotoxicité stéatogénique issue de l’AVP [20].
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Les rats co-traités avec l’extrait n-BuOH ont manifesté une modulation de la stéatose confir-

mée que ce soit par les coupes histologiques ou par la préservation des valeurs du lipidogramme.

Cette modulation de la stéatose pourrait être due à la présence d’une large gamme de composés

bioactifs notamment les flavonoïdes qui sont évidemment les plus impliqués dans cet effet. En

outre, Bursill et Roach [21] ont montré que certains composés peuvent être impliqués dans le

contrôle du lipidogramme tels les catéchines glyqués qui exercent une influence directe sur les

niveaux de LDL et de HDL par une régulation de l’activité de liaison du récepteur LDL des

cellules HepG2.

Par ailleurs, plusieurs études ont mis en évidence un stress oxydant au cours d’une stéatose hé-

patique induite par l’AVP notamment une élévation de la peroxydation lipidiques et un déséquili-

bre dans le système de défense antioxydant enzymatique et non enzymatique [22]. Durant la

pathogenèse, le stress oxydant représente un facteur déterminant dans le déclenchement de la

stéatose hépatique [23]. Une concentration élevée (dose toxique) d’AVP peut affecter l’activité de

CYP450, cette enzyme procède ainsi à leur gestion métabolique. Cette réaction est, cependant,

associée à la génération de radicaux libres provoquant la peroxydation lipidique et les dommages

hépatiques [24].

Les ERO produites par les mitochondries, capables d’épuiser l’activité des systèmes enzyma-

tiques antioxydants de la cellule, aboutissent à un déséquilibre du système redox cellulaire au

profil des pro-oxydants. Elles favorisent également l’oxydation des AG insaturés des phospho-

lipides membranaires dans les hépatocytes menant à une peroxydation des lipides qui engendre

des dérivés aldéhydiques toxiques tels que le MD et le 4-HNE. Ces derniers sont aptes à dé-

former la structure des membranes et à provoquer en conséquence la perméabilité et la mort

cellulaire [25]. Le taux élevé de MDA, signe d’une peroxydation lipidique sévère, chez les rats

traités uniquement par l’AVP peut développer des lésions hépatiques. Les ERO sont aussi ca-

pables de couper des liaisons peptidiques et de former ainsi des fragments protéiques. Ainsi,

le radical (◦OH) et l’anion superoxyde (O◦−
2 ) s’attaquent aux protéines des tissus de soutien,

tels le collagène du tissu conjonctif. L’oxydation des acides aminés conduit à une modification

de la conformation spatiale et à une altération de la fonction protéique. Les protéines oxydées

perdent leur capacité à se fixer correctement sur un récepteur ou à fixer spécifiquement un lig-

and, et altèrent la signalisation cellulaire [26]. Cette atteinte aboutit à une destruction de la

membrane qui conduit à une augmentation de la perméabilité membranaire. Par conséquent, les

177



Discussion

substances normalement contenues dans l’hépatocyte vont être larguées dans les sinusoïdes et

leur concentration dans le sang périphérique va augmenter. Les activités des ALT et AST, de la

LDH et de la ALP augmentées chez les rats traités par l’AVP permettent d’apprécier l’existence

et l’intensité de la cytolyse. Ces résultats sont en concordance avec ceux obtenus par Kaplowitz

[27].

A partir de cas de surdosage entraînant une hépatotoxicité, des analyses microscopiques réal-

isées sur coupes de parenchyme ont permis de mettre en évidence des signes de nécrose hépatique.

L’essentiel de cette nécrose localisée au centrolobulaire est authentifiée par une dégénérescence

hépatocytaire. Par ailleurs, un infiltrat leucocytaire essentiellement à polynucléaires a été sig-

nalé. Les auteurs concluent à une nécrose fulminante hépatique touchant principalement les

hépatocytes centrolobulaires [28].

L’augmentation de l’activité de la MPO, marqueur de l’infiltration des neutrophiles, est un

indice qui reflète l’inflammation des tissus hépatiques altérés [29]. L’implication de l’activité

de la MPO en tant qu’indice d’hépatotoxicité induite par les médicaments a été précédemment

signalée [30]. Les neutrophiles également sont considérés comme source potentielle des ERO dans

les sites inflammatoires [31]. Dans notre travail l’activité MPO hépatique élevée observée suite

à l’administration d’AVP a suscité des réponses inflammatoires qui ont été confirmées par les

examinassions histopathologiques où l’infiltrat inflammatoire a été prouvé dans la région triade

portale du foie traité par l’AVP.

L’extrait n-BuOH renferme des composés qui ont exercé un effet hépatoprotecteur anti-

peroxydant contre l’effet délétère des radicaux libres; ceci pourrait être expliqué par les pro-

priétés antioxydantes de ces composés qui ont assuré le maintien des taux de MDA à son niveau

cytosolique normal et la préservation des cellules hépatique chez les rats traités par l’AVP et

l’extrait [32].

Plusieurs études ont rapporté que le mécanisme toxique de l’AVP est associé à un stress

oxydant et à une formation accrue d’ERO [33]. Les types des radicaux produits ainsi que

leurs lieux de production et de propagation sont variés, ils peuvent être d’origine mitochondrial,

péroxysomal ou microsomal [34].

Les antioxydants au sens large sont toutes substances susceptibles d’inhiber directement la

production, de limiter la propagation ou de détruire les ERO [35]. Parmi les systèmes antioxy-

dants enzymatiques cellulaires figurent en première ligne la SOD et la CAT. L’anion superoxyde
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(O◦−
2 ), première espèce toxique formée à partir de l’oxygène, est éliminé et maintenu à un niveau

de concentration assez bas par la SOD qui catalyse sa desmutation en (H2O2). Ce dernier est

transformé en (H2O) et (O2) par la CAT [36].

Les résultats obtenus montrent un déséquilibre dans le statut redox cytosolique hépatocy-

taire chez les rats recevant l’AVP en faveur des prooxydants mettant les cellules hépatique dans

un état de stress oxydant. L’évaluation biochimique de l’activité des systèmes enzymatiques

antioxydants (la CAT et la SOD) a mis en évidence une réduction significative de l’activité cy-

tosolique de ces enzymes dans le foie chez les rats recevant l’AVP seul. La réduction d’activité

des enzymes est le résultat d’une production excessive ou incontrôlée des ERO qui sont poten-

tiellement cytolytiques [37].

La cellule est dotée pour sa protection le GSH, porteur d’une fonction thiol qui constitue

un système antioxydant de la première défense en se liant par sa fonction SH aux métabolites

toxiques. Il joue son rôle antioxydant également en synergie avec les enzymes antioxydantes

telles le GPx, la CAT et la SOD [38]. La régénération de la fonction thiol GSH à partir de la

forme oxydée se fait grâce à l’activité du GR. Dans les conditions physiologiques normales, il

est présent essentiellement sous sa forme réduite. La mesure du taux GSH/GSSG est une bonne

méthode pour évaluer le stress oxydant dans l’organisme. Le GSH joue son rôle d’antioxydant

en tant que un facteur limitant pour les GPx car il est utilisé comme un substrat [39]. En plus

de ces rôles physiologiques existants, le GSH est aussi considéré comme un puissant antioxydant

suite à son habilité à donner l’hydrogène ce qui lui permet de réduire les radicaux libres, et

certaines espèces réactives telles que (HOCl) et (ONOO−). Le GSH est aussi capable de chélater

les ions cuivreux et ferreux et limiter ainsi leur participation à la réaction de Fenton, de ce fait

il constitue la première ligne de défense contre la toxicité des métaux [40].

Conformément à ce qui est fréquemment décrit chez les patients ou chez les rats atteints

d’une hépatotoxicité induite par l’AVP [41], nous avons constaté dans notre étude une chute

importante des taux du GSH et des activités du système enzymatique de glutathion (GR, GPX

et GST) chez les rats traités uniquement par l’AVP. La diminution de l’activité du GR favorise

potentiellement le déséquilibre entre GSH/GSSG en faveur du glutathion oxydé, ce qui pourrait

induire une déplétion en GSH [42]. La co-réduction de GSH et du GST favorise largement la

formation des radicaux libres, la dégradation du système de défense antioxydant dépendant du

GSH, et par voie de conséquence stimule un stress oxydant [43].

179



Discussion

Les taux de GSH sont nettement diminuées suite à leur action de neutralisation des rad-

icaux libres générés par l’AVP, ce phénomène provoque également sa déplétion et facilite la

peroxydation des lipides et l’oxydation des groupements thiols des protéines [44]. Cependant,

le co-traitement des animaux par l’extrait n-BuOH à (200 mg/kg) a empêché la diminution du

GSH et permis de corriger la réduction d’activité du système enzymatique dépendant du de

glutathion observées chez les rats recevant le valproate en maintenant leur niveau cellulaire nor-

mal. En outre, les activités des enzymes du système de défense antioxydant (SOD, CAT) sont

conservées sous l’effet protecteur de l’extrait n-BuOH. Les polyphénols présents dans l’extrait

n-BuOH pourraient jouer un rôle protecteur en conservant l’équilibre de la balance antioxy-

dant/prooxydant des cellules hépatiques.

Le co-traitement par l’extrait n-BuOH a préservé le taux de GSH et les autres enzymes du

système glutathion, ceci reflète la capacité de notre extrait à éliminer les ERO produits par l’AVP

dans le foie. Les résultats peuvent s’expliquer par la présence des composés bioactifs responsables

du piégeage des ERO tel que les flavonoïdes. En effet, plusieurs rapports ont révélé l’effet des

flavonoïdes sur le système de glutathion [45]. Il a été suggéré que les flavonoïdes peuvent stimuler

la transcription des enzymes antioxydants [46]. Cela est confirmé par des études in vitro et in

vivo qui indiquent que les flavonoïdes peuvent augmenter, en concomitance avec l’augmentation

du GSH, l’expression de la glutamate-cystéine ligase, enzyme qui intervient dans la biosynthèse

du glutathion, [47].

Les mécanismes antioxydants possibles de l’extrait n-BuOH comprend sa capacité à éliminer

les ERO ou à améliorer les niveaux des enzymes antioxydants endogènes. Ces propriétés perme-

ttent à cet extrait d’agir en tant qu’agent réducteur, donneur d’hydrogène, éliminant ainsi les

radicaux alcoxylés et péroxylés lipidiques en augmentant l’activité d’une cascade d’enzymes an-

tioxydantes modulant les enzymes clés associées à la maintenance du GSH. Cet effet protecteur

de l’extrait n-BuOH peut être expliqué par l’action antioxydante des substances naturelles ac-

tives y inclues. Parmi ces substances, les composés phénoliques et notamment les flavonoïdes qui

occupent une place importante dans le traitement de nombreuses pathologies, entre autres les

hépatopathies, la jaunisse, le système vasculaire [48,49]. Cela suggère que notre extrait possède

la possibilité d’inhiber la génération des ERO soit par inhibition des enzymes responsables ou

par piégeage de ces espèces; ceci a été confirmé lors des travaux in vitro mentionnés précédem-

ment.
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Dutot et ses collaborateurs [50] ont montré que les extraits riches en polyphénols ainsi ont

prouvé des effets antioxydants au niveau des cellules ARPE-19 après l’induction d’un stress

oxydant. Des études précédentes ont montré que ces composés peuvent réduire les effets toxiques

de stress oxydant en améliorant l’activité des enzymes antioxydants par la modulation de leur

expression. Il a été montré que différents flavonoïdes tels que la lutéoline, le resvératrol ou

l’extrait de Ginkgo biloba stimulent l’activité SOD dans différentes situations inflammatoires au

niveau du côlon [51].

Afin d’évaluer l’effet protecteur des molécules antirrhides (B9-4-6-1) et (B9-6-1B-6-4) isolées

de l’extrait n-BuOH, la viabilité des cellules HepG2 traitées par l ’AVP a été réalisée.

L’AVP à (10 mM) a diminué de la viabilité cellulaire; selon [11], ceci pourrait être due

aux perturbations des membranes cellulaires induites par la génération des ERO. D’après cette

étude les molécules antirrhides n’ont pas pu maintenir la viabilité des cellules HepG2 traitées

avec l’AVP, bien que l’étude in vivo ait montré que l’extrait n-BuOH possède des propriétés

antioxydantes hépatoprotectrices considérables. En tenant compte ces résultats on peut déduire

que l’action de l’extrait n-BuOH pourrait être due à un effet de synergisme entre les molécules

composant cette fraction.
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Évaluation du dysfonctionnement mitochondriale

Afin de mieux cerner les mécanismes liés à l’hepatotoxité induite par l’AVP nous nous sommes

intéressées au rôle du dysfonctionnement mitochondrial qu’il provoque et sa probable interaction

avec l’extrait n-BuOH.

La documentation sur l’hépatotoxicité de l’AVP via le dysfonctionnement mitochondrial

est riche, mais les mécanismes moléculaires impliqués sont mal connus. L’AVP interfère avec

plusieurs voies métaboliques. Il provoque une stéatose microvésiculaire qui est due principale-

ment à une inhibition sévère de l’oxydation mitochondriale des AG [1]. Les effets délétères de

l’AVP peuvent être dus à la molécule mère ou à l’un de ses métabolites réactifs [2]. Ces effets

nocifs peuvent diminuer de la synthèse d’ATP induite par l’altération de la phosphorylation

oxydative qui peut aboutir à la sortie du Cyt c, activant alors le processus d’apoptose et la

survenue d’une nécrose concomitante.

Afin d’évaluer ces hypothèses, nous avons utilisé des isolats mitochondriaux hépatiques. Les

résultats obtenus dans cette étude montrent que les mitochondries isolés de foie de rats exposés

à l’AVP présentent une altération de la phosphorylation oxydative par diminution de la vitesse

(V3), et du (RCR) lorsque les substrats (palmitoyl-carnitine/malate, glutamate/malate et pyru-

vate) sont utilisés. Cet effet est associé à une diminution de l’activité du complexe I. Ceci est

en accord avec les travaux de Silva et ses collaborateurs [2].

Le malate devient de l’oxaloacétate via la malate dehydrogenase, libérant un NADH qui va

s’oxyder en NAD+ par le complexe I. Le palmitoyl-carnitine peut entrer dans la mitochondrie

sans subir la régulation de la CPT I. Une fois dans la matrice le palmitoyl-lcarnitine peut

entrer dans le cycle de β-oxydation et fournir ainsi du NADH (complexe I) et du FADH2 à

la chaîne respiratoire. L’acétyl-CoA issu de la β-oxydation peut alors entrer dans le cycle de

Krebs et entraîner la formation de NADH. L’utilisation de palmitoyl-carnitine/malate comme

substrats permet alors de mesurer la consommation d’oxygène liée à la β-oxydation mais sans

prendre en compte la régulation exercée par la CPT I sur l’entrée des AG. Le pyruvate, une

fois entré dans la mitochondrie, est transformé en acétyl-CoA par le pyruvate déshydrogénase

(formation d’un NADH). L’acétyl-CoA peut alors entrer dans le cycle de Krebs et entraîner

la formation de NADH. L’utilisation d’une forte concentration de malate induit l’inhibition de

la succinate déshydrogénase et donc la formation de FADH2. L’utilisation de pyruvate/malate
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comme substrats, permet alors de mesurer la consommation d’oxygène uniquement liée à l’entrée

des électrons via le complexe I (NADH). La roténone inhibe le complexe I évitant ainsi le flux

reverse d’électrons vers le complexe I et le succinate fourni des électrons au complexe II.

Plusieurs mécanismes peuvent expliquer les résultats observés. En plus de l’inhibition du

complexe I de la chaine respiratoire, cet effet peut provenir d’une production réduite de NADH

et éventuellement de FADH2 dans la matrice mitochondriale [2]. On peut récapituler donc

que l’AVP n’affecte pas la chaîne de transport en soi (après le complexe II) ou le système de

phosphorylation oxydative, car la respiration n’est pas affectée par l’AVP lorsqu’on a utilisé la

(succinate/roténone) comme substrat énergisant. Aucun effet inhibiteur remarquable d’AVP n’a

été enregistré sur les autres complexes de la chaine respiratoire, ce qui signifie que l’AVP n’affecte

pas la synthèse de l’ATP. En effet, il a été prouvé que la cytotoxicité induite par l’AVP pou-

vait affecter l’oxydation du pyruvate en inhibant l’absorption du pyruvate dans les membranes

mitochondriales [3]. Selon les données rapportées dans la littérature et les résultats obtenus,

l’inhibition de la phosphorylation oxydative par l’AVP peut être attribuée à un effet inhibi-

teur direct et/ou à ses métabolites sur le complexe de pyruvate déshydrogénase, une inhibition

compétitive sur le transporteur de pyruvate ou l’épuisement intramitochondrial de la CoA libre

[4].

Par ailleurs, plusieurs études ont confirmé que l’AVP induit la diminution de la CoA, la

carence en carnitine et des perturbations de la β-oxydation des AG [1]. Comme l’inhibition

induite par l’AVP observés en présence de palmitoyl-carnitine et pyruvate, une approche utile,

pour comprendre l’effet du mécanisme de l’AVP, propose que l’inhibition de la β-oxydation des

AG soit l’effet principal qui soutient la théorie selon laquelle le valproate peut inhiber par séques-

tration de CoA comme valproyl-CoA qui finit par une diminution de la respiration. Ces résultats

peuvent en effet expliquer, pourquoi une diminution des taux de consommation d’oxygène a été

détectée, en particulier dans les mitochondries traitées par les substrats (palmitoyl-carnitine et

pyruvate) car ces deriners partagent certains aspects communs de leur métabolisme avec la β-

oxydation. Mais ceci suggère également que d’autres mécanismes via les ERO pouvaient être

responsables de cette inhibition.

En outre, des études antérieurs ont également rapporté que la surcharge des hépatocytes de

rat avec de l’AVP pouvait augmenter l’inhibition de la respiration mitochondriale en raison de

la formation d’ERO générés par la β-oxydation, ce qui contribue directement à l’inhibition de
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la phosphorylation oxydative [5]. De nombreux travaux ont montré que l’AVP peut également

induire une ouverture des PTPm qui entraîne à la réduction de la production d’énergie et à

la mort cellulaire [6]. Les mécanismes précis par lesquels il induit l’ouverture des PTPm ne

sont pas encore connus, mais il est possible que deux types d’évènements puissent jouer un rôle

important :

-La production par la chaîne respiratoire, ou d’autres sources subcellulaires, d’ERO qui vont

oxyder et altérer des protéines impliquées dans les PTPm;

-La production par l’intermédiaire de CYP450 d’un (ou de plusieurs) métabolite(s) réactif(s),

capable(s) également d’altérer de façon irréversible les protéines du PTPm [7].

Ces réactions sont associées à la génération des radicaux libres qui peuvent causer la peroxy-

dation lipidique et des dommages hépatiques, et en particulier mitochondriaux. Les dommages

mitochondriaux vont à leur tour renforcer le stress oxydant [6].

Lors de l’évaluation du stress oxydant mitochondrial qui effectuée au niveau des mitochon-

dries du foie des rats traités par l’AVP, un taux élevée de MDA a été enregistré qui reflète

l’altération mitochondriale. Une telle hyper-peroxydation pourrait être le résultat d’une modi-

fication importante du statut redox mitochondrial en faveur des prooxydants et les dommages

mitochondriaux pourraient à leur tour renforcer le stress oxydant [8]. En effet, la membrane

mitochondriale, principale source intracellulaire d’ERO, est-elle même sensible à l’action de ces

radicaux et la fonction mitochondriale peut être altérée par la peroxydation lipidique.

La mitochondrie est considérée comme une principale source de production d’ERO et on sait

qu’une fuite d’électrons réduisant partiellement l’oxygène matriciel pour aboutir à la formation

de l’anion superoxyde (O◦−
2 ) [8] peut intervient au niveau de la chaîne respiratoire mitochondriale

au cours de la respiration . Selon des études réalisées sur des mitochondries isolées cette fuite des

électrons provient de deux sites, dont l’un se situerait au niveau du complexe I et l’autre au niveau

du complexe III [9]. Liu et ses collaborateurs [10] ont montré qu’il y a un transfert électronique

inversé du complexe II vers le complexe I. Seifert et ses collaborateurs [11] ont montré que la

β-oxydation des AG à chaines longues est associée à une production accrue des ERO via un

mécanisme incluant le complexe III. Le (O◦−
2 ) peut être transformé en (H2O2) par la Mn-SOD

[12]. Le (H2O2) peut s’accumuler et entraîner un stress oxydant mitochondrial via la réaction

de Fenton [13] qui donne naissance au radical (◦OH) qui est l’espèce radicalaire la plus délétère.

Lorsque les systèmes antioxydants sont déplétés, à long terme, cette surproduction des ERO peut
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surpasser les systèmes antioxydants mitochondriaux et surtout les protéines mitochondriales qui

sont extrêmement sensibles aux dommages induits par les ERO provoquant un découplage de la

chaîne respiratoire [13].

L’évaluation de la peroxydation lipidique produite dans les mitochondries hépatiques montre

la génération d’un taux significativement élevé de MDA chez les rats traités par l’AVP. Par

ailleurs une telle hyperperoxydation pourrait être le résultat d’une modification importante du

statut redox mitochondrial en faveur des prooxydants.

Les résultats obtenus, montrent que les mitochondries isolés des rats traités par l’AVP souf-

frent d’un stress oxydant se manifestant également par une altération de taux des Mn-SOD,

GSH et GPx mitochondriales, ce qui corrobore des résultats précédents indiquant que l’AVP

réduit l’expression protéique de la Mn-SOD responsable de l’élimination de ce dernier [14]. De

même la diminution des taux de Mn-SOD pourrait être due à sa nitration par les ERO généré

par l’AVP. D’autre part une concentration plus élevée de l’AVP ou de ces métabolites conduit à

l’épuisement du GSH [14,15]. L’hépatotoxicité de l’AVP est attribuée à ses métabolites détoxifiés

par le GSH. Une concentration plus élevée de ces métabolites 4-ene VPA et (E)-2,4-diene conduit

à l’épuisement du GSH. Suite à cette déplétion en GSH, les taux intracellulaires de peroxydes

s’élèvent, provoquant un stress oxydant via une réaction de Fenton [16].

Il est intéressant de noter que l’extrait n-BuOH extrait de L. tingitana a réussi à protéger

les membranes des mitochondries hépatiques d’une peroxydation lipidique et/ou de la transition

de perméabilité à la membrane mitochondriale car les deux événements sont impliqués dans

plusieurs processus pathologiques liés au stress oxydant. Des études précédentes rapportent

que les flavonoïdes en général sont capables d’inhiber la peroxydation lipidique, comme ils sont

susceptibles d’être oxydés, ils fonctionnent comme des groupes chélatants [17]. C’est ce qu’à

révélé notre étude in vitro, et ceci pourrait expliquer l’activité anti-lipopéroxydante de notre

extrait.

Nos résultats révèlent que l’extrait n-BuOH de L. tingitana administrée oralement (200

mg/kg) au rats co-traité avec l’AVP protége les mitochondries en préservant le taux de Mn-

SOD, GSH et GPx mitochondriales. Ceci peut être associée à l’effet antioxydant des composés

bioactifs contenus dans notre extrait, des polyphénols et des flavonoïdes, qui sont caractérisés

par leurs capacités à restaurer le dysfonctionnement mitochondrial en assurant une protection

du statut redox intra-mitochondrial comme suggéré par Guzy et ses colloborateurs [18]. Ces
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composés agissent différemment sur une ou plusieurs cibles, ils peuvent réduire le stress oxydant

mitochondrial via la détoxification directe ou indirecte des ERO et/ou des métabolites toxiques

néfastes pour les mitochondries [19].

La capacité antioxydante d’un flavonoïde dépend de sa structure chimique. Il existe plusieurs

caractéristiques moléculaires qui confèrent la capacité à un flavonoïde donné de de réduire les

ERO [20]. Plusieurs flavonoïdes ont été démontrés inhiber différentes enzymes prooxydantes,

telles que les lipoxygenases [21], la xanthine oxydase [22] et les NADH et NADPH oxidases [23].

Lors d’une évaluation du taux de libération de (H2O2) au niveau des mitochondries isolés du

foie par le test de l’Amplex Red, une augmentation rapide initiale de la formation des ERO a été

observée et il est intéressant de noter que cette augmentation est inhibée par l’extrait n-BuOH

de L. tingitana ainsi que par les molécules antirrhide (B9-4-6-1 : 6-O-senecioylantirrhinoside +

6-O-angeloylantirrhinoside et B9-6-1B-6-4 : antirrhide). Ces résultats sont en accord avec ceux

trouvés par Swaroop et Ramasarma [22].

Bien qu’il ait été signalé que les flavonoïdes sont des inhibiteurs de l’activité de peroxydase,

les flavonoïdes ont montré des effets différents sur le taux de production de (H2O2) par les

mitochondries [20]. Cela peut indiquer que les propriétés de piégeage, précédemment démontrés,

de notre extrait étaient responsables, au moins en partie, de ses effets protecteurs contre le

dysfonctionnement mitochondrial induit par l’AVP.
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Évaluation du dysfonctionnement lysosomal

Il y a des indices croissants qui suggèrent que les lysosomes peuvent constamment communi-

quer avec d’autres structures cellulaires pour effectuer des programmes métaboliques spécifiques.

Il a été montré que le dysfonctionnement mitochondrial perturbe aussi la structure et la fonction

des lysosomes, organites capitaux de la dégradation et du recyclage. D’une manière spécifique,

l’inhibition de la fonction mitochondriale suivant la suppression de la protéine mitochondrial

AIF, ainsi que l’inhibition de la chaîne du transport d’électrons endommage l’activité lysoso-

male et provoque l’apparition de grandes vacuoles lysosomales [1].

Les lysosomes sont considérés à la fois comme source et également cible des ERO qui peuvent

par conséquent activer une cascade protéolytique en provoquant la libération de tyrosine et la

protéolyse générale [2].

Selon la littérature qu’on a consultée, l’effet du dysfonctionnement lysosomal par l’AVP reste

insuffisamment investi par les chercheurs, ainsi les données biochimiques liées à l’hépatotoxicité

induite par l’AVP in vivo demeurent fractionnées et confuses. Certains auteurs soutiennent

l’hypothèse stipulant que le stress oxydant pourrait jouer un rôle clef dans le dysfonctionnement

lysosomal [3]. Ceci nous a motivé à étudier les marqueurs biochimiques et le stress oxydant

généré par l’AVP au niveau des lysosomes. Les résultats de notre étude montrent que l’AVP

provoque un stress lysosomal se manifestant par une forte production de MDA et une diminution

de la SOD.

Plusieurs études ont rapporté que le dysfonctionnement mitochondrial joue un rôle inter-

médiaire dans le dysfonctionnement lysosomal [4]. D’autres études récentes ont signalé que

l’exposition des hépatocytes à l’AVP augmente la fragilité des membranes lysosomales, suite à la

formation des ERO intracellulaires tel le (H2O2) par l’activation métabolique dont l’intermédiaire

est le CYP450 ou la SOD [5]. Le (H2O2) peut facilement traverser la membrane lysosomale et

réagir avec les ions Fe2+/Cu+ lysosomiques engendrant le (◦OH) (réaction de Haber-Weiss) qui

provoque un stress oxydant [6]. En conséquence, la réaction intralysosomale de Haber-Weiss

menant à la formation de (◦OH) peut déstabiliser l’intégrité de la membrane lysosomale. Ces

événements pourraient finalement donner lieu à une lyse des lipides et à une protéolyse des

hépatocytes, un processus qui se termine par la mort cellulaire [2]. Ce constat est susceptible

d’expliquer la fuite des enzymes lysosomales et leur passage dans le cytosol. Ainsi, nos résultats
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expliquent d’une manière claire que l’altération des lysosomes qui est dépendante des ERO a

induit la déstabilisation de la membrane lysosomale et a provoqué le relargage de contenu acide

lysosomal ainsi que leurs enzymes tels l’ACP, la β-NAG, la Cathepcine-D et β-GLU chez les rats

recevant l’AVP.

Les lysosomes contiennent une importante concentration de fer redox-actif, qui est princi-

palement issue de la dégradation du fer contenu dans les protéines. Le pH faible et le milieu

réducteur de ce compartiment facilitent les réactions oxydatives catalysant le fer [7]. A côté de

la fuite des enzymes lysosomales au cytosol, l’altération partielle de ce compartiment vacuolaire

acide permet aussi au fer actif libre, détaché du système redox, de se transférer au cytosol et au

noyau [6]. En effet, il y a des indices soutiennent que la première interaction entre le (H2O2)

et les métaux de transition (principalement le fer) aboutissant aux réactions de type Fenton, se

produit dans les compartiments endosomaux/lysosomaux acides et aboutit indirectement aux

dommages de l’ADN nucléaire [7].

Le stress oxydant peut aussi toucher la perméabilité de la membrane lysosomale en induisant

l’altération des protéines de la membrane lysosomale via des liaisons disulphides [10]. Cette

agrégation partielle des protéines de la membrane lysosomale peut aboutir à l’augmentation de

la perméabilité des protons lysosomaux, du pH luminal et du potentiel membranaire. Donc, la

perméabilité des membranes lysosomales pourrait dépendre de de l’état redox des groupements

thiols membranaires [9,10]. La dégradation autophagique croissante des protéines dans ces con-

ditions augmente aussi le pool de fer ferrique ainsi que la susceptibilité des cellules au stress

oxydant [11].

Les oxydants exogènes ou les taux croissants des ERO mitochondriaux activent d’une manière

directe et spécifique les canaux TRPML1 lysosomaux induisant la libération du cathepsine lyso-

somal. La sensibilité TRPML1 aux ERO est spécifiquement nécessaire pour l’adaptation des

lysosomes aux atteintes mitochondriales [12]. La défaillance de la respiration mitochondriale

détériore la fonction du lysosome, promeut l’accumulation de la sphingomyelin, et perturbe les

voies du mouvement endolysosomal et de l’autophagie, liant ainsi le dysfonctionnement mito-

chondrial primaire au désordre du stockage lysosomal [13].

L’extrait n-BuOH (200 mg/kg) administré aux rats par voie orale a protégé les lysosomes

contre un stress oxydant induit par l’AVP en diminuant le taux de MDA et en conservant le

taux de la SOD. Ceci est probablement dû aux composés bioactifs présents dans cet extrait
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mentionnés précédemment dans le screening phytochimique, principalement les polyphénols et

les flavonoïdes. Ces molécules connues par leurs effets antioxydants pourraient chélater les

ions (Fe+) et bloquer la réaction Haber-Weiss et par conséquent neutraliser le stress oxydant

lysosomal ainsi que l’interaction toxique lysosome/mitochondrie à l’intérieur des hépatocytes.

De façon surprenante nous avons observé que l’extrait n-BuOH a protégé la fuite des enzymes

lysosomales d’une façon plus prononcé que la vitamine E administrée aux et rats co-traités par

l’VPA. Il a été rapporté que la fuite persistante des enzymes lysosomales a le potentiel d’altérer

sévèrement l’environnement de signalisation cellulaire et la rupture complète des membranes

lysosomales, pourrait induire l’apoptose ou la nécrose; qui peut jouer un rôle de contrôleur

du processus inflammatoires dans un microenvironnement tissulaire. La perméabilisation de la

membrane lysosomale (LMP) suivie par la libération des cathepsines, intermédiaires de la pro-

duction des TFN-γ et TNF-α, initie la signalisation apoptotique, souvent via la voie apoptotique

intrinsèque [12,14,15].

Comme l’extrait n-BuOH a diminué la libération d’enzymes lysosomales, médiateurs impor-

tants des pathologies inflammatoires, nous pouvons faire l’hypothèse qu’une des voies d’actions

protectrice contre l’AVP concerne les capacités anti-inflammatoires de cet extrait. Cette pro-

priété pourrait être justifiée par la présence des iridoïdes et des polyphénols. Ces résultats

concordent avec Punithavathi et ses collaborateurs [16] qui ont mentionné que la rutine et la

quercetine ont maintenu l’intégrité membranaire et ont contrecarré la fuite des enzymes lysoso-

males du tissu cardiaque à savoir l’ACP), la β-GAL, la β-NAG et la β-GLU.
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Conclusion et perspectives

Cette étude se place dans une problématique de recherche multidisciplinaire associant des

techniques caractéristiques de la chimie et de la biologie.

Les résultats obtenus répondent aux différentes hypothèses de travail soulevées dans la

l’introduction et ont permis de formuler une conclusion stipulant que la plante L. tingitana

agit via une multitude de mécanismes impliquées dans la modulation du dysfonctionnement

mitochondrial/lysosomal induit par l’AVP.

Dans le présent travail, le screening phytochimique montre la richesse de la cette plante en

polyphénols avec un taux important des flavonoïdes et une présence importante des irridoïdes.

Les composés phénoliques renfermés dans cette plantes sont dotés d’un pouvoir antintioxydant

important, révélée par plusieurs teste in vitro qui reflètent les différents mécanismes probables

impliqués dans cette activités.

Les résultats obtenus dans la première partie montrent une importante activité anti- inflam-

matoire de la plante L. tingitana, élucidées via plusieurs tests (dénaturation d’albumine, HRBC,

effet scavenger du NO, l’œdème et la péritonite induits par la carragénine, MPO, l’infiltration

des PN).

la deuxième partie nous a permis de juger que l’extrait n-BuOH à (200 mg/kg) a préservé

la fonction hépatique en limitant la libération des transaminases, des LDH, des ALP et de la

bilirubine, en modulant la stéatose et en neutralisant le stress oxydant induit par le l’AVP (400

mg/Kg). Cet effet est exprimé par la normalisation des paramètres antioxydants tels (SOD,

CAT, système glutathion) et une modulation de la nécrose hépatocytaire à un degré comparable

à celui de la vitamine E. Les molécules antirrhides isolées de cette plante ne sont pas arrivées à

réduire l’effet toxique de l’AVP au niveau des lignées HepG2.
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Le dysfonctionnement mitochondrial est exprimé par la diminution du taux de consomma-

tion d’oxygène au stade 3 dans les isolats mitochondriaux exposés à l”AVP, cette effet est plus

prononcé au niveau du complexe I. L’extrait n-BuOH ainsi que les molécules isolées ont réus-

sis de réduire l’H2O2 mitochondrial. L’importance de l’extrait n-BuOH (200 mg/kg) consiste

énormément dans sa capacité à réduire le stress oxydant mitochondrial induit par l’AVP.

Le dysfonctionnement lysosomal induit par l’VPA (400 mg/kg) est exprimé par une déstabil-

isation de la membrane lysosomale, une neutralisation importante du stress oxydant lysosomal

et une préservation de l’intégrité membranaire est plus prononcée par l’extrait n-BuOH par rap-

port à la vitamine E. l’effet des molécules antirrhides sur la stabilité des membranes lysosomale

des cellules HepG2 est moins efficace.

L’extrait n-BuOH possédant des propriétés antioxydants, anti-inflammatoire a pu préserver la

fonction hépatique, moduler la stéatose et la stabilisé de la membrane lysosomale, réduire le stress

oxydant hépatique mitochondrial et lysosomale induit par l’AVP. Ces multi-mécanismes ont pu

retarder l’apparition des complications liées au dysfonctionnement mitochondrial/lysosomal, tel

la nécrose. Ceci probablement est dû à la richesse diversifiée de cette plante en termes de

substances bioactives qui lui attribuent divers mécanismes agissant en synergisme.

Cette contribution nous a permis d’ouvrir plusieurs perspectives dont les plus importants se

résument dans ce qui suit :

— La poursuite de nos investigations à l’échelle moléculaire

— Clarifier l’effet anti-inflammatoire de cette plante en ciblant l’interaction des molécules

isolée avec les voies de signalisation de l’inflammation et la mort cellulaire.

— Ce travail laisse aussi entrevoir d’autres perspectives plus lointaines qui pourraient servir

de modèle pour la conception de nouveaux agents pharmacologiques
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Résumé

Cette investigation s’intéresse à étudier l’effet modulateur de Linaria tingitana chez les rats

traités par l’acide valproïque (AVP). Les études in vitro (DPPH◦, Chélation, FRAP, β- carotène,

NO◦) ont montré que Linaria tingitana est dotées d’une propriété antioxydante. Les études anti-

inflammatoires (dénaturation d’albumine, HRBC, effet scavenger du NO, l’œdème et la péritonite

induites par la caragénine, élévation de la MPO, l’infiltration des PN) ont confirmé que Linaria

tingitana a un effet bénéfique dans ce sens. Les études in vivo effectuée sur des rats traitées par

l’AVP ont révélé que l’extrait n-BuOH agit par une multitude de mechnismes : préservation de

la fonction hépatique, modulation de la stéatose, neutralisation du stress oxydant et réduction

de l’inflammation hépatocytaire traduite par la diminution de l’activité MPO. Les molécules an-

tirrhides isolées de cette plante étaient inefficaces au niveau de la lignée cellulaire HepG2 traitées

par l’AVP. Le dysfonctionnement mitochondrial induit par l’AVP est exprimé par la diminution

du RCR accompagné par une diminution de l’activité du complexe I. L’extrait n-BuOH ainsi

que les molécules isolées ont réussis à réduire l’H2O2 mitochondrial et à moduler les systèmes

antioxydants mitochondriaux et lysosomals. La préservation de l’intégrité membranaire lysoso-

male est plus prononcée par l’extrait n-BuOH par rapport à la vitamine E. L’ensemble des voies

modulatrices de L. tingitana a retardé l’apparition des complications liées au dysfonctionnement

mitochondrial, lysosomal, tel la nécrose. Probablement ceci est dû à la richesse diversifiée de

cette plante en terme de polyphénols et en irridoïdes révélés par les screening phytochimique et

l’analyse par LC-MS et à l’effet synergétique des molécules qu’elle renferme.

Mots Clés : Acide valproïque, Linaria tingitana, LC-MS. Dysfonctionnement mitochondrial,

Dysfonctionnement lysosomal, Rats, HepG2, Inflammation, Stress oxydant.
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Abstract

This investigation is interested to study the modulator effect of Linaria tingitana in rats

treated by the valproic acid (VPA). The in vitro studies (DPPH◦, FRAP, β-carotene, Chela-

tion, NO◦) showed that Linaria tingitana is endowed with an antioxidant property. The anti-

inflammatory studies (albumin denaturation, HRBC, NO scavenger, oedema and peritonitis led

by the carrageenan, the rise of MPO and the infiltration of the PN) confirmed that Linaria

tingitana has a beneficial effect in this sense. The in vivo studies made to rats handled by the

VPA revealed that the n-BuOH extract acts by a multitude of mechanisms: conservation of the

hepatic function, the modulation of the steatoses, the neutralization of the oxidative stress and

the reduction of the inflammation hepatocyte elucidated by the decrease of the activity MPO.

Antirrhides molecules isolated of this plant were ineffective at the level of the cell line HepG2

treated with the VPA. The mitochondrial dysfunction led by the VPA is expressed by the de-

crease of the RCR accompanied by a decrease of the activity of the complex I. The n-BuOH

extract as well as the isolated molecules managed to reduce the mitochondrial H2O2 and to mod-

ulate the antioxidant mitochondrial and lysosomal systems. The conservation of the integrity

lysosomal membrane was more pronounced by the n-BuOH extract compared to the vitamin

E. The various modulator ways of L. tingitana delayed the appearance of the complications

linked to the mitochondrial dysfunction, lysosomal, such necrosis. Probably this is due to the

diversified wealth of this plant in term of polyphenols and irridoids revealed by phytochemical

screening and the analysis of the LC-MS and in the synergetic effect of the molecules that it

contains.

Key words : Valproïc acid, Linaria tingitana, LC-MS. Mitochondrial dysfunction, Lysosomal

dysfunction, Rats, HepG2, Inflammation, Oxidative stress.
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